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Résumé 
Les stromatolites sont des structures organo-sédimentaires formées grâce à l’activité des 
microorganismes. Ils dominent le registre fossile Précambrien et sont parmi les plus anciennes 
traces potentielles de vie sur Terre (datées à 3,5 Ga). Cependant les processus biotiques et 
abiotiques à l’origine de leur formation restent peu compris et ouvrent des débats sur leur 
interprétation. L’objectif central de ce travail est de contribuer à améliorer notre 
compréhension de la formation des microbialites modernes, en particulier du rôle et du 
devenir des microorganismes dans ces systèmes afin de mieux contraindre l’interprétation du 
registre fossile des stromatolites. Pour cela, nous avons étudié le système modèle des 
microbialites vivants du lac alcalin d’Alchichica (Mexique). La première partie de ce travail a 
été dédiée à la description générale des microorganismes et des minéraux du système. Les 
microbialites d’Alchichica sont composés d’aragonite [CaCO3] et d’hydromagnésite 
[Mg5(CO3)4(OH)2•4(H2O)]. L’analyse de la diversité microbienne par des méthodes 
moléculaires basées sur le clonage et le séquençage du SSU rDNA a révélé une grande 
diversité dans le domaine des bactéries (344 phylotypes répartis dans 21 phylums) et des 
eucaryotes (58 phylotypes répartis dans 9 phylums) en regard d’une faible diversité d’archées 
(2 phylotypes). Des analyses de phylogénie moléculaire ont permis d'attribuer ces phylotypes 
environnementaux à différents taxons et d'identifier les représentants cultivés les plus proches, 
ce qui a permis de définir les groupes métaboliques potentiellement importants dans ce 
système. Dans les microbialites d’Alchichica, la photosynthèse oxygénique est réalisée par les 
cyanobactéries, les algues vertes et les diatomées. Une grande diversité d’organismes incluant 
des membres des Alpha-proteobacteria et des Chloroflexi réalisent quant à eux la 
photosynthèse anoxygénique. Si le biofilm est dominé par les organismes autotrophes en 
termes de biomasse, la diversité taxonomique des organismes hétérotrophes s’est révélée 
supérieure. Nous avons notamment identifié des membres des Deltaproteobacteria et des 
Firmicutes réalisant la sulfato-réduction, ainsi qu’une grande diversité de taxons capables de 
dégrader des molécules organiques complexes tels que les Planctomycetales, les Bacteroidetes 
et les Verrucomicrobia. Ces résultats nous ont permis de construire un modèle hypothétique 
des réactions métabolico-géochimiques contribuant à la précipitation ou dissolution des 
carbonates au sein des biofilms des microbialites d’Alchichica. Dans la seconde partie de ce 
travail, nous  avons décrit une association préférentielle entre les colonies de cyanobactéries 
de l’ordre des Pleurocapsales et l’aragonite. Nous avons pour cela couplé différentes 
techniques de microscopie et de spectroscopie. Nous avons décrit un gradient de fossilisation 
de ces cellules dans l’aragonite jusqu’à la nano-échelle. Ceci a montré que l’ultrastructure des 
cellules des Pleurocapsales était préservée lors de la minéralisation grâce à la mise en place 
séquentielle d’aragonite. C’est finalement la texture de l’aragonite et non pas la présence de 
matière organique qui signe l’organisation originelle des cellules de Pleurocapsales. Cette 
étude ouvre des perspectives intéressantes dans la recherche de microfossiles de 
cyanobactéries dans les stromatolites fossiles. La troisième partie enfin rapporte la découverte 
d’un cas de biominéralisation intracellulaire contrôlée chez une cyanobactérie de l’ordre basal 
des Gloeobacterales. Nous avons nommé cette souche Candidatus Gloeomargarita lithophora. 
Les inclusions intracellulaires produites par Ca. G. lithophora sont des carbonates amorphes 
de Ba-Sr-Ca-Mg. Les implications de la découverte de ce nouveau patron de minéralisation 
dans une lignée basale de cyanobactéries pour l’interprétation du registre fossile ancien sont 
discutées.  
Abstract 
Stromatolites are organosedimentary structures resulting from the activity of microbes. Fossil 
stromatolites are considered to be among the oldest traces of life on Earth, their oldest 
occurrence being at 3.5Ga. Although stromatolites dominate the Precambrian geological 
record, the abiotic and biological processes leading to their formation and thus the exact 
information that can be retrieved from them are still poorly understood. The main objective of 
this work was to study the formation of modern microbialites in order to better constrain the 
interpretation of the fossil ones. With this aim, we studied living microbialites from the 
alkaline Lake Alchichica in Mexico as a model system. The first part of this work has been 
devoted to the description of Alchichica microbialites including mineral phases and the 
associated microbial diversity. Alchichica microbialites are composed of aragonite [CaCO3] 
and hydromagnesite [Mg5(CO3)4(OH)2•4(H2O)]. Cultivation-independent molecular methods 
revealed a high diversity of bacteria (344 phylotypes distributed in 21 phyla) and microbial 
eukaryotes (58 phylotypes distributed in 9 phyla) in contrast with a low diversity of archaea (2 
phylotypes). Molecular phylogenetic analyses allowed us to identify the closest cultivated 
members of the different phylotypes retrieved. This information was used to predict which 
metabolisms are putatively important in Alchichica microbialites. Oxygenic photosynthesizers 
were dominated by cyanobacteria, green algae and diatoms. Anoxygenic photosynthesizers 
were also diverse, comprising members of Alphaproteobacteria and Chloroflexi. Although 
photosynthetic microorganisms dominated the biomass, heterotrophic lineages were more 
diverse. We found sulphate-reducing lineages among Deltaproteobacteria and Firmicutes and 
very diverse taxa likely able to degrade complex polymeric substances, such as 
Planctomycetales, Bacteroidetes and Verrucomicrobia. Based on this, we build a hypothetical 
model of metabolic–geochemical reactions leading to carbonate precipitation or dissolution in 
Alchichica microbialites. In a second chapter, we describe a combination of microscopic and 
spectroscopic studies to study cyanobacteria-carbonate phase assemblages. We showed a 
preferential association between cyanobacterial colonies belonging to the order 
Pleurocapsales and aragonite. We described the early stages of fossilization of Pleurocapsales 
cells within aragonite down to the nanoscale. This reveals that microfossils of these 
cyanobacteria can be recognized even if the cells are totally encrusted. The mineralization 
sequence produces successive layers of aragonite whose textural organization points out the 
initial cells ultrastructures. This study opens new perspectives in the research of calcified 
cyanobacteria in ancient rocks. The third part reports the discovery of a cyanobacterium 
capable of performing controlled intracellular carbonate biomineralization. This strain, that 
we tentatively called Candidatus Gloeomargarita lithophora belongs to the basal 
cyanobacterial order of the Gloeobacterales. Intracellular inclusions formed by Ca. G. 
lithophora are amorphous Ba-Sr-Ca-Mg carbonates. The discovery of this new pattern of 
biomineralization in a basal order of cyanobacteria opens new perspectives for the 
interpretation of ancient fossil record.  
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Introduction 
Le terme stromatolite a été introduit par Kalkowsky (1908) : il vient du grec stroma « ce 
qu’on étend » associé à lithos « la pierre » (Riding 2000). Ce terme fait référence à la double 
nature des stromatolites, formés d’une composante minérale à macrofabrique laminée et d’un 
tapis microbien qui la recouvre et y est imbriqué. Kalkowsky propose une définition qui 
implique une origine biogénique des stromatolites, c’est-à-dire formé par le vivant, or c’est là 
une question qui reste aujourd’hui encore problématique. Il existe des stromatolites modernes 
(en cours de formation) pour lesquels l’association entre la roche et les microorganismes est 
un fait observable et des stromatolites fossiles où seule la partie minérale a été préservée. De 
là naît une ambiguïté dans l’utilisation du terme stromatolite. Dans le registre géologique, 
c’est avant tout un terme descriptif qui fait référence à une roche sédimentaire le plus souvent 
de nature carbonatée, que l’on distingue des autres structures sédimentaires par le dépôt de 
couches sédimentaires qui ne sont pas parallèles au substrat et qui permettent une croissance 
en colonne de la structure. Le terme stromatolite est donc utilisé par différents auteurs de 
façon différente, pour qualifier une structure sédimentaire laminée et/ou d’origine 
microbienne (Riding 1999).  
Le terme microbialite est un terme plus général, il comprend toutes les roches (lithos) 
laminées ou non, formées par l’intervention de microorganismes (microbia) dont les 
stromatolites ne sont qu’une des formes possibles (Burne et al. 1987) (Figure 1). On voit 
parfois se former conjointement, dans un même environnement, des microbialites présentant 
une macrofabrique différente mais de minéralogie identique. C’est notamment le cas aux 
Bahamas, où on trouve des stromatolites et des thrombolites, (des microbialites ne présentant 
pas de lamination mais une macrofabrique grumeleuse) (Myshrall et al. 2010; Mobberley et 
al. 2011). Un des problèmes importants est de comprendre les mécanismes de formation, à 
l’actuel, de ces roches (les microbialites) laminées ou non, afin de mieux interpréter 
l’enregistrement fossile. 
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Figure 1 : Photo d’un microbialite du lac alcalin d’Alchichica. La partie droite représente une coupe 
schématique du même microbialite. La formation d’un microbialite résulte de l’interaction complexe 
entre (i) une composante microbienne constituée d’un biofilm présentant une grande diversité de 
microorganismes, (ii) une composante minérale, le plus souvent un carbonate de calcium ou de 
magnésium et (iii) l’environnement qui l’entoure (pH, température, concentration en calcium…). La 
nature de ces composantes, de leurs interactions et leur contribution à l’édification du microbialite 
n’est pas connue. Ceci constitue la question centrale qui motive ce travail. 
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I. Les stromatolites fossiles 
A. Des vestiges des plus anciennes traces de vie terrestre ? 
Il existe deux types d’enregistrement nous permettant d’accéder à l’origine et à l’évolution 
des être vivants. Le premier type est le signal enregistré par les caractères, par exemple la 
séquence des gènes dans les génomes des êtres vivants actuels à partir desquels il est possible 
de reconstruire idéalement des états ancestraux. Le second type est le signal enregistré dans le 
registre géologique par la présence de fossiles qui cette fois-ci est un signal direct. Dans les 
deux cas les données sont parcellaires, ce qui rend très difficile la reconstruction de l’histoire 
de la vie depuis son origine. 
L’origine de la vie sur Terre est extrêmement difficile à dater pour plusieurs raisons. Tout 
d’abord il n’y a pas de signal que l’on puisse attribuer de manière sûre à cette époque dans les 
génomes des êtres vivants actuels car ils ont tous divergé à partir d’un ancêtre commun 
(LUCA, Last Universal Common Ancestor) lui-même postérieur à l’apparition de la vie 
(Koonin et al. 2005). Ensuite les terrains très anciens et qui affleurent sont rares et ils ont 
souvent été grandement transformés durant les milliards d’années suivant leur mise en place 
par la diagenèse et le métamorphisme (Bernard et al. 2007; Bernard et al. 2010). Enfin, la vie 
à ses débuts était sans doute peu abondante ; la probabilité qu’on en retrouve des traces est 
donc très faible. On pose un jalon inférieur pour l’apparition de la vie autour de 3,8 Ga qui 
correspond à la fin de l’épisode de bombardement météoritique intense, qui pour un certain 
nombre d’auteurs n’aurait pas autorisé l’implantation de la vie (Chyba 1993)(Figure 2). Dans 
ce contexte, la plus ancienne trace de vie présumée serait la présence d’inclusions carbonées 
retrouvées dans les roches sédimentaires d’Isua et d’Akilia (Groenland) à environ 3,8 Ga 
(Mojzsis et al. 1996). En effet cette matière organique présente une signature isotopique 
(δ13C<0) qui est classiquement interprétée comme caractéristique de la vie (Mojzsis et al. 
1996; Madigan et al. 2009) ; néanmoins l’origine biogénique de ce carbone organique est très 
controversée. En effet, cette signature isotopique aurait pu également être obtenue de façon 
abiotique par décomposition de la sidérite en conditions métamorphiques (Van Zuilen et al. 
2003; Lepland et al. 2011). Il faut ensuite attendre la date de 3,5 Ga pour trouver les traces de 
vie présumées suivantes : les stromatolites. 
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Figure 2 : Eléments de l’évolution de la bio-géosphère à travers les temps géologiques. De gauche à 
droite : (A) grandes divisions des temps géologiques, (B) variation de l’abondance des stromatolites 
exprimée en nombre de taxons (Riding 2006b) et illustration des stromatolites fossiles de NorthPole 
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(Allwood et al. 2006) et de Tumbiana (Lepot et al. 2009), (C) occurrences des calcimicrobes dans le 
registre géologique (Arp et al. 2001) et illustration du plus ancien calcimicrobe du genre Girvanella 
(Riding 2006a), (D) variation et contraintes sur le niveau de l’oxygénation de l’atmosphère (Kump 
2008), (E) quelques éléments de l’évolution de la vie sur Terre incluant la période initiale de fort 
bombardement de météorites (Lopez-Garcia et al. 2006), quelques exemples clés de micro- (Han et 
al. 1992; Butterfield 2000; Javaux et al. 2010; Strother et al. 2011; Wacey et al. 2011) et 
macrofossiles(Kerr 2005; El Albani et al. 2010) et la calibration des endosymbioses de la mitochondrie 
et du chloroplaste par horloge moléculaire (Hedges et al. 2004). 
1. Les stromatolites dans le registre fossile 
Il est souvent avancé que les stromatolites fossiles comptent parmi les plus anciennes 
traces potentielles de vie sur Terre. Les plus anciens décrits se trouvent dans des terrains 
Archéens à l’ouest de l’Australie (formations North-Pole (Walter et al. 1980)(3,5 Ga-3,3 Ga) 
et Warrawoona (3,5 Ga-3,2 Ga)(Lowe 1980)du craton de Pilbara) et en Afrique du Sud 
(formation de la ceinture de roches vertes de Barberton (Byerly et al. 1986) 3,5 Ga-3,2Ga) 
(Figure 2). Les stromatolites de ces formations ont été reconnus en utilisant des critères 
structuraux et texturaux par comparaison avec les traits caractéristiques de stromatolites plus 
récents tels que la présence de laminations, la forme, la présence ou non de ramifications et 
l’association relative des stromatolites et des couches sédimentaires adjacentes (Byerly et al. 
1986; Hofmann et al. 1999). Néanmoins leur biogénicité reste une question controversée 
(Lowe 1994; McLoughlin et al. 2008). En effet, il semble que la démarche classique soit de 
considérer comme biogéniques uniquement les traits qu’on ne peut pas expliquer par des 
processus purement abiotiques, l‟hypothèse abiotique étant considérée comme l‟hypothèse 
par défaut (Grotzinger et al. 1996). Ainsi Lowe (1994) remet en cause l’origine biogénique 
de tous les stromatolites de plus de 3,2 Ga en proposant des alternatives abiotiques à leur 
formation : par exemple une déformation a posteriori des terrains ou une précipitation dans 
des fractures permettant de générer les morphologies observées. D’autres auteurs argumentent 
au contraire qu’au moins certains de ces stromatolites seraient d’origine biogénique : par 
exemple, dans le cas des stromatolites de North Pole, la morphologie macroscopique de ces 
stromatolites et la façon dont ils recoupent les formations alentours indiqueraient que leur 
accrétion a eu lieu au dessus de l’interface sédiment-eau et qu’il n’y aurait pas eu de 
déformation postérieure (Walter et al. 1980). La formation de Pilbara qui s’étend sur des 
kilomètres carrés a été explorée, révélant 7 types morphologiques de stromatolites différents. 
La diversité et la complexité de leurs formes font dans ce cas également pencher les auteurs 
en faveur d’une origine biogénique pour ces structures (Allwood et al. 2006).  
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Ces controverses suggèrent que les critères morphologiques seuls, même s’ils 
peuvent être raffinés par des données stratigraphiques et des comparaisons avec des structures 
récentes ne sont pas suffisants pour conclure sur la nature biogénique ou abiotique des 
stromatolites, surtout sur des formations très anciennes qui ont pu être transformées.  
Les plus anciens stromatolites décrits dont la biogénicité est généralement admise ont 
2,7 Ga (Figure 2). On en a trouvé dans différents cratons Archéens, notamment celui de 
Pilbara (formation de Tumbiana, Fortescue group) (Arndt et al. 1991). A partir de cette date et 
jusqu’à la base du Cambrien, les stromatolites sont très fréquemment rencontrés dans le 
registre géologique sédimentaire. Ils forment des plates-formes carbonatées de taille 
kilométrique et de grande épaisseur et constituent ainsi un type d‟écosystème très répandu et 
diversifié dans la deuxième moitié du Précambrien (Riding 2000).  
A partir du Cambrien on observe un déclin des stromatolites ; parallèlement on assiste 
à une grande diversification des eucaryotes pluricellulaires en termes morphologiques (Figure 
2). On considère par exemple que tous les plans d’organisation des phyla de métazoaires 
actuels ont été mis en place à cette période (Gould 1991; Lopez-Garcia et al. 2006; Donoghue 
et al. 2007). Certains auteurs proposent que cette explosion cambrienne et la colonisation des 
niches écologiques jusque là réservées aux stromatolites par des organismes plus compétitifs 
auraient accéléré leur déclin (Riding 2006b). En conséquence, on note un changement dans 
la nature des carbonates biogéniques à partir du Cambrien : alors qu’ils étaient 
auparavant de type procaryote, ils sont par la suite formés essentiellement par les eucaryotes. 
On note un grand développement des carbonates récifaux formés par les coraux (Riding 
2006b) puis à partir du Crétacé la production majoritaire de carbonates est associée à la 
production de squelettes par différents types de protistes (tel que les nummulites au début du 
Tertiaire, les foraminifères et les coccolithophoridés toujours présents dans l’océan actuel) et 
de métazoaires (en particulier les mollusques tels que les rudistes qui s’éteignent à la crise 
Crétacé-Tertiaire) (Pomar et al. 2008).  
S’ils ont dominé l‟histoire de la vie terrestre pendant près de 2 milliards d’années, 
les stromatolites vivants sont désormais très rares à la surface de la planète. Néanmoins les 
stromatolites fossiles constituent un enregistrement unique des conditions qui régnaient sur la 
Terre ancienne (Figure 2). 
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2. Implications pour notre compréhension de la Terre ancienne 
et de son évolution jusqu’{ l’actuel 
L’essentiel de la biomasse associée aux stromatolites modernes est constitué par les 
cyanobactéries qui sont des bactéries capables de faire la photosynthèse oxygénique. La 
photosynthèse oxygénique permet la synthèse de matière organique en ayant la lumière du 
soleil comme source d’énergie et l’eau comme source d’électrons. L’eau est oxydée en 
dioxygène (O2) lors du processus. Or à l’actuel il s’avère que tous les organismes/organites 
(chloroplastes) capables de faire la photosynthèse oxygénique dérivent d’un ancêtre commun 
unique de la lignée des cyanobactéries (Zablen et al. 1975; Gupta et al. 2010). La 
photosynthèse oxygénique n’aurait donc évolué qu’une seule fois probablement à l’Archéen, 
dans la lignée des cyanobactéries (Falcon et al. 2010). 
Il a été suggéré par de nombreux auteurs que la présence et l’abondance des 
stromatolites à partir de la fin de l’Archéen et au Protérozoïque représente un marqueur 
indirect de la présence et du développement des ancêtres de la lignée des cyanobactéries et de 
leur activité photosynthétique (Buick 1992; Buick 2008). Leur activité photosynthétique aurait 
permis la production d‟une grande quantité d‟O2 qui in fine a conduit à l‟oxygénation de 
l‟atmosphère il y a 2,45 Ga (Figure 2). On pense que l’O2 produit a d’abord oxydé les 
composés/minéraux réduits dans l’océan avant de s’accumuler dans l’atmosphère dès 2,45 Ga 
(Kump et al. 2007; Kump 2008). Cet épisode qu’on appelle le Great Oxidation Event (GOE) 
est bien contraint grâce à des données géologiques (Farquhar et al. 2011) (Figure 2), et a 
considérablement modifié le fonctionnement géochimique de la surface de la Terre. En effet 
la disponibilité, la mobilité, et la réactivité des espèces chimiques changent en fonction de 
leur état d’oxydation. L’oxygénation de l’atmosphère a par exemple modifié profondément le 
cycle du soufre, en inhibant la formation d’aérosols sulfurés (Farquhar et al. 2011). S’en suit 
également un changement de la partie de la biosphère en contact avec l'atmosphère oxygénée, 
impliquant la sélection des métabolismes aérobies ou tolérant la présence d'oxygène 
(Raymond et al. 2006). Il a été proposé que le niveau actuel d’oxygène a été atteint à la base 
du Cambrien (Kump 2008).  
Les microorganismes qui peuplaient les stromatolites anciens ont également influencé 
d’autres cycles géochimiques majeurs. Tout d’abord celui du carbone par le piégeage du CO2 
dans la matière organique grâce à la photosynthèse. Ensuite le cycle de l’azote. On pense que 
la fixation de l’azote atmosphérique (N2) est apparue dès l’Archéen (Falcon et al. 2010) ; 
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c’est seulement après le GOE que les métabolismes, tels que la nitrification/dénitrification et 
l’anammox, faisant intervenir des formes plus oxydées (NO2-,NO3-), auraient été sélectionnés 
(Farquhar et al. 2011).  
Il apparaît clairement que l‟interprétation biogénique des stromatolites fossiles 
conditionne notre compréhension de la Terre ancienne et de son évolution. En effet les 
microorganismes associés aux stromatolites anciens ont sans doute modifié de façon 
majeure les cycles géochimiques globaux du carbone, de l‟oxygène, de l‟azote et du 
soufre, jouant ainsi un rôle primordial dans l‟évolution du couple atmosphère-océan et 
de la biosphère. Il apparaît donc essentiel de contraindre au maximum les critères 
d‟interprétation des fossiles afin d‟exploiter de la manière la plus vraisemblable et la 
plus exacte leurs implications pour l‟évolution de la Terre depuis 3,5 Ga.  
B. Les microfossiles 
A priori un bon critère pour prouver la biogénicité des stromatolites anciens serait d’y trouver 
des fossiles des microorganismes (microfossiles) qui les ont formés. Cette approche déplace 
le problème de la reconnaissance et de l’interprétation des stromatolites à celles des 
microfossiles. De plus ce n’est pas parce qu’on trouve un fossile, qu’il a contribué à former la 
roche qui l’entoure. Ainsi l’identification de microfossiles dans les stromatolites constituera 
au plus un argument en faveur de la biogénicité mais pas une preuve absolue. 
1. La controverse historique des « microfossiles de Schopf » 
En 1987, Schopf & Packer décrivent des microfossiles dans les sédiments de Warrawoona 
(Pilbara, Australie) datés de 3,5 Ga (Schopf et al. 1987). La forme filamenteuse, la taille 
micrométrique et la nature carbonée de ces structures a été interprétée par ces auteurs comme 
des microfossiles de cyanobactéries. Par la suite des données isotopiques et des analyses 
morphologiques plus poussées ont mené Schopf et al. a réaffirmer l’origine biologique des 
microfossiles et à les répartir en 8 taxons de cyanobactéries fossiles auxquels il donne des 
noms (Schopf 1993; Schopf et al. 2002). Cependant il a été montré par la suite que 
l’environnement de dépôt des roches en question était de type hydrothermal profond, ce qui 
n’est pas compatible avec la présence de cyanobactéries, et que les morphotypes des 
microfossiles étaient plus divers que ceux décrits par Schopf et al., certains n’étant pas 
« biocompatibles » (Brasier et al. 2002; Brasier et al. 2005; Brasier et al. 2006). L’origine de 
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la matière organique a elle aussi été remise en question : elle aurait en effet pu être formée de 
façon abiotique par les réactions de Fisher Tropsch (Lindsay et al. 2005) ; enfin récemment, 
il a été montré que cette même matière organique n’est en réalité pas associée aux 
microfossiles mais dispersée dans la matrice de quartz autour, les microfossiles étant eux 
constitués essentiellement d’hématite (Marshall et al. 2011). Cependant, l’histoire ne s’arrête 
pas là, puisque visiblement Marshall et al. n’ont pas examiné les mêmes spécimens que ceux 
étudiés par Schopf et al., ce qui remet en doute leurs conclusions (Schopf et al. 2011). De 
plus, des microfossiles ont de nouveau été décrits dans les roches de 3,4 Ga de Pilbara 
(Australie) (Wacey et al. 2011) ainsi que dans des roches d’Afrique du sud de 3,2 Ga (Javaux 
et al. 2010) (Figure 2). Ces microfossiles, pour certains d’assez grande taille (>10 µm), 
présentent une enveloppe carbonée et dans le cas de Pilbara sont associés à de la pyrite 
(Wacey et al. 2011) que les auteurs interprètent comme un résultat du métabolisme des 
cellules en question. 
Cette controverse sur l’existence ou non de microfossiles dans les roches de Pilbara et sur leur 
appartenance à des lignées biologiques particulières dure depuis plus de 20 ans et illustre la 
difficulté d‟authentifier les microfossiles anciens. Il est donc nécessaire de comprendre 
comment se forment les microfossiles et quels sont les critères qui peuvent être retenus pour 
authentifier leur origine.  
2. Des critères pour la biogénicité ? 
Avant d’essayer d’authentifier un microfossile il faut être capable de le voir, il faut donc qu’il 
ait été préservé en conservant une morphologie cohérente par rapport à celle des cellules 
vivantes à l’actuel. On va donc chercher à distinguer des inclusions de taille micrométrique, 
sphériques, plus ou moins filamenteuses ou ramifiées dans la roche. Cependant le critère 
morphologique ne suffit pas, puisqu’il a été montré expérimentalement que l’on pouvait 
obtenir ce type de structures par des processus abiotiques (Garcia-Ruiz et al. 2002; Garcia-
Ruiz et al. 2003). On peut ensuite s’intéresser à la nature de l’inclusion ; la spectroscopie 
Raman, par exemple, peut aider à savoir si elle contient du carbone organique et si c’est le cas 
on peut caractériser cette matière organique grâce aux outils isotopiques. Mais encore une 
fois, même si l‟on trouve du carbone organique appauvri en 13C, cela ne permet pas de 
conclure sur la biogénicité puisqu’il existe des phénomènes abiotiques qui peuvent mener à 
la formation de ce type de matière organique (Nagy et al. 1975; Lindsay et al. 2005). Enfin il 
est souvent difficile de savoir si la matière organique observée est indigène et a été mise en 
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place en même temps que la roche ou si elle a été apportée ultérieurement (Gerard et al. 
2009). Il est cependant possible d’estimer la température maximale atteinte par la matière 
organique par spectro-thermométrie Raman (Beyssac et al. 2002) et ainsi de savoir si celle-ci 
est cohérente avec celle de la roche estimée grâce à l’association minéralogique. 
La définition de critères pour la biogénicité est toujours basée sur ce que l’on connaît de la vie 
présente (selon le principe de l‟actualisme) ; or, à l’actuel, il est possible de décrire les 
mécanismes de formation. Cette démarche plus systémique n’a été menée sur les microbialites 
modernes que rarement car elle demande la mise en œuvre de nombreux outils différents. Or 
la compréhension de ces mécanismes et des détails de leurs étapes donnerait un cadre idéal 
pour l’interprétation des stromatolites. Il faudrait alors prendre en compte également  le 
devenir de ces traces fossiles si on les soumet à des variations de pression et de température 
en y ajoutant les filtres de diagénèse et de métamorphisme. 
 
3. Les « calcimicrobes » et l’énigme précambrienne 
Un type de microfossile particulièrement pertinent quand on s’intéresse aux stromatolites sont 
les « calcimicrobes », c’est-à-dire des microfossiles de cyanobactéries calcifiées (Riding 
2006a). En effet les cyanobactéries forment l’essentiel de la biomasse associée aux 
stromatolites actuels (e.g. Foster et al. 2009; Kaźmierczak et al. 2011) ; de plus, ce sont des 
cellules bactériennes de grandes tailles avec des morphologies variées (Rippka 1988) que l’on 
peut espérer pouvoir reconnaitre dans les stromatolites si elles se fossilisent. Le plus ancien 
fossile avéré de cyanobactérie calcifié date de 700 Ma (Knoll et al. 1993)(Figure 2). Il s’agit 
du morphotype filamenteux Girvanella. Cependant il faut attendre la base du Cambrien pour 
trouver de façon fréquente des « calcimicrobes » (Riding 2006a). Un fait étonnant est que les 
« calcimicrobes » apparaissent dans le registre géologique seulement à la fin du 
Néoprotérozoique alors que les cyanobactéries étaient déjà présentes depuis deux milliards 
d’années environ et avaient permis notamment l’oxygénation de l’atmosphère à 2,45 Ga 
(Farquhar et al. 2011). L‟absence de cyanobactéries fossiles avant 700 Ma qui correspond 
pourtant à l‟âge d‟or des stromatolites est appelée l‟énigme précambrienne (Riding 1982; 
Arp et al. 2001) (Figure 2). Deux hypothèses ont été avancées pour essayer de lever ce 
paradoxe, en extrapolant les connaissances et données actuelles sur les cyanobactéries. La 
première présente l’idée que la chimie des océans anciens n‟était pas compatible avec la 
calcification des cyanobactéries. La précipitation de carbonates à proximité de la 
12
INTRODUCTION 
 
cyanobactérie n’intervient que si la concentration de Ca2+ est élevée, et elle doit l’être d’autant 
plus que le DIC (Dissolved Inorganic Carbon) est élevé, c’est-à-dire que la pression 
atmosphérique en CO2 est forte. Or la pression atmosphérique de CO2 était plus forte dans le 
passé et la concentration de calcium était insuffisante pour permettre la calcification des 
cyanobactéries avant la base du Cambrien. On avait donc une faible concentration en calcium 
et un fort DIC ce qui favorise la précipitation loin de la bactérie. L’alcalinité produite par les 
cellules du fait de l’activité photosynthétique n’est pas suffisante dans ces conditions pour 
mettre en place un gradient de pH qui induirait la précipitation au contact de la cellule (Arp et 
al. 2001). La seconde hypothèse invoque un facteur biologique : il est connu qu’à l’actuel 
toutes les cyanobactéries ne calcifient pas (Planavsky et al. 2009) ; cela pourrait être lié à des 
différences chimiques des exopolymères qu’elles produisent et qui sont le lieu de nucléation 
des carbonates (Dupraz et al. 2005; Obst et al. 2009) ou encore des différences métaboliques. 
En effet le mécanisme qui génère l’alcalinité à proximité des cyanobactéries est lié aux 
mécanismes de concentration du carbone (CCM). Ceux-ci comprennent différents 
transporteurs et des enzymes de conversion des formes dissoutes du carbone. Par exemple, 
l’activité de l‟anhydrase carbonique permet d’augmenter la concentration de CO2 dans le 
carboxysome, c’est-à-dire à proximité de la RuBisCO (Ribulose 1,5 biphosphate carboxylase 
oxygenase). En effet, l’anhydrase carbonique convertit les ions HCO3- en CO2 et libère un ion 
OH
- 
; celui-ci est alors exporté et augmente localement le pH à proximité de la cellule 
(Jansson et al. 2010). Or le type d’anhydrase carbonique et son activité dépendent du groupe 
de cyanobactérie (Pronina et al. 2007). De plus certains auteurs proposent que les 
mécanismes de concentration du carbone ont été sélectionnés en réponse à la diminution de la 
pression atmosphérique en CO2 au cours des temps géologiques ; en effet les CCM permettent 
que la RuBisCO effectue sa fonction de carboxylase même si la pression partielle en CO2 à 
l’extérieur ne le permet pas (Altermann 2006; Riding 2006a). 
L’énigme précambrienne n’est pas résolue, des éléments nouveaux relatifs à cette question 
seront présentés dans le chapitre 3 de ce manuscrit. Sa compréhension passera sans doute 
également  par de nouvelles observations des stromatolites fossiles avec des techniques plus 
avancées de caractérisation qui permettent de décrire les objets jusqu’à la nano-échelle mais 
également des observations et des expérimentations sur les analogue modernes. En effet, il 
sera important de mieux caractériser les mécanismes de calcification existant dans la diversité 
du vivant (un exemple de ce type d’étude sera développé dans le chapitre 2). Ceci pourrait 
permettre de définir les éléments biochimiques, minéralogiques et texturaux à aller chercher 
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dans les stromatolites fossiles afin d’authentifier les microfossiles et de leur assigner un 
mécanisme de formation. Ces renseignements sont précieux pour reconstruire les conditions 
du milieu environnant les cellules lors de leur fossilisation. Enfin une meilleure 
compréhension du rôle des cyanobactéries dans la précipitation des carbonates à l’actuel 
pourrait permettre d’estimer leur contribution réelle à l’édification des stromatolites. En effet 
il a été montré dans le lac Walker (Nevada), que la croissance des stromatolites ne dépendait 
pas de l’orientation de ceux-ci vis-à-vis du soleil et donc que le moteur principal de cette 
croissance ne pouvait sans doute pas être lié à l’activité photosynthétique (Petryshyn et al. 
2011). La part relative des processus biotiques et abiotiques dans la précipitation des 
carbonates de calcium/magnésium reste donc à évaluer. Et cela ne pourra sans doute être fait 
que par la mise en œuvre d’expériences de précipitation en conditions semi-contrôlées dans 
des analogues actuels. 
C. Les biosignatures 
Si l’identification directe des microorganismes fossiles reste délicate comme nous venons de 
le voir, elle peut-être couplée à l’analyse de biosignatures, c'est-à-dire de traces (autres que la 
morphologie) de la présence des microorganismes. 
1. L’ADN ancien  
L’ADN sert à caractériser la diversité des microorganismes actuels par le biais de la 
comparaison des séquences nucléotidiques des gènes plus ou moins conservés. De plus, il 
s'agit d'un polymère d'origine biogénique. Ce serait donc a priori une molécule de choix à 
rechercher dans les échantillons anciens pour les comparer aux modernes. Cette approche 
présente cependant deux problèmes majeurs : le premier est la préservation de la molécule 
d‟ADN dans le temps et le second est la forte probabilité de contamination postérieure par 
de l’ADN exogène. Il existe des protocoles très stricts pour s’affranchir du problème des 
contaminations introduites lors de la manipulation par les chercheurs. Ils impliquent 
notamment un réplicat indépendant dans un autre laboratoire pour confirmer que l’ADN 
extrait et séquencé provient bien de l’échantillon. En suivant ce protocole, de l’ADN a été 
obtenu à partir d’échantillons de 1 million d’années, mais pas au delà (Willerslev et al. 2005). 
En effet lors de la lyse cellulaire la molécule d’ADN est en général hydrolysée par les 
nucléases de la cellule. Dans de rares cas (déshydratation précoce ou adsorption sur une 
surface minérale) la molécule d’ADN pourra être préservée, mais elle sera dégradée au cours 
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du temps par des attaques chimiques du même ordre que celles qui ont lieu in vivo (attaque 
hydrolytique, oxydante, rupture de brin…) mais sans réparation possible (Paabo et al. 2004). 
Le temps caractéristique de préservation de l’ADN n’est donc pas compatible avec les 
questions relatives aux stromatolites fossiles qui se comptent en centaines de millions voire en 
milliards d’années. Ce type d’approche a pour l’instant été utilisé avec succès uniquement sur 
des métazoaires, à partir de tissus pluricellulaires et même ainsi la biomasse recueillie est 
souvent faible (Willerslev et al. 2005). Essayer d’extraire de l’ADN ancien sur des organismes 
unicellulaires représente un vrai challenge ; ceci a été tenté sur des microfossiles de 
cyanobactéries (Panieri et al. 2010) dans des formations de gypse de 6 Ma. Les auteurs ont 
réussi à extraire de l’ADN et à obtenir 11 séquences interprétées comme des cyanobactéries 
marines. Cette étude révèle que l’approche ADN ancien peut fournir des résultats dans des 
échantillons relativement jeunes, malgré les difficultés très importantes liées aux problèmes 
de contamination plus tardive. Cependant ce genre de résultat est à considérer avec précaution 
car même si les résultats sont cohérents avec ce que l’on attend, il est impossible de savoir si 
l’ADN ne provenait pas d’une communauté postérieure à la formation de la roche (Gerard et 
al. 2009). Il serait intéressant dans ce cadre de suivre l’évolution de l’ADN lors de la 
fossilisation de cyanobactéries modernes, afin de voir si la molécule peut être préservée et 
dans quelles conditions. 
2. Les lipides (biomarqueur s.s.) 
L’utilisation des lipides comme biomarqueurs vient de l’observation que certains groupes de 
microorganismes actuels produisent certains types de lipides spécifiques. Par exemple les 
stéranes, dérivés des stérols, révèleraient la présence des eucaryotes (Brocks et al. 2003). Le 
principe de cette approche est l’extraction en masse des lipides à partir d’un échantillon de 
roche puis leur caractérisation par chromatographie et spectrométrie de masse (Brocks et al. 
2003). Le premier problème est que l’utilisation de ce type de biomarqueur dans les roches 
anciennes se fonde sur l’hypothèse que les ancêtres des êtres vivants actuels qui vivaient il y a 
des milliards d’années avaient les mêmes spécificités métaboliques qu’actuellement. De plus 
la spécificité que l’on attribue aux marqueurs est limitée par notre niveau de connaissance. 
Par exemple il a été montré que le 2-méthylhopanoïde utilisé pour diagnostiquer la présence 
de cyanobactéries (Summons et al. 1999) était en fait également produit par une 
alphaprotéobactérie (Rashby et al. 2007). De même les stéroïdes ne sont pas produits 
uniquement par les eucaryotes mais aussi par les myxobactéries (appartenant aux delta-
protéobactéries)(Bode et al. 2003) et la détection de stéranes ne peut donc être utilisée comme 
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la signature univoque des eucaryotes. Le second problème de ce type d’analyse est qu’elle 
doit être réalisé sur la matière organique d’origine ; or il peut y avoir diverses sources de 
contaminations, par des microorganismes qui se sont installés postérieurement ou lors de 
l’expérimentation (Gerard et al. 2009). Ce problème a par exemple mené à une mauvaise 
interprétation des lipides retrouvés dans les roches de Pilbara (2,7 Ga). En effet ils suggéraient 
la présence d’eucaryotes il y a 2,7 Ga, soit près d’un milliard d’années avant la date supposée 
de leur apparition (Brocks et al. 1999). Il a été ensuite montré que les lipides détectés 
n’étaient pas indigènes et provenaient vraisemblablement d’une contamination postérieure 
(Rasmussen et al. 2008). Les lipides des stromatolites modernes des Bahamas ont été étudiés, 
mais il s’avère que cette approche ne permet pas d’aboutir à une meilleure résolution dans la 
caractérisation des populations microbiennes par rapport aux techniques classiques d’analyse 
de diversité microbienne par méthode moléculaire ; car il est difficile même sur des exemples 
modernes bien caractérisés par ailleurs (Burns et al. 2004; Allen et al. 2009) d’affilier les 
microorganismes en fonction des lipides qu’ils produisent (Allen et al. 2010). En résumé, pour 
utiliser les lipides comme biomarqueurs, il faut : (i) connaître parfaitement le spectre de 
lipides produit par les organismes actuels (ii) s’affranchir des problèmes de contamination en 
faisant par exemple le même type d’analyses in situ à micro-échelle ce qui n’est pas encore 
possible techniquement. 
3. Les isotopes du carbone 
Il existe deux isotopes stables du carbone, le 
12
C et le 
13
C. Certaines enzymes du métabolisme 
des êtres vivants fractionnent ces deux isotopes c’est-à-dire qu’elles utilisent 
préférentiellement un isotope plutôt que l’autre et que par conséquent le ratio 12C/13C est 
différent dans le substrat et dans le produit de l’enzyme. Par exemple, la RuBisCO, qui est la 
première enzyme du cycle de Calvin, fixe préférentiellement le 
12
C par rapport au 
13
C, car le 
12C plus léger se déplace plus rapidement et rencontre le site actif de l’enzyme avec une plus 
grande probabilité. Ainsi, la photosynthèse va produire une matière organique relativement 
appauvrie en 
13C, soit avec un δ13C inférieur à zéro, autour de -25‰ (Thomazo et al. 2009). 
Le signal isotopique peut donc être un bon traceur de l’origine du carbone, et il a été 
largement utilisé dans les roches anciennes arguant pour une origine biogénique de la matière 
organique observée à partir de 3,5 Ga (Schidlowski 2001; Thomazo et al. 2009). Cependant le 
fractionnement isotopique peut être secondairement effacé par rééquilibrage des isotopes, par 
exemple par diffusion ou lors de la circulation de fluides hydrothermaux (Schidlowski 2001; 
Van Zuilen et al. 2003). De façon intéressante, dans le cas des stromatolites il a été observé à 
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plusieurs reprises une association entre matière organique appauvrie en 
13
C et carbonate 
enrichi en 
13
C, ce qui serait alors un double marqueur de la photosynthèse. En effet si les 
cellules fixent préférentiellement le 
12
C, alors localement la précipitation du carbonate se fera 
dans un environnement enrichi en 
13
C (Andres et al. 2006b; Breitbart et al. 2009; Planavsky 
et al. 2009; Brady et al. 2010). La persistance de ce signal et sa valeur informative restent à 
explorer dans des stromatolites plus anciens. 
4. Les marqueurs minéralogiques 
Les marqueurs minéralogiques sont les minéraux formés ou transformés spécifiquement par le 
vivant. Ce sont a priori de bons marqueurs car ils ont plus de chance d’être préservés que les 
molécules d’origine biologique. Les êtres vivants produisent une très grande diversité de 
minéraux (Hazen et al. 2008). Néanmoins, tous ces minéraux (sauf peut-être la hazenite (Yang 
et al. 2011)) peuvent également se former non-associés au vivant si la chimie du milieu le 
permet. Ce n’est donc en aucun cas la nature du minéral formé qui pourra être utilisée comme 
critère de biogénicité. Les biominéraux formés par les êtres vivants possédant un squelette 
permettent de suivre avec une assez bonne résolution temporelle au Phanérozoïque l’évolution 
des groupes d’eucaryotes qui les produisent (Pomar et al. 2008). Dans le cas des 
stromatolites, les carbonates formés sont d’origine microbienne, et les occurrences de 
« calcimicrobes » sont presque absentes avant 0,6 Ma. Cependant des analyses à micro- ou 
nano-échelle ont mis à jour des éléments minéralogiques intéressants. Par exemple en 2008, 
Lepot et al. (2008) décrit des nano-cristaux d’aragonite (CaCO3) associés à des globules 
organiques dans les stromatolites de Tumbiana (2,7 Ga) (Lepot et al. 2008). Il a été proposé 
que la composition chimique de l’océan à cette époque a pu favoriser la précipitation de 
l’aragonite par rapport à la calcite, en relation avec la concentration élevée de magnésium 
dans le milieu (Hardie 2003), sans avoir besoin d’invoquer un rôle du vivant. La présence 
d’aragonite n’est donc pas un biomarqueur univoque mais un argument supplémentaire en 
faveur de la biogénicité dans ce cas puisqu’on la trouve sous forme de nano-phase associée à 
la matière organique, deux traits que l’on retrouve dans les stromatolites actuels (Benzerara et 
al. 2006). 
Les études à cette échelle (inférieure au micromètre) restent assez rares dans les roches 
anciennes, pourtant ce sont elles qui sont pertinentes puisqu’on regarde des carbonates 
microbiens formés par des organismes dont la taille caractéristique est le micromètre. Ainsi il 
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reste sans doute beaucoup à découvrir dans ce domaine, en regardant la nature et la texture 
des phases minérales à fine échelle. 
L’étude des stromatolites fossiles montre qu’il n’existe pas de critère absolu prouvant la 
biogénicité d’un stromatolite. C’est l’utilisation d’un faisceau concordant d’arguments qui 
permet aux auteurs de pencher en faveur de cette hypothèse plutôt que de celle d’une 
formation abiotique. 
II. Les microbialites actuels 
Comme nous venons de le voir, si les stromatolites ont été très répandus dans les écosystèmes 
précambriens, ils sont désormais rares à la surface de la Terre. Dans cette partie, nous allons 
examiner les microbialites modernes de types carbonatés pouvant constituer a priori de bons 
analogues pour les stromatolites fossiles. On trouve des microbialites modernes aussi bien en 
eau de mer qu’en eau douce, dans des environnements hypersalés et/ou hyperalcalins (Table 
1). 
Les plus célèbres sont les stromatolites marins de Shark Bay en Australie, car ils ont été 
décrits en premier et que c’est grâce à leur description que le lien avec les fossiles a été 
initialement fait (Logan 1961; Reid et al. 2003; Burns et al. 2004). Les microbialites 
modernes sur lesquels on a le plus de données et qui ont été le mieux décrits sont sans 
conteste les stromatolites des Bahamas (Riding et al. 1991; Andres et al. 2006a). Un 
laboratoire temporaire a été installé plusieurs années sur la plage afin de suivre de façon 
quotidienne leur développement (Reid et al. 2000b). Parallèlement les données sur les 
microbialites lacustres sont assez dispersées ; on en a décrit à plusieurs endroits mais souvent 
avec des protocoles et des questions différentes.  
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Localité 
Type de 
structure 
Environnement Minéralogie Références 
Alchichica 
lake 
Mexique microbialite Lac alcalin 
pH 8,9 
Mg/Ca=40 
Hydromagnesite 
Aragonite 
(Kaźmierczak et al. 
2011) 
Clifton lake Australie microbialite Lac côtier salin 
Moins salé 
que l’eau de 
mer 
Aragonite 
 (Moore 1987; Wacey et 
al. 2010)  
Clinton 
Creek, 
Yukon 
Canada microbialite 
Mare, ancienne 
mine d’amiante 
pH 8,4 
Mg/Ca=4 
Aragonite (Power et al. 2011) 
Cuatro 
Ciénegas 
Mexique 
thrombolite/ 
oncolite 
Mare Eau douce pH 7,5 – 8,1 Calcite 
(Garcia-Pichel et al. 
2004; Desnues et al. 
2008; Breitbart et al. 
2009) 
Eleuthera 
Island 
Bahamas 
microbialites 
(mat 
calcifiant) 
Lac hypersalé 70-150 PSU High Mg-calcite 
(Dupraz et al. 2004; 
Baumgartner et al. 
2009a) 
Highborne 
Cay 
Bahamas 
stromatolite/ 
thrombolite 
Marin, peu 
profond 
Eau de mer 
Sédiments marin 
détritique et 
aragonite 
(Visscher et al. 1998; 
Reid et al. 2000b; Decho 
et al. 2005; Andres et al. 
2006a; Baumgartner et 
al. 2009b; Mobberley et 
al. 2011) 
Lagoa 
Vermelha 
Brésil stromatolite Lagon côtier 
Eau saumâtre 
à hypersalé 
High Mg-calcite 
et Ca-dolomite 
(Spadafora et al. 2010) 
Laguna 
Bacalar 
Mexique 
trombolite/ 
oncolite 
Eau douce Mg/Ca=4 Calcite (Gischler et al. 2008) 
Manito Lake Canada microbialite 
Na-SO4 lac 
hypersalé, 
hyperalcalin 
pH 9,9 
Mg/Ca=38 
Dolomite et 
aragonite 
(Last et al. 2010) 
Niuafo„ou 
Island 
caldera 
Tonga stromatolite Lacs alcalins 
pH 8 
Mg/Ca=30 
Aragonite et 
Silice 
(Kazmierczak et al. 
2006) 
Pavilion 
Lake 
Canada stromatolite Lac eau douce pH=8 Calcite (Laval et al. 2000) 
Pyramid 
Lake 
Nevada, 
USA 
microbialite 
Lac alcalin et 
apports 
hydrothermaux 
pH 8-9 
Mg/Ca=12 
Carbonate (Arp et al. 1999b) 
Ruidera Pool Espagne stromatolite Lacs 
pH 7,8 
Mg/Ca=0,5 
Calcite 
(Souza-Egipsy et al. 
2006; Santos et al. 2010) 
Salda Gölü Turquie stromatolite Lac hyperalcalin 
pH>9 
Mg/Ca=60 
Hydromagnesite 
(Braithwaite et al. 1994; 
Braithwaite et al. 1996) 
Satonda Indonésie microbialite Lac alcalin pH 8,6 Aragonite et (Kempe et al. 1990; Arp 
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Lake Mg/Ca=10 couches de Mg-
Si 
et al. 2004) 
Shark Bay Australie stromatolite Lagon, hypersalé 
Hypersalé 
semi-ouvert 
sur l’océan 
Sédiments marin 
détritique et 
aragonite 
(Logan 1961; Papineau 
et al. 2005; Allen et al. 
2009; Goh et al. 2009) 
Lake Van  Turquie microbialite Lac hyperalcalin pH>9,7 
Aragonite et Mg-
calcite 
(Kempe et al. 1991; 
Lopez-Garcia et al. 
2005) 
Walker Lake 
Nevada, 
USA 
stromatolite 
Lake alcalin 
(sodium-
carbonate lake) 
pH 9,4 Ccalcite 
(Osborne et al. 1982; 
Petryshyn et al. 2011) 
Table 1 : Origine géographique, environnement de dépôt et minéralogie des microbialites décrits dans 
la bibliographie. PSU : practical salinity units  
A. Composante microbienne des microbialites 
L’intérêt majeur d’étudier les microbialites modernes est que l’association entre la partie 
minérale et le vivant est factuelle. On peut ainsi décrire les microorganismes, les observer et 
tester leur rôle dans la formation des microbialites.  
1. Présentation de la diversité des microorganismes 
a) Comment accéder à la diversité des bactéries, archées et 
protistes ? 
On sait depuis la fin des années 70 que le vivant est constitué de trois domaines 
d’organismes : les bactéries, les archées et les eucaryotes (Woese et al. 1978; Woese et al. 
1990). Les archées et les bactéries comportent uniquement des phylums d'organismes 
unicellulaires. La plupart des eucaryotes sont également unicellulaires, à l’exception des 
phylums qui comportent aussi des organismes pluricellulaires avec des tissus ou pseudo-tissus 
plus ou moins complexes (Metazoa, Fungi, Phaeophyceae, Viridiplantae et Rhodophyta). Les 
protistes font référence aux eucaryotes unicellulaires au sens large (Adl et al. 2005) (Figure 
3). Malgré leur diversité, tous les êtres vivants possèdent les mêmes bases biochimiques et le 
même code génétique, ce qui permet d'affirmer qu'ils descendent d'un même ancêtre commun 
(LUCA). Ils partagent en particulier le système de support de l’information héréditaire 
(l’ADN) et une partie de la machinerie d’expression de cette information dont le ribosome 
(Bashan et al. 2008). Le ribosome, alliage de protéine et d’ARN, est constitué d’une grande et 
d’une petite sous-unité. C’est dans la petite sous-unité qu’on trouve le SSU rRNA (small 
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subunit ribosomal RNA). Le SSU rDNA est le gène qui code pour le SSU rRNA. Ce gène est 
présent et très conservé chez tous les êtres vivants ; cela en fait un marqueur universel qui 
permet de comparer tous les êtres vivants entre eux (Woese 1987). Chaque position de la 
séquence de ce gène peut être considérée comme un caractère qui peut être comparé à ses 
homologues pour obtenir de l'information évolutive. En comparant les séquences, on peut 
donc savoir quelles sont celles qui se ressemblent le plus (qui partagent le plus de caractères 
identiques) c'est-à-dire qui ont divergé le plus récemment. De proche en proche on place ainsi 
les séquences les unes par rapport aux autres et on reconstruit l‟histoire du gène par 
phylogénie moléculaire. Comme le SSU rDNA est très conservé et a une fonction majeure 
pour la cellule, on utilise l‟histoire de ce gène comme proxy pour l‟histoire des organismes 
entiers et de leurs liens de parenté. 
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Figure 3 : Arbre phylogénétique schématique présentant la diversité des trois domaines du vivant. La 
reconstruction phylogénétique est basée sur différents marqueurs conservés, en particulier le SSU 
rDNA. Les groupes en vert ne comptent que des représentants unicellulaires alors que dans les 
groupes en rouge, on trouve des organismes pluricellulaires avec tissus ou pseudo-tissus ( les 
colonies sont exclues). Figure modifiée d’après (Lopez-Garcia et al. 2008) 
En pratique, ce gène est spécifiquement amplifié par PCR (polymerase chain reaction) 
à partir de l’ADN de toute la communauté microbienne en utilisant des amorces qui ciblent un 
groupe plus ou moins étendu d’organismes. On peut par exemple utiliser des amorces 
dessinées pour amplifier toutes les séquences bactériennes ou uniquement une partie des 
bactéries, comme les cyanobactéries. Ensuite il existe plusieurs  stratégies pour séquencer les 
produits amplifiés par PCR. 
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L’utilisation du SSU rDNA pour décrire et affilier les organismes vivants sans avoir 
besoin de les observer, de les cultiver ou de les isoler a permis de révéler une diversité 
insoupçonnée, en particulier au niveau des organismes unicellulaires (Pace 1997). En effet, on 
estime qu’environ 1% seulement des microorganismes sont cultivables (Rappe et al. 2003). 
L’étape de la culture reste cependant une étape utile pour étudier le métabolisme d’un 
microorganisme et pouvoir tester ses réponses aux changements environnementaux. Sans ces 
points de repères que sont les microorganismes connus, décrits et/ou cultivés, on ne pourrait 
pas faire d’hypothèse quant à l’affiliation et au rôle des organismes identifiés sur base de la 
présence de leur SSU rDNA. La microbiologie classique par observation directe et mise en 
culture et la microbiologie basée sur l’approche moléculaire sont donc complémentaires.  
b) Le cas des microbialites actuels 
La plupart des études de diversité microbienne concernant des microbialites s’est concentrée 
sur les exemples marins (Table 2). Les groupes ciblés par les études sont avant tout les 
procaryotes et en particulier les bactéries, pour lesquelles un effort supplémentaire est en 
général réalisé pour décrire spécifiquement la diversité des cyanobactéries. La diversité des 
eucaryotes n’a finalement été que rarement ciblée et jamais en milieu lacustre (Table 2).  
On peut s’interroger sur le fait que ces études soient comparables, en effet elles mettent en 
œuvre des techniques différentes qui introduisent des biais différents. Cependant on peut faire 
l’hypothèse qu’au premier ordre au moins, toutes les approches ne faisant pas intervenir la 
culture vont permettre de façon qualitative de révéler la présence des groupes majoritaires de 
microorganismes.  
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Spécificité des amorces 
utilisées pour amplifier le 
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Stromatolite Shark 
bay 
x x x 
 
x x 
   
Burns et al. 
2004 
Stromatolite Shark 
bay  
x x 
  
x 
   
Papineau et al. 
2005 
Microbialites Lake 
Van 
x x 
   
x 
   
Lopez-Garcia et 
al. 2005 
Stromatolite 
Bahamas 
(naturel/artificiel) 
 
x 
   
x 
 
x 
 
Havemann et al. 
2008 
Stromatolite Shark 
bay 
x x x 
 
x x 
   
Goh et al. 2008 
Microbialites Cuatro 
Ciénegas 
Métagénomique (pyroséquençage ADN total) 
Breibart et al. 
2009 
Stromatolite 
Bahamas  
x x x 
 
x 
   
Baumgartner et 
al. 2009 
Stromatolite 
Bahamas 
x 
   
x x 
   
Foster et al. 
2009 
Stromatolite Shark 
bay 
x x x x 
 
x 
   
Allen et al. 2009 
Thrombolite 
Bahamas 
x x x x 
 
x 
 
x 
 
Myshrall et al. 
2010 
Stromatolites 
Ruidera Pools 
x x x 
 
x x 
  
x 
Santos et al. 
2010 
Thrombolite 
Bahamas 
x x x 
   
x 
  
Mobberley et al. 
2011 
Table 2 : Présentation des études de diversité microbienne dans des microbialites actuels, des 
groupes taxonomiques étudiés ainsi que des techniques employées. 
(1) Les Bactéries 
Des observations en microscopie optique des biofilms ont été réalisées. Elles mettent 
en évidence que ce sont les cyanobactéries qui dominent les biofilms
1
 en termes de 
biomasse. Par exemple, Schizothrix gebeleinii (Oscillatoriales) est le contributeur majoritaire 
à la biomasse des stromatolites des Bahamas (Stolz et al. 2001 ; Golubic et al. 1996). Si les 
différents ordres de cyanobactéries peuvent être discriminés morphologiquement sur la base 
de leur taille, fluorescence naturelle et diversité de morphologie (Rippka 1988), ce n’est pas le 
                                                 
1
 Biofilm : film physiquement cohérent de microorganismes qui adhèrent à un substrat (cf. Introduction-II-A-2) 
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cas de la plupart des autres groupes de bactéries. En effet la taille caractéristique des autres 
bactéries est le micromètre. De plus il existe peu de critères opérationnels permettant de 
distinguer les bactéries visuellement mis à part leur forme générale (coque ronde ou bacille 
allongé), leur type de paroi après coloration de Gram, ou la présence de pigments (Madigan et 
al. 2009). Dans tous les cas, ces critères sont très loins d’être suffisant pour discriminer la très 
grande diversité des phylums bactériens (Figure 3). Il est donc nécessaire d’employer des 
méthodes moléculaires pour la caractériser. 
 
 
Figure 4 : Comparaison de la diversité des bactéries dans différents stromatolites à l’échelle des phyla : (b) 
(Lopez-Garcia et al. 2005), (c) (Breitbart et al. 2009), (d) (Allen et al. 2009), (e) (Goh et al. 2009), (f) (Papineau 
et al. 2005), (g) (Baumgartner et al. 2009b), (h) (Mobberley et al. 2011). Le tapis microbien de lagune hypersalé 
de Guerrero Negro (a) (Ley et al. 2006) est considéré comme un groupe externe.  
Il est assez étonnant de remarquer qu’au premier ordre, toutes les communautés 
analysées (Figure 4 et Table 2) ont une structure globale relativement similaire quelque soit le 
milieu (marin ou lacustre) et la technique expérimentale utilisée (clonage ou séquençage 
massif des SSU rDNA amplifiés à partir de l'ADN de la communauté). Les tapis microbiens 
de Guerrero Negro (Ley et al. 2006), qui se trouvent en milieu hypersalé mais ne sont pas 
calcifiants servent de groupe extérieur dans la comparaison. Le lac Van (Turquie) fait 
exception ; les populations étant marquées par la domination des firmicutes qui ne 
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représentent que de 0% à 7% dans les autres microbialites. Ce point est sans doute à mettre en 
relation avec le fait que dans ce cas, la diversité microbienne a été évaluée à partir d’un 
échantillon stocké sec pendant 15 ans ce qui a certainement entraîné des changements dans la 
composition de la communauté à cause des différences de préservation entre organismes 
(Lopez-Garcia et al. 2005). Les autres communautés des microbialites sont dominées par les 
protéobactéries, en particulier les alphaprotéobactéries qui représentent entre 13% et 49% 
des séquences en fonction des échantillons. Viennent ensuite les gammaprotéobactéries 
(2%-29%), les cyanobactéries (2%-22%) et les planctomycétales (0%-22%) en proportions 
variables selon les échantillons (Figure 4). On note également que les échantillons des 
Bahamas se ressemblent beaucoup à l’échelle de la distribution des phyla bactériens. Ceci 
suggère que le type de macro-fabrique du microbialite (laminé dans le cas des stromatolites et 
grumeleux dans les cas des thrombolites) n’est pas un élément important du contrôle de la 
diversité microbienne. Donc soit des communautés semblables peuvent contribuer à former 
des morphologies variables de microbialites, soit la macro-fabrique est indépendante de 
l’activité de la communauté, soit la résolution phylogénétique présentée ici n’est pas 
suffisante pour pouvoir réellement comparer l’activité des communautés microbiennes. Ceci 
reste reste du domaine de la spéculation et est également à nuancer par le fait que dans l’étude 
de Mobberley et al.( 2011), le séquençage massif a produit des séquences de 16S rDNA 
courtes (<400bp), ce qui a empêché l’affiliation de 20% à 30% des séquences bactériennes.  
La construction de phylogénies avec les séquences de SSU rDNA permet de visualiser 
les liens de parenté entre les séquences, que l’on utilise comme proxy du lien de parenté entre 
les individus. Elle permet donc d’affilier les séquences à des taxons et en faisant l’hypothèse 
que plus les individus sont apparentés et plus ils se ressemblent du point de vue organisation 
et métabolisme, d’en déduire quels sont les métabolismes bactériens présents dans la 
communauté étudiée. En effet une séquence de SSU rDNA de la communauté se trouvant 
proche d’une séquence de SSU rDNA d’une souche cultivée et caractérisée, appartient 
certainement à un individu qui présente une organisation et un type métabolique similaires à 
ceux de la souche cultivée. Pour faire ce genre d’étude, il est donc nécessaire de posséder des 
séquences de souches de référence et également de pouvoir résoudre les relations 
phylogénétiques entre les séquences jusqu’à une échelle taxonomique très fine, ce qui 
implique de travailler avec des séquences de grande taille (possédant plus de caractères 
informatifs). Le principe qui consiste à construire la phylogénie du SSU rDNA pour y 
identifier des groupes fonctionnels sur la base de la comparaison entre les séquences de la 
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communauté étudiée et des séquences déjà caractérisées est généralisable à tous les domaines 
du vivant. Cependant il faut se placer à un niveau phylogénétique pertinent pour utiliser ce 
principe. Par exemple l’affiliation d’une séquence au phylum des cyanobactéries est suffisante 
pour en déduire que l’individu dont elle provient réalise la photosynthèse oxygénique alors 
que dans d’autres phylums il faudra aller jusqu’à l’échelle taxonomique du genre voire de 
l’espèce pour faire le même genre d’hypothèse. 
La construction de phylogénies a été faite dans toutes les études de diversité 
microbienne associée aux microbialites (Table 2), cependant la diversité des bactéries étant 
élevée il est presque impossible de s’intéresser à chaque phylotype individuellement et les 
résultats présentés se placent en général à un rang taxonomique supérieur.  
Un effort particulier a été fait pour décrire la diversité des cyanobactéries par détection 
du SSU rDNA avec des amorces spécifiques mais également par des expériences de mise en 
culture. Ainsi, l’étude de Foster et al. (2009) sur les cyanobactéries associées aux 
stromatolites des Bahamas a mis en évidence 33 phylotypes de cyanobactéries. Cette étude a 
confirmé la prédominance de cyanobactéries filamenteuses sans hétérocystes mais a 
également mis en évidence l’importance des cyanobactéries de type coccoïde dans la 
structuration du biofilm, ainsi que l’abondance des cyanobactéries endolithiques. (Mobberley 
et al. 2011) ont montré que la composition en cyanobactéries (majoritairement des 
Pleurocapsales vers le littoral remplacées par des Chroococcales vers le large) était un 
élément majeur qui expliquait la structuration des communautés microbiennes des 
thrombolites de la zone intertidale aux Bahamas. 
(2) Les archées 
Les séquences d’archées représentent 7% des séquences analysées de l’étude exhaustive 
de Papineau et al. (2005) des stromatolites de Shark Bay. On trouve essentiellement des 
Euryarchaeota de la classe des Halobacteria dont la plupart sont connues pour vivre en milieu 
hypersalé. Ceci est cohérent avec l’environnement du lagon de Shark Bay. Les archées ont 
aussi été détectées dans les stromatolites et thrombolites des Bahamas (Baumgartner et al. 
2009b; Mobberley et al. 2011) et dans les microbialites de Cuatro Ciénegas (Breitbart et al. 
2009) en faible proportion (1-2% du total des séquences). Il s’agissait d’Euryarchaeota et de 
Crenarchaeota. Le rôle et l’importance écologique des archées dans ces systèmes demeurent 
inconnus. 
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(3) Les protistes  
La diversité des protistes associée aux microbialites a tout d’abord été étudiée par 
observation au microscope optique. Des diatomées (Winsborough et al. 1987), des algues 
vertes unicellulaires (Freytet et al. 1998) mais également des champignons filamenteux 
endolithiques (Arp et al. 2003) ont été observés dans les tapis microbiens. Ces organismes 
pourraient contribuer à la formation des microbialites ou au contraire à leur déstabilisation. En 
effet, il a été proposé que les diatomées et les algues vertes qui font la photosynthèse 
pourraient induire une augmentation locale du pH contribuant à faire précipiter les carbonate 
de calcium/magnésium (Winsborough et al. 1987; Freytet et al. 1998). De plus les diatomées 
produisent une grande quantité d’EPS qui peuvent piéger les particules en suspension et 
contribuer ainsi à l’accrétion du microbialite (Winsborough et al. 1987). Enfin les 
champignons sont hétérotrophes ; ils contribuent donc à la minéralisation des nutriments. De 
plus les champignons endolithiques sont capables de dissoudre le substrat et peuvent ainsi 
contribuer à déstabiliser la structure sédimentaire en la rendant poreuse mais ils peuvent 
également contribuer à la renforcer dans les cas où leur activité induit la néoformation de 
minéraux carbonatés (Hoppert et al. 2004; Golubic et al. 2005; Kolo et al. 2007).  
La détection des protistes par biologie moléculaire dans les tapis microbiens associés 
aux microbialites n’a été tentée que très récemment. Cela a été fait par clonage en utilisant des 
amorces d’amplification qui ciblaient tous les eucaryotes dans les stromatolites de Shark Bay 
(Allen et al. 2009) et des Bahamas (Myshrall et al. 2010). Cependant dans ces deux cas, les 
analyses ont révélé essentiellement la présence de nématodes (métazoaire). Ce résultat est 
sans doute biaisé par le fait que chaque nématode individuellement est composé d’un très 
grand nombre de cellules possédant toutes le même SSU rDNA. Au moment de 
l’amplification puis du clonage du SSU rDNA il est donc très probable d’échantillonner de 
nombreuse fois un même individu nématode qui aura contribué par de nombreuses cellules 
alors qu’un individu protiste ne contribue que par une seule cellule. Ainsi la diversité des 
protistes dans les microbialites n’est pas bien connue et a sans doute été sous-estimée. Par 
exemple, (Mobberley et al. 2011) ont renoncé à s’intéresser aux eucaryotes dans leur étude 
par ailleurs plutôt exhaustive par pyroséquençage des amplicons de SSU rDNA des 
communautés microbiennes des thrombolites des Bahamas. Les approches moléculaires n’ont 
donc pour l’instant pas vraiment apporté d’informations supplémentaires quant au rôle et à la 
diversité des protistes dans ces systèmes alors que l’on sait que ce sont des organismes 
importants dans le fonctionnement des communautés microbiennes. En effet, on trouve au 
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sein des protistes aussi bien des autotrophes que des hétérotrophes impliqués dans différentes 
relations interspécifiques, allant de la prédation, à la symbiose ou au parasitisme. (Madigan et 
al. 2009; Walker et al. 2011)  
2. Organisation des microorganismes en biofilms  
Comme nous venons de le voir, les communautés microbiennes associées aux 
microbialites sont très diverses. Elles sont structurées en biofilm, c’est-à-dire en films 
physiquement cohérents de microorganismes qui adhèrent au substrat minéral. La cohésion de 
la communauté est en partie la conséquence de la production, par certaines bactéries et 
diatomées, d’exopolymères (EPS) qui forment un gel continu entre les individus. Ce gel 
permet les interactions directes et à distance par signalement chimique. Dans une telle 
communauté, des liens écologiques se mettent en place entre les microorganismes, conférant à 
l’ensemble des propriétés émergentes telles qu’une meilleure tolérance à certains stress 
environnementaux (Moons et al. 2009).  
Il existe une relation réciproque entre la stratification du biofilm et les 
microorganismes qui occupent ces strates : (i) les gradients physico-chimiques qui 
s’établissent dans le biofilm influencent la distribution des microorganismes en fonction de 
leurs préférences d’habitat et (ii) les microorganismes modifient les paramètres chimiques du 
biofilm par le biais de leur productions métaboliques. Il s’établit une stratification des 
microorganismes en regard du gradient rédox dans le biofilm (Canfield et al. 2009). 
Les biofilms associés aux stromatolites des Bahamas ont été très bien caractérisés par 
le suivi in situ des paramètres physico-chimiques grâce à l’emploi de microélectrodes 
(Visscher et al. 1998). Ces auteurs ont mis en évidence que le biofilm est stratifié : les 
premiers millimètres sont oxygénés tandis que plus en profondeur il est anoxique et est 
dominé par la présence d’ions sulfures. Cette limite fluctue de façon journalière ; l’oxygène 
fait un pic au plus fort du jour associé à un pic de pH qui peut localement atteindre des valeurs 
de 10-11. Les ions sulfures sont eux présents en plus grande quantité la nuit et diffusent plus 
haut presque jusqu’au sommet du biofilm. A ce moment là, le pH du biofilm est homogène 
autour de la neutralité (Visscher et al. 1998; Dupraz et al. 2009). Si ce genre de mesures in 
situ apporte des informations essentielles, elles restent rares. Ceci est sans doute lié au fait que 
l’usage des microélectrodes est impossible dans les cas de biofilms fins et fortement 
minéralisés (Myshrall et al. 2010), en effet les microélectrodes sont très fragiles et ne peuvent 
être insérées dans un milieu induré.  
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Ces mesures couplées à des observations directes (par exemple la présence de 
différents types de pigments) mettent en évidence la stratification des microorganismes en 
fonction de leur métabolisme. Ainsi la production d’oxygène en surface est à mettre en 
relation avec la présence à ce niveau d’une couche de cyanobactéries et signe la 
photosynthèse oxygénique (Myshrall et al. 2010). La sulfato-réduction a été mise en 
évidence expérimentalement dans une couche inférieure et correspond à la zone de production 
des ions sulfures (Visscher et al. 1998; Visscher et al. 2000).  
Ces données mettent en évidence que les processus qui nous intéressent, c’est-à-dire 
les rôles des microorganismes dans la formation des microbialites, ont lieu à une échelle très 
locale. En effet les communautés microbiennes qui comptent des centaines d’espèces aux 
potentialités métaboliques diverses sont structurées spécialement sur quelques millimètres. 
L’échelle pertinente pour la description des relations entre les microorganismes ainsi que des 
relations entre microorganismes et minéraux est donc l’échelle de l’individu c’est-à-dire ici le 
micromètre voire même une échelle inférieure si on s’intéresse aux interfaces  entre les 
différentes entités.  
B. Modèle de précipitation des carbonates 
On ne s’intéresse ici qu’aux microbialites de type carbonaté ; la composante minérale 
est donc un carbonate de calcium ou de magnésium. Afin de comprendre comment se forment 
les microbialites, il faut s’intéresser aux facteurs qui contrôlent la précipitation des 
carbonates. Il en existe deux types : les facteurs biotiques et les facteurs abiotiques. 
1. Deux éléments requis : sursaturation et point de nucléation 
Pour qu’une phase minérale précipite, il faut que la solution soit sursaturée par rapport à cette 
phase. De plus, il est généralement admis que plus la sursaturation est grande, plus la 
probabilité que la précipitation intervienne effectivement est élevée (on peut alors franchir les 
éventuelles barrières cinétiques). Pour une solution donnée, on peut calculer un indice de 
saturation (SI) vis-à-vis de chaque phase minérale qui dépend de l’activité des espèces 
dissoutes en solution. Par exemple, pour de la calcite (CaCO3) : 
  log
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Où Ks est la constante de solubilité de valeur 10
−6.37 
à 25°C et à la pression atmosphérique 
(Dupraz et al. 2009). Ainsi si la concentration en ions (cations divalents ou carbonates) 
disponibles augmente, SI augmente également. Il a été montré empiriquement qu’il fallait que 
l’indice de saturation SI soit supérieur à 1 pour que la précipitation de calcite ait lieu de 
façon spontanée dans la plupart des milieux (Arp et al. 2001). 
 Le second pré-requis pour que la précipitation ait lieu est que la nucléation se fasse 
c'est-à-dire, que le processus de précipitation s’amorce par la formation de nano-clusters 
amorphes qui sont les germes de la croissance cristalline (Pouget et al. 2009). Cette étape peut 
être favorisée par la présence de points de nucléation dans le milieu comme par exemple les 
molécules organiques exposées dans le milieu que sont les EPS (exo-polymeric substances). 
2. Le rôle des EPS (exo-polymeric substances) 
Les EPS forment une matrice autour des microorganismes qui composent le biofilm. 
Les EPS sont produits en grande quantité par les cyanobactéries (Decho et al. 2005) et les 
bactéries sulfato-réductrices (Braissant et al. 2007) mais également par les diatomées 
(Wolfstein et al. 2002). Parmi les polymères qui les constituent, on trouve des polysaccharides 
et des peptides présentant des fonctions chimiques de type acide carboxylique, amine, ou 
encore sulfurées qui ont un pouvoir tampon (Braissant et al. 2007). Or, les groupes 
carboxyliques chélatent les cations divalents (en particulier Ca
2+
 et Mg
2+
), les rendant 
indisponibles pour la précipitation (SI diminuant) (Dupraz et al. 2005). Ainsi dans un premier 
temps, les EPS inhibent la précipitation des carbonates. Si la concentration des cations 
divalents excède largement le pouvoir de saturation du réseau d‟EPS ou si celui-ci est 
dégradé par des bactéries hétérotrophes, notamment les bactéries sulfato-réductrices (Decho 
et al. 2005; Dupraz et al. 2005), alors des cations divalents libres seront disponibles de 
nouveau et la précipitation pourra alors avoir lieu. 
Par ailleurs, les EPS fournissent des points de nucléation pour la précipitation et donc 
peuvent favoriser la nucléation (Braissant et al. 2003). En effet il a été proposé que la 
réorganisation des sites chélateurs de cations après l’altération des EPS pourrait former un 
patron régulier favorisant la nucléation minérale (Dupraz et al. 2005). 
 Les EPS ont donc un rôle majeur et ambivalent dans le processus de précipitation 
des carbonates dans le biofilm. C’est à l’échelle locale que s’enclenche la biominéralisation, 
en relation avec la diversité des fonctions chimiques portées par les EPS et avec les conditions 
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environnementales, elles-mêmes en partie contraintes par l’activité des microorganismes 
adjacents. Le nombre d’éléments biotiques et abiotiques, ainsi que l’échelle spatiale et 
temporelle des premiers stades de la biominéralisation constituent une barrière qui pour 
l’instant limite notre compréhension de ces phénomènes. 
3. La biominéralisation : résultat net des interactions entre 
groupes fonctionnels de microorganismes 
Lorsqu’on s’intéresse à la formation des biominéraux, on oppose classiquement la 
biominéralisation contrôlée (Bazylinski et al. 2003) et la biominéralisation induite 
(Lowenstam 1981; Frankel et al. 2003). La biominéralisation induite intervient comme une 
conséquence indirecte des processus métaboliques du vivant qui modifient leur 
environnement (pH, CO2, concentration en ions). La conséquence est l’hétérogénéité des 
minéraux formés dont la composition varie avec celle de l’environnement extérieur. Dans le 
cas de la biominéralisation contrôlée, la nucléation, la croissance, la morphologie et la 
localisation du minéral sont contrôlés par la cellule. C’est dans ce cas l’activité cellulaire elle-
même qui contrôle « activement » la précipitation (Weiner et al. 2003). Certains auteurs ont 
également proposé de distinguer la biominéralisation influencée, dans laquelle la 
biominéralisation est un phénomène d’origine abiotique (par évaporation et augmentation de 
l’activité des espèces dissoutes) mais facilitée par la présence d’une matrice organique comme 
point de nucléation. Enfin il a été proposé de regrouper la biominéralisation influencée et 
induite sous le terme d’organominéralisation car il est très difficile de les distinguer dans la 
pratique (Dupraz et al. 2009). 
Ces définitions s’avèrent n’être pas opérationnelles pour plusieurs raisons. La première est 
que les phénomènes recouverts par ces différents termes diffèrent selon les auteurs (Dupraz et 
al. 2009). Ensuite on ne connaît en général pas assez bien les mécanismes de la 
biominéralisation qui a lieu pour pouvoir la ranger dans une catégorie. Enfin d’après les 
exemples connus, le niveau de contrôle de la biominéralisation par le vivant ne semble pas 
pouvoir être discrétisé(Benzerara et al. 2009). Comme toutes les taxonomies, celle de la 
formation des biominéraux est arbitraire, de plus elle n’est pas nécessaire pour décrire et 
aborder les mécanismes de la formation des biominéraux c’est pourquoi ces termes ne seront 
pas employés dans la suite de ce manuscrit. 
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a) Métabolismes favorisant la précipitation des carbonates 
(1) Photosynthèse oxygénique 
La photosynthèse oxygénique est réalisée par les cyanobactéries et par les chloroplastes. 
C’est un métabolisme autotrophe dont la source d’énergie est l’énergie lumineuse du soleil 
reçue par les pigments photosynthétiques et la source d’électrons est l’eau. C’est le 
métabolisme essentiel de la production primaire dans les biofilms associés aux 
microbialites modernes. L’équation-bilan de la photosynthèse, couplée à celle de la 
précipitation de carbonates de calcium peut s’écrire comme ceci (Visscher et al. 1998) : 
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Il a été mesuré une augmentation du pH à proximité des cyanobactéries liée à leur activité 
photosynthétique (Visscher et al. 1998; Myshrall et al. 2010). Cet excès d’alcalinité est lié à 
la fixation de dioxyde de carbone par la photosynthèse qui favorise la production d’ions 
carbonates. Les ions carbonates forment avec le calcium, de la calcite ou de l’aragonite 
(Dupraz et al. 2009). 
Un modèle a été proposé pour expliquer la mécanique de cette augmentation d’alcalinité dans 
le cas des cyanobactéries (Riding 2006a; Jansson et al. 2010). En effet la fixation du CO2 fait 
intervenir l’anhydrase carbonique qui convertit les ions HCO3- en CO2 au niveau du 
carboxysome produisant un ion OH-. Cet ion est exporté et est à l’origine de l’augmentation 
de pH mesurée à l’extérieur de la cellule. Celle-ci induit la conversion des ions HCO3- en ions 
CO32- qui forment selon les cations disponibles en solution des carbonates de Ca et/ou de Mg 
(Figure 5). Ce mécanisme est proposé comme étant à la base de la précipitation de 
carbonates dans les gaines cyanobactériennes et expliquerait donc leur préservation sous 
forme de « calcimicrobes » (Planavsky et al. 2009; Jansson et al. 2010). 
La photosynthèse oxygénique contribue de façon majeure à la précipitation des carbonates de 
calcium/magnésium et à l’édification des microbialites. Pour certains auteurs, c’est le seul 
mécanisme capable d’induire la précipitation des carbonates de manière significative (Aloisi 
2008) ; pour d’autres, ce n’est qu’un mécanisme parmi d’autres contribuant assez peu à la 
croissance nette de la partie minérale (Baumgartner et al. 2006). En effet, la photosynthèse 
n’est active que le jour et son effet est annulé la nuit par la respiration, donc le bilan net de 
précipitation devrait être quasi-nul (Visscher et al. 1998).  
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(2) Photosynthèse anoxygénique 
La photosynthèse anoxygénique est également un métabolisme autotrophe ; la source 
d’énergie est la lumière reçue par les pigments de type bactériochlorophylle et la source 
d’électrons est en général le H2S (cela peut-être également le H2 et le Fe2+)(Madigan et al. 
2009). La photosynthèse anoxygénique est réalisée par une certaine diversité de taxons 
bactériens : certaines alpha et gammaprotéobactéries ainsi que une partie des Chloroflexi et 
des Chlorobi (Sievert et al. 2007). De plus, des gènes des photosystèmes sont aussi présents 
chez quelques représentants d'autres phylums qui peuvent ainsi tirer une partie de leur énergie 
de la lumière mais qui ne sont pas capables de faire la photosynthèse, s'agissant donc des 
photohétérotrophes. C'est les cas des héliobactéries (Gram positives) (Sievert et al. 2007) 
(Madigan et al. 2009) et vraisemblablement d'une acidobactérie (Chroracidobacterium) 
(Bryant et al. 2007). L’équation-bilan de cette réaction peut s’écrire comme ceci : 
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De même que pour la photosynthèse oxygénique, la fixation de CO2 entraîne le déplacement 
de l’équilibre des carbonates vers la production d’ions carbonate et favorise la précipitation 
des carbonates de calcium/magnésium. Si la photosynthèse anoxygénique est le mode de 
production primaire dans certains tapis microbiens de milieux hypersalés (Ley et al. 2006) par 
exemple, elle contribue sans doute peu à la production primaire au niveau des microbialites 
actuels. Cependant, il a été montré expérimentalement qu’elle pouvait réellement induire la 
précipitation de carbonates de calcium/magnésium (Bosak et al. 2007). Les mécanismes et 
l’importance de ce métabolisme dans la communauté microbienne des microbialites restent à 
déterminer. 
(3) Sulfato-réduction 
La sulfato-réduction est un métabolisme qui couple l’oxydation de la matière organique 
(parfois du H2) à la réduction des sulfates (Madigan et al. 2009). Ce métabolisme est réalisé 
par quelques archées et par des bactéries, en particulier la plupart des deltaprotéobactéries, 
quelques Firmicutes et quelques Nitrospirae (Muyzer et al. 2008). La réaction-bilan de la 
sulfato-réduction hétérotrophe peut s’écrire comme ceci : 
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La sulfato-réduction a été proposée un peu avant les années 2000 comme étant un 
contributeur majeur à la formation des microbialites (Visscher et al. 1998). En effet, la 
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production de HS- a été observée et la sulfato-réduction a été mise en évidence 
expérimentalement (Visscher et al. 2000). Ce mécanisme agit doublement en faveur de la 
précipitation des carbonates de calcium/magnésium, d’une part directement par la production 
d’alcalinité et d’autre part indirectement car il contribue à la dégradation de la matière 
organique des EPS et ainsi libère les cations divalents (Decho et al. 2005; Baumgartner et al. 
2006). 
b) Métabolismes favorisant la dissolution des carbonates 
(1) Respiration aérobie et fermentation 
La respiration et la fermentation sont les métabolismes qui oxydent la matière organique. 
Dans le cas de la respiration aérobie, ceci est couplé à la réduction l’oxygène (ou d’autres 
composés oxydés tels que Fe3+, NO3-, ou le CO2 par exemple dans le cas d’autres types de 
respirations)(Madigan et al. 2009). Les équations-bilan de ces réactions peuvent s’écrire 
ainsi : 
Respiration aérobie 
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Fermentation alcoolique 
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Ces réactions acidifient le milieu par la production de CO2 et ont donc tendance à dissoudre 
les carbonates. Ces métabolismes ont lieu jour et nuit mais leur activité est en particulier 
détectable la nuit quand la photosynthèse n’a plus lieu (Dupraz et al. 2005)  
(2) Sulfoxidation (aérobie) 
La sulfoxidation est un métabolisme qui oxyde les HS- en S0 et/ou SO42-. C’est un type de 
respiration où le substrat est HS-. Ce métabolisme est présent chez certaines protéobactéries et 
Aquificales (Sievert et al. 2007). La réaction bilan de cette réaction peut s’écrire ainsi : 
'# ( 2!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Comme dans le cas précédent, ce métabolisme favorise la dissolution des carbonates. 
Néanmoins son influence dans les microbialites reste à évaluer. 
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Ce panorama met en évidence que des microorganismes appartenant à des groupes 
taxonomiques similaires ou différents peuvent réaliser le même métabolisme. Il est donc 
important de bien caractériser la diversité phylogénétique des microorganismes associés 
aux microbialites et d’estimer leur niveau d’activité afin de comprendre si le bilan net à 
l‟échelle de la communauté ira dans le sens de la précipitation ou au contraire de la 
dissolution des carbonates de calcium/magnésium. 
 
c) Vers un modèle intégratif  
 
Figure 5 : Fluctuations verticales journalières des gradients géochimiques dans un tapis microbien et 
réactions métabolico-géochimiques contribuant à la précipitation ou dissolution des carbonates dans 
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le système. (A) Variations de O2, HS
-
 et du pH dans un tapis microbien durant une journée de 24h. 
Les panneaux I et II sont des instantanés du panneau central à  respectivement 14h et 03h. (B) Six 
groupes métaboliques majeurs de microorganismes contribuant à la précipitation/dissolution des 
carbonates. Les équations sont des combinaisons des équations métaboliques et géochimiques. La 
précipitation nette dépend de la balance entre les activités métaboliques ainsi que de la répartition 
dans le temps et dans l'espace des différents groupes fonctionnels de microorganismes. Figure 
extraite de Dupraz et al. Earth-Science Reviews 96 (2009) 141–162 
En se basant sur les observations directes des biofilms et sur les prédictions de la contribution 
des différents métabolismes à la précipitation/dissolution des carbonates Dupraz et al. (2005) 
puis (Dupraz et al. 2009) ont proposé un modèle qui intègre les différents métabolismes et 
explique la stratification des microorganismes dans le biofilm (Figure 5). La précipitation des 
carbonates aurait donc lieu pendant la journée essentiellement grâce à la photosynthèse et 
pendant la nuit via la sulfatoréduction. Ce modèle a été établi grâce aux nombreuses études 
des stromatolites marins des Bahamas ; à l’inverse les connaissances sur les systèmes 
lacustres restent dispersées. Les stromatolites marins se forment essentiellement par accrétion 
de particules sédimentaires (Reid et al. 2000b). Les microbialites lacustres formés eux par 
précipitation in-situ (eg. Kempe et al. 1991; Braithwaite et al. 1994) constituent donc un 
système différent également important à étudier dans le cadre de l’analogie avec les 
stromatolites fossiles. De plus l’importance relative de la photosynthèse et de la 
sulfatoréduction reste une question discutée.  
La question du mécanisme de la précipitation des carbonates dans les microbialites n‟est 
pas résolue. C‟est en fait un processus complexe qui naît d‟une balance fine entre 
paramètres abiotiques et biotiques.  
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Objectifs & Plan de ma thèse 
L’objectif central de ce travail est de contribuer à augmenter notre niveau de 
connaissance/compréhension de la formation des microbialites modernes, en particulier du 
rôle et du devenir des microorganismes dans ces systèmes afin de mieux contraindre 
l’interprétation du registre fossile des stromatolites. 
Pour cela j’ai travaillé sur le système modèle des microbialites actuels du lac d‟Alchichica 
au Mexique. 
Une première étape nécessaire pour la compréhension d’un système complexe, est la 
description de celui-ci. C’est pourquoi dans un premier temps je me suis attachée à répondre à 
la question : quelles sont les phases minérales et les microorganismes présents dans les 
microbialites d’Alchichica ? Cette étude fait l’objet de la première partie de cette thèse.  
La première partie permet de circonscrire les potentialités métaboliques des communautés 
présentes et chimiques des phases minérales associées. Ces informations cruciales ont ensuite 
été complétées par l’observation et la description des relations qui existent entre les minéraux 
et les microorganismes. 
La seconde partie aborde ainsi les questions suivantes : Quel est le rôle des microorganismes 
dans la précipitation des minéraux ? Et quel est le devenir de la matière organique lors de la 
précipitation minérale ? Y a-t-il formation de microfossiles ? Pour apporter des éléments de 
réponse à ces questions je me suis concentrée plus particulièrement sur les relations qui 
existent entre un ordre de cyanobactéries, les Pleurocapsales et la précipitation d’aragonite 
(carbonate de calcium). Cette partie présente l’étude d’un cas de biominéralisation 
extracellulaire potentiellement induite par l’activité des cyanobactéries ainsi que le devenir de 
la matière organique au cours du processus de fossilisation de celles-ci. 
Enfin, dans une troisième partie, consacrée à la biominéralisation intracellulaire j’aborderai 
les questions suivantes : Quel est le mécanisme de la biominéralisation intracellulaire ? 
Quelle est la nature des minéraux formés intracellulairement ? Quels taxons sont capables de 
réaliser ce type de biominéralisation et dans quelles conditions ? Quelle est l’évolution du 
patron de biominéralisation au sein du phylum des cyanobactéries ? La biominéralisation 
intracellulaire n’était pas connue jusqu’ici chez les cyanobactéries. Je présenterai dans cette 
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section des données descriptives concernant deux souches de cyanobactéries capables de 
réaliser la biominéralisation intracellulaire ainsi que les implications de cette découverte. 
  
39
 40
MATÉRIEL&MÉTHODES 
Matériel et méthodes 
I. Présentation du système d’étude : le lac d’Alchichica 
 
Figure 6 : Photo du lac alcalin d’Alchichica (Mexique). (A) Vue panoramique du lac (photo Anabel 
Lopez-Archilla, ligne d’horizon au sud), (B) Microbialites sub-fossiles qui forment une ceinture à la 
périphérie du lac (C) fragment de microbialite vivant prélevé à 5m de profondeur 
A. Paramètres physico-chimiques du lac d’Alchichica 
Les échantillons de microbialites étudiés dans cette thèse ont été prélevés lors d’une 
campagne de terrain en juin 2007 dans le lac d'Alchichica au Mexique. Le lac d’Alchichica 
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est un lac de cratère de région tropicale. Il se situe à moyenne altitude (2340 m) et a une 
profondeur de 63 m au maximum (Armienta et al. 2008). Il est monomictique, c’est-à-dire que 
les eaux du lac ne se mélangent qu’une fois par an, en l’occurence de janvier à avril. Le reste 
de l’année, elles sont stratifiées, c’est-à-dire que la colonne d’eau est oxygénée en haut et qu’à 
partir d’une profondeur de 40 m environ elle devient anoxique (Alcocer et al. 2001; Macek et 
al. 2008).   
La chimie du lac a été caractérisée au moment du prélèvement des échantillons étudiés 
dans ce travail (Kaźmierczak et al. 2011). Le lac est hyperalcalin avec un pH de 8,9. Les eaux 
du lac sont caractérisées par un rapport Mg/Ca=50 et une forte alcalinité (30,9 meq.l
-1
). Les 
eaux sont sursaturées vis-à-vis de différents carbonates : l’aragonite (SI 0,9), la calcite (SI 
1,05), la dolomite (SI 3,9), l’hydromagnesite, (SI 0,68), la magnésite (SI 2,28) et la huntite (SI 
5,2). La pression partielle en CO2 a été calculée à 1265 ppmv, c’est-à-dire qu’il y a 
quantitativement plus de production de CO2 que de fixation de carbone à l’échelle du lac. 
(Kaźmierczak et al. 2011).  
Le lac d’Alchichica est également caractérisé par la présence de nombreux microbialites. 
Certains sub-fossiles ont émergé récemment à cause de la descente du niveau phréatique et 
forment une couronne de microbialites autour du lac (Figure 6). D’autres sont actuellement en 
formation dans le lac jusqu’à une profondeur d’au moins 14 m.  
B. Les échantillons et les cultures 
a) Les échantillons du lac et des aquariums 
Le lac a été échantillonné de la surface jusqu’à 14 m de profondeur en juin 2007, les 
échantillons sont des fragments de microbialites. Une partie des échantillons a été fixée à 
l’éthanol juste après prélèvement afin de fixer les communautés microbiennes au temps t du 
prélèvement ; une autre partie a été séchée et conservée au sec. Enfin six échantillons ont été 
transportés « vivants » dans des boites hermétiques avec de l’eau du lac et ont été mis en 
culture au laboratoire d’Orsay (ESE) dans des aquariums. La table 3 résume l’origine des 
différents échantillons et les analyses dont ils ont fait l’objet. 
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AL10 0 N 19°24.468; W 97° 24.417 Sec 
  
x x 
AL13 0,1 N 19° 25.160; W 97° 23.901 Sec 
  
x 
 
AL29 0,08 N 19º 24.715; W 97º 23.681 Fixé dans l'éthanol 
 
x 
  
AL30 
0,5 
idem Vivant> culture Aquarium 1 
AL31 idem Fixé dans l'éthanol x x 
  
AL26 
0,8 
idem Vivant> culture Aquarium 2 
AL27 idem Fixé dans l'éthanol 
 
x 
  
AL42 
1 
idem Vivant> culture Aquarium 2 
AL43 idem Fixé dans l'éthanol 
 
x 
  
AL36 1,5 idem Fixé dans l'éthanol 
 
x 
  
AL38 2 idem Fixé dans l'éthanol 
 
x 
  
AL69 
3 
N 19º 25.119; W 97º 23.860 Vivant> culture Aquarium 1 
AL69 idem Sec 
  
x x 
AL70 idem Fixé dans l'éthanol 
 
x 
  
AL66 
4 
idem Sec 
  
x 
 
AL67 idem Fixé dans l'éthanol x x 
  
AL63 
5 
idem Sec 
  
x 
 
AL64 idem Fixé dans l'éthanol 
 
x 
  
AL60 
6 
idem Vivant> culture Aquarium 2 
AL60 idem Sec 
   
x 
AL61 idem Fixé dans l'éthanol 
 
x 
  
AL57 
8 
idem Vivant > culture Aquarium 1 
AL57 idem Sec 
  
x x 
AL58 idem Fixé dans l'éthanol 
 
x 
  
AL54 
11 
idem Sec 
   
x 
AL55 idem Fixé dans l'éthanol 
 
x 
  
AL51 
14 
idem Sec 
  
x 
 
AL52 idem Fixé dans l'éthanol x x 
  
Table 3 : Nom, profondeur d’échantillonnage, lieu de prélèvement et mode de stockage des fragments 
de microbialites étudiés dans cette thèse. Les croix dans les quatre dernières colonnes indiquent les 
expériences dans lesquelles les différents échantillons ont été utilisés. 
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Deux aquariums contenant chacun trois fragments de microbialites (Figure 6 et Table 3) ont 
été installés à Orsay en juillet 2007. L’aquarium 1 (AQ1) est caractérisé par une photopériode 
de 12 h d’éclairement alors que l’aquarium 2 (AQ2) reçoit 16 h d’éclairement par jour. 
L’éclairage se fait grâce à un tube fluorescent par aquarium de type SunGlo de 15 W 
reproduisant le spectre solaire complet. Les aquariums ont été remplis initialement par de 
l’eau du robinet de la ville d’Orsay (France) et laissés stabiliser pendant 2-3 jours avant d'y 
introduire les fragments des microbialites d'Alchichica avec le volume d'eau du lac dans 
lequel ils ont été transportés. Le fond des aquariums est tapissé de fragments centimétriques 
de microbialites subfossiles ramassés au bord du lac d’Alchichica. Le pH et la température 
ainsi que la chimie de l’eau ont été suivi régulièrement et l’évaporation a été compensée par 
ajout régulier d’eau désionisée. Les prélèvements pour les analyses de diversité microbienne 
ont eu lieu au seizième mois (construction de la banque 1) puis au vingt-septième mois 
(construction de la banque 2) mois après le début des cultures. Des morceaux de microbialites 
et de biofilms ont été prélevés plusieurs fois par an pour les observations microscopiques.  
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Figure 7 : Photographies des aquariums 1 et 2 lors de leur mise en place en juillet 2007 et environ 3 
ans plus tard en mai 2010. L’aquarium 1 est éclairé 12h par jour alors que l’aquarium 2 est éclairé 16h 
par jour. On note une homogénéisation de l’aspect des différents fragments de microbialites au cours 
du temps dans chaque aquarium ainsi qu’un développement important du biofilm sur le fond et les 
parois des aquariums.  
Aquarium 1 Photoperiod: 12 h 
(8 a.m. – 8 p.m.)
Aquarium 2 Photoperiod: 16 h 
(6 a.m. – 10 p.m.)
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b) Préparation des échantillons pour les observations de 
microscopie 
Les échantillons en condition hydratée ont été déposés sur filtre ou lame de verre pour 
l’observation d’un état frais puis laissés à l’air dans le cas d’une observation à sec. Les 
échantillons hydratés ont été observés par microscopie plein champ, à épifluorescence et 
confocale selon les cas. Les échantillons secs ont pu eux être observés par microscopie 
électronique à balayage ou spectro-microscopie d’absorption des rayons X. 
Certains échantillons de microbialites secs ont été coupés à la scie diamant en section épaisse 
(3-5 mm) et polis jusqu’au ¼ µm avec de la pâte diamant.  
Afin de préserver les interfaces entre les microorganismes et les minéraux, d’autres 
échantillons de microbialites ont été inclus dans la résine LR-white (Polysciences, Inc.) après 
avoir été colorés à la calcéine (0,1 mg/l à 4 °C pendant 48 h) et au DAPI (1µg/l à température 
ambiante pendant 2 h). La calcéine colore les ions calcium libres et peut permettre ainsi 
théoriquement le marquage des carbonates formés durant l’incubation (Moran 2000). Le 
DAPI colore l’ADN et permet de marquer tous les microorganismes vivants, y compris ceux 
qui ne sont pas naturellement fluorescents. Les échantillons ont ensuite été déshydratés dans 
des bains d’éthanol de concentration croissante (30%, 50%, 70%, 90%, puis 100%). 
L’imprégnation par la résine a été faite à 4 °C pendant 18 h d’abord par un mélange 1:1 puis 
2:1 de résine/éthanol et finalement par de la résine uniquement. La polymérisation de la résine 
a commencé à température ambiante pendant 3 h puis à 40 °C pendant une heure et enfin à 60 
°C pendant 24 h. Les blocs inclus ont ensuite été coupés grâce à une scie diamant à eau et 
polis jusqu’au ¼ µm avec de la pâte diamant. 
c) Mise en culture de cyanobactéries 
Des cultures enrichies en cyanobactéries ont été obtenues à partir d’échantillons de biofilms 
de l’aquarium 1. Ces échantillons ont été filtrés sur des filtres Millipore dont les pores font 3 
µm de diamètre, le filtrat obtenu a été utilisé à différents niveaux de dilution pour inoculer le 
milieu de culture. Le milieu utilisé est le BG11 (ATCC 616) préparé selon la recette de la 
collection de cyanobactéries de l’Institut Pasteur (annexe 1). Une solution de SrCO3 à 2,10
-8
M 
final et une de BaCO3 à 4,10
-9
M final ont été ajoutées au milieu classique BG11. Les cultures 
ont été placées dans une chambre à 25°C avec un éclairement de 16 h par jour. Une PCR pour 
amplifier le SSU rDNA des cyanobactéries des enrichissements a ensuite été réalisée avec les 
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amorces Cya106f-23S30R (Table 4) ciblant le groupe des cyanobactéries. La PCR a été 
réalisée dans un volume final de 25 µl contenant 15,6 µl d’eau ultrapure, 4 µl de tampon de 
réaction 5X (Promega, USA), 0,4 µl de dNTP à 20µM dans la réaction, 0,5 µL de chaque 
amorce à 0,4µM dans la réaction, 0,2 µl de GoTaq (5 U/µl) (Promega, USA) et 1 µL 
l’enrichissement. La réaction de PCR a été fait selon le programme suivant : dénaturation 2 
minutes à 94 °C suivi de 35 cycles comprenant chacun une dénaturation de 15 secondes (94 
°C), une phase d’hybridation de 30 secondes (55 °C) et une phase d’élongation de 2 minutes 
(72 °C) , suivis par une phase d’élongation finale de 7 minutes à 72 °C. Le produit de PCR a 
été séquencé directement dans le sens 3’-5’ et dans le sens 5’-3’. Les contigs obtenus ont 
permis d’affilier les enrichissements par reconstruction phylogénétique, c’est-à-dire 
d’identifier précisément leur position au sein du phylum des cyanobactéries. 
II. Méthodes d’analyse 
A. Caractérisation de la diversité microbienne 
1. Extraction d’ADN 
L’ADN a été extrait à partir de poudre broyée de microbialites dans un mortier en agate 
nettoyé à l’HCl 33%, rincé à l’eau distillée stérile et à l’éthanol entre chaque échantillon. 100 
µl de poudre d’échantillon ont été placés dans un eppendorf. 100 µl de HCl 33% ont été 
ajoutés dans chaque tube afin de dissoudre les carbonates, 30 secondes plus tard 1 ml d’une 
solution PBS 0,5 X pH 7 / 0,5 mM EDTA pH 9 ont été ajouté afin de neutraliser l’attaque 
acide. Les échantillons ont ensuite été centrifugés 5 minutes à 12500 rpm. L’ADN a été 
extrait à partir du culot avec deux méthodes différentes : 
- Le culot resuspendu dans 50µL de  « lysis buffer » (fournit dans le kit 
QuickPick
TM
gDNA) a été incubé 3 h à 56 °C avec 0,5µl de Proteinase K extra (20 
mg/ml) et 1,5 µl  de Viscozyme® (Sigma-Aldrich, Buchs, Switzerland). La 
Viscozyme® est un mélange d’enzymes hydrolytiques qui favorise la dégradation des 
exopolymères (EPS). L’ADN a ensuite été purifié avec le Kit QuickPickTMgDNA 
(Bio-Nobile, Parainen, Finland) suivant les recommandations du fournisseur. 
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- Dans un second essai, le culot resuspendu dans la solution du « power bead tube » 
(fournit dans le kit MoBioPowerSoil DNA) a été incubé 1 h à 37 °C avec 2 µL de 
Viscozyme®. L’ADN a ensuite été purifié avec le kit MoBioPowerSoil DNA (MoBio, 
Carlsbad, CA, USA) selon les recommandations du fournisseur.  
L’ADN extrait à partir de 100µl de poudre de microbialite a été reprit dans 50µL de tampon 
d’élution. 
Le premier protocole d’extraction a été utilisé pour la construction de la banque 1 et le second 
pour la banque 2 ainsi que la DGGE. La mesure de la quantité d’ADN par dosage des produits 
sur gel d’agarose a permis de conclure qu’avec ce type d’échantillons le second protocole 
faisant intervenir le kit MoBioPowerSoil  avait un meilleur rendement d’extraction que le 
premier. 
 
2. Clonage et séquençage du gène SSU rDNA  
Le SSUr DNA a été amplifié par PCR (polymerase chain reaction) avec différents 
couples d’amorces (Table 4) spécifiques pour chaque taxon ciblé. Les PCR ont été réalisées 
dans un volume final de 25 µl contenant 15,6 µl d’eau ultrapure, 4 µl de tampon de réaction 
5X (Promega, USA), 0,4 µl de dNTP à 20µM dans la réaction, 0,5 µL de chaque amorce à 0,4 
µM dans la réaction, 0,2 µl de GoTaq (5 U/µl) (Promega, USA) et 1 µl d’ADN. La réaction 
de PCR a été fait selon le programme suivant (annexe 2): dénaturation 2 minutes à 94 °C suivi 
de 35 cycles comprenant chacun une dénaturation de 15 secondes (94 °C), une phase 
d’hybridation de 30 secondes (55 °C) et une phase d’élongation de 2 minutes (72 °C) , suivi 
par une phase d’élongation finale de 7 minutes à 72 °C. 
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Nom  Spécificité Sens 
Longueur 
(bp) 
Séquence 
Tm 
(°C) 
B‐27F Bactéries Forward 20 AGAGTTTGATCCTGGCTCAG 56 
1492R Procaryotes Reverse 19 GGTTACCTTGTTACGACTT 47 
CYA106F Cyanobactéries Forward 22 CGGACGGGTGAGTAACGCGTGA 60 
23S30R Cyanobactéries Reverse 22 CTTCGCCTCTGTGTGCCTAGGT 63 
21F Archées Forward 20 TTCCGGTTGATCCTGCCGGA 68 
Ar109f Archées Forward 20 AC(G/T)GCTGCTCAGTAACACGT 59 
W36 Archées Forward 16 TCCAGGCCCTACGGGG 61 
EK‐82F Eucaryotes Forward 17 GAAACTGCGAATGGCTC 53 
18S‐1498R Eucaryotes Reverse 20 CACCTACGGAAACCTTGTTA 53 
EK‐1520R Eucaryotes Reverse 16 CYGCAGGTTCACCTAC 45 
UNonMet Protistes Reverse 19 TTTAAGTTTCAGCCTTGCG 46 
341F‐GC Bactéries Forward 57 
CGCCCGCCGCGCGCGGCGGGCGGGG
CGGGGGCACGGGGGGCCTACGGGAG
GCAGCAG 
85 
534R Bactéries Reverse 17 ATTACCGCGGCTGCTGG 57 
Table 4 : Amorces utilisées pour l’amplification et le séquençage du SSU rDNA 
Les produits de PCR ont ensuite été clonés avec le  kit de clonage TopoTA (Invitrogen, 
Carlsbad, CA, USA)  en suivant les recommandations du fournisseur. Les colonies blanches 
ont été repiquées dans 50 µl de Tris 10 mM et l’insert a été ré-amplifié à partir de ce produit 
avec les amorces du vecteur T7/M13 suivant le même protocole de PCR que précédemment. 
Les inserts ont ensuite été séquencés partiellement (avec une seule amorce) ou entièrement 
(avec les deux amorces) par séquençage de type Sanger (BC Genomics). Les séquences ont 
ensuite été nettoyées, c’est-à-dire que les extrémités des séquences, souvent de mauvaise 
qualité ont été supprimées et que les positions ambiguës ont été vérifiées par lecture manuelle 
du chromatogramme de séquençage grâce au logiciel CodonCode aligner (CodonCode 
Corporation; www.codoncode.com). Les séquences ont été assemblées en contigs (dans le cas 
des séquences entières) également avec le logiciel CodonCode aligner.  
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Des courbes de saturations qui expriment le taux de couverture de la banque par 
rapport à la diversité présente de l’échantillon ainsi que le calcul des indices de diversité Ace 
et Chao1 des différentes banques de clones ont été obtenues sur les jeux de séquences 
partielles grâce au logiciel DOTUR (Schloss et al. 2005)  
3. Electrophorèse sur gel à gradient dénaturant (DGGE) 
Le SSU rDNA des bactéries a aussi été amplifié pour permettre de séparer les différents 
amplicons par migration sur gel à gradient dénaturant et d’obtenir ainsi un profil de la 
diversité par échantillon. Pour cela une PCR a été réalisée en utilisant des amorces amplifiant 
une région courte (environ 200 bp) du SSU rDNA (Table 4). L’amorce forward contient un 
GCclamp qui permet aux amplicons de rester double brin pendant la migration. La réaction de 
PCR s’est faite dans un volume final d’environ 25 µl comprenant 19 µl d’eau ultrapure, 2,5 µl 
de tampon 10 X, les dNTP à 20 µM final, MgCl2 à 3 mM final, chaque amorce à 0,3 µM final, 
0,025 U/µl de Taq Platinum (Invitrogen) et 3 µl d’ADN. Le programme de PCR comprenait 
une phase initiale de dénaturation de 3 minutes à 94 °C, suivi de 10 cycles de polymérisation 
« Touch down »  comprenant une dénaturation de 15 secondes à 94 °C, une hybridation de 30 
s avec une température décroissante de 65 °C à 55 °C à chaque cycle, et une élongation de 2 
min à 72 °C, suivi de 35 cycles identiques avec une température d’hybridation de 55°C, suivi 
finalement d’une élongation de 1 heure à 72 °C (annexe 3). La migration des produits de PCR 
a été faite avec un système DGGE-2000 (CBS Scientific Company). Le gel à 8 % en 
polyacrylamide, présente un gradient d’agent dénaturant allant de 30 % à 60 % d’agent 
dénaturant dans le gel. La solution 100% d’agent dénaturant correspondant à 7 M d’urée et 40 
% de formamide. 10-15 μl de produit de PCR ont été chargés en haut du gel pour chaque 
échantillon et le gel a migré 6 heures à 150 V et à 60 °C, dans du tampon Tris-acetate-EDTA 
0,5 X (1X: 40 mM Tris, 20 mM acide acétique, 1 mM EDTA, pH 8,0). Après 
l’électrophorèse, l'ADN dans les gels a été coloré au SYBR GOLD (Molecular Probes, 
Invitrogen, USA) et les gels visualisés et photographiés sous irradiation UV avec un 
transilluminateur UV muni d’un appareil photographique. Les photographies des gels sont ont 
été ensuite traitées et analysées avec le logiciel Bionumerics® (AppliedMaths, Belgique), et 
normalisés en se basant sur la position du marqueur de taille. Les bandes ont été assignées 
manuellement. Une matrice de distance basée sur la présence/absence des bandes (coefficient 
Jaccard (Jaccard 1901)) a permis l’analyse comparée des profils et leurs « clustering ».   
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4. Reconstruction phylogénétique 
Un jeu de séquences a été construit pour chaque domaine (bactéries, archées, eucaryotes). 
Chaque jeu de séquences a été aligné avec le logiciel MAFFT (Katoh et al. 2002). Nous avons 
réalisé des analyses phylogénétiques préliminaires en utilisant une méthode de distance (NJ, 
neighbor-joining) à partir du jeu de séquences avec l'ensemble de logiciels MUST (Philippe 
1993). A partir des arbres préliminaires obtenus, nous avons choisi un contig représentatif par 
OTUs (Operational Taxonomic Units). Les OTUs ont été définis comme des groupes de 
séquences de SSU rDNA partageant plus de 97% d’identité. Ces séquences ont ensuite été 
réalignées avec des séquences de référence d’espèces cultivées ainsi que les séquences des 
plus proches représentants non-cultivés identifiés dans GenBank 
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/) par BLAST (Altschul et al. 1997). Des analyses 
phylogénétiques par maximum de vraisemblance ont été ensuite réalisées en utilisant des 
positions alignées sans ambiguïté (environ 1000 nt par alignement) avec le logiciel 
TREEFINDER (Jobb et al. 2004). La reconstruction phylogénétique a été faite suivant un 
modèle GTR (General Time Reversible) d'évolution de séquences avec une loi gamma pour 
tenir compte des différences de vitesse d'évolution entre sites et 4 catégories de sites plus des 
sites invariables. Le support statistique des nœuds a été estimé en utilisant la méthode de 
bootstrap avec 1000 réplicats. Les arbres obtenus ont été visualisés avec le logiciel FIGTREE 
(Rambaut 2009). 
B. Microscopies et spectroscopies : caractérisation des 
assemblages minéraux-microorganismes 
1. Diffraction des rayons X 
La diffraction des rayons X a été réalisée sur les échantillons (Table 3) finement broyés dans 
un mortier en agate avec de l’éthanol à 100 %. Les mesures ont été réalisées sur un 
diffractomètre Panalytical Xpert à anode de cobalt équipé d’un monochromateur, en 
configuration Bragg Brentano.  
2. Imagerie plein champ, à épifluorescence et confocale 
Les échantillons ont été observés avec un microscope droit Zeiss Axioplan 2 à 
épifluorescence ainsi qu’avec un microscope droit Leica DM6000B LT à épifluorescence 
équipé d’une caméra noir&blanc Leica DFC340FX. Les observations au microscope confocal 
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ont été réalisées en collaboration avec Emmanuelle Gérard (GAP-IPGP) sur un microscope 
confocal à balayage laser FluoViewTM FV1000 (Olympus). Celui-ci est équipé d’une diode 
laser (405 nm), d’un laser multi-argon (458 nm, 488 nm et 515 nm), d’un laser hélium-néon 
vert (534 nm) et d’un laser hélium-néon rouge (633 nm). Les longueurs d’ondes utilisées pour 
l’excitation lors de l’acquisition d’image sont 405 nm, 488 nm et 543 nm ; la fluorescence 
émise est collectée respectivement entre 425-475 nm, 500-530 nm et 560-660 nm. Ce 
microscope est également capable de faire de l’acquisition spectrale ; dans ce cas, 
l’échantillon est illuminé successivement par les lasers (405, 488, 536, 633) et la fluorescence 
émise est collectée avec des fenêtres de 10 nm avec un pas de 5 nm. On obtient ainsi un 
spectre d’émission avec une résolution spectrale de 5 nm. 
3. Microscope électronique à balayage (SEM) et spectroscopie 
EDX (Energy-dispersive X-ray spectroscopy) 
Avant l’observation au microscope électronique à balayage, les échantillons ont été métallisés 
au carbone ou avec un mélange or-palladium. Le microscope utilisé est un Zeiss Ultra 55 FEG 
équipé d’un détecteur InLens, d’un détecteur dédié aux électrons secondaire (SE2) et d’un 
détecteur dédié aux électrons retro-diffusés (AsB). Pour l’imagerie les électrons sont 
typiquement accélérés à 10 kV, on choisit un diaphragme de 30 m et une distance de travail 
comprise entre 2 et 7 mm. Le microscope est également équipé d’un détecteur EDX 
QUANTAX (X-ray Energy dispersive spectroscopy) permettant de réaliser des cartographies 
semi-quantitatives de la composition chimique élémentaire. Celles-ci ont été réalisées après 
calibration au cuivre avec la bibliothèque de références selon la méthode φρz. Lors des 
analyses EDX, le microscope opérait à 20 kV avec le diaphragme de 60 µm à une distance de 
travail de 7,5 mm. Le logiciel ESPRIT 1.8 a permis l’acquisition et le traitement des données 
EDX. 
4. Couplage SEM et CLSM (Confocal laser scanning microscopy) 
Les échantillons de microbialites inclus dans la LR-white ont d’abord été observés au 
microscope confocal puis au microscope électronique à balayage. La résine LR-white n’est 
pas fluorescente ; cela permet d’observer les microorganismes naturellement fluorescents 
ainsi que ceux marqués par les colorations (DAPI-Calcein). Après métallisation, les mêmes 
zones ont pu être observées au SEM. Cette approche permet en superposant les images 
obtenues d’avoir au même endroit une information sur les microorganismes présents et leur 
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répartition ainsi qu’une information sur la minéralogie et la distribution des phases minérales 
avec la résolution spatiale du SEM. 
Le couplage SEM-CLSM s’est avéré très efficace pour mieux comprendre les relations 
entre microorganismes et minéraux ; son utilisation a été étendue à des cellules en culture 
simplement déposées sur lame de verre. 
5. Préparation d’échantillons par FIB (Focused Ion Beam) 
Des lames FIB qui sont des sections ultra-fines (~100 nm d’épaisseur) prélevées dans un 
échantillon ont été préparées avec un microscope dual FIB-NEON 40EsB. Cette étape a été 
réalisée grâce au support technique d’Imène Estève (IMPMC-UPMC). Le microscope permet 
d’imager la zone à couper grâce à la fonction microscope électronique à balayage, de creuser 
grâce au faisceau d’ion Ga+ focalisé sur la zone et d’extraire la lame excavée par 
micromanipulation in situ. Pour plus de détails voir Heaney et al. (2001). Le canon ionique 
opère à 30 kV et ~5 nA au départ pour creuser, puis l’intensité a été réduite à 100 pA lors de 
la phase d’amincissement de la lame. Les lames FIB produites font environ 15 µm de long, 6 
µm de profondeur et 100-200 nm d’épaisseur ; elles sont ainsi transparentes aux électrons au 
TEM.  
6. Microscope électronique à transmission et diffraction 
électronique (SAED) 
La microscopie électronique en transmission a été réalisée sur un microscope JEOL2100F 
équipé d’un canon à émission de champ accélérant les électrons à 200 kV et d’une pièce 
polaire haute résolution (UHR). L’acquisition des images est assurée par une caméra CCD 
US4000 GATAN. La diffraction électronique avec sélection d’aire (SAED) a été faite avec le 
plus petit diaphragme c'est-à-dire sur une surface de 100 x 100 nm
2
. 
7. Spectro-microscopie d’absorption des rayons X, STXM 
(Scanning transmission X-ray microscopy) 
La spectro-microscopie d’absorption des rayons X a été réalisée sur les lignes STXM 11.0.2.2 
et 5.3.2.2 du synchrotron ALS (Advanced Light Source, Berkeley, USA). Les acquisitions ont 
été réalisées aux seuils K du carbone, de l’oxygène et de l’azote et aux seuils L2,3 du calcium 
suivant la procédure décrite par Bluhm et al. (2006). L’anneau de stockage de l’ALS 
fonctionne à 1,9 GeV à un courant de 500 mA. La calibration pour le seuil K du carbone a été 
réalisée en utilisant la transition 3p de Rydberg du CO2 gazeux à 294.96 eV; pour le calcium, 
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c’est le pic L3 de la calcite à 349.3 eV qui a permis la calibration (Rieger et al. 1986). Les 
données STXM permettent d’obtenir des informations sur l’environnement atomique local 
(spéciation) de l’élément considéré avec une bonne résolution spectrale (0,1 eV) tout en 
conservant l’information spatiale sur la distribution de ces groupements (résolution spatiale 
minimale de 25 nm). Les données sont traitées grâce au logiciel aXis2000. Par exemple au 
seuil K du carbone, on peut distinguer les groupements carbonates et les différents 
groupements associés à la matière organique et les cartographier finement. Des exemples de 
données STXM en science de la Terre sont disponibles (Benzerara et al. 2004; Benzerara et 
al. 2006 et Obst et al. 2009; Bernard et al. 2010). 
C. Suivi de la chimie des aquariums  
La chimie de l’eau des aquariums a été suivie par mesures régulières du pH et de la 
température. L’eau a de plus été prélevée environ tous les deux mois et a été analysée par le 
Service d’Analyse des Roches et des Minéraux (SARM) à Nancy. La concentration en ions 
majeurs a été obtenue par ICP OES (Inductively coupled plasma optical emission 
spectrometry) sur Icap 6500 Thermo Scientific ; la concentration des ions mineurs à été 
mesurée par ICP MS (Inductively coupled plasma mass spectrometry) sur Elan 6000 Perkin 
Elmer. Les échantillons ont été préparés suivant la méthode exposée dans l’article suivant : 
Carignan et al. 2001. 
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CHAPITRE 1 
Description générale des microbialites d’Alchichica : 
minéralogie et diversité microbienne 
 
  
« Il y a bien un domaine de la connaissance du 
physique et un domaine de la connaissance du vivant; 
mais il n'y a pas de la même façon un domaine réel du 
physique et un domaine réel du vivant, séparés par 
une certaine frontière également réelle; c'est selon les 
structures et les fonctions que le physique et le vital 
sont distincts, sans êtres séparés selon le réel 
substantiel. [...] vie et matière non vivante peuvent en 
un certain sens être traitées comme deux vitesses 
d'évolution du réel. » 
Gilbert Simondon, L’individu et sa genèse physico-
biologique p279. Ed. Jérôme Millon 1995 
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Cette première partie a pour but de présenter le système d’étude que sont les 
microbialites du lac d’Alchichica. Ceci constitue le cadre nécessaire à l’étude ultérieure des 
relations potentielles entre minéraux et microorganismes. 
Dans un premier temps je décrirai donc la minéralogie globale du système, puis le corps de 
cette partie sera consacré à la description et à l’analyse de la diversité microbienne qui a fait 
l’objet d’une publication dans le journal PLoS ONE (Chapitre I, III, Manuscrit 1). 
I. Minéralogie des microbialites d’Alchichica 
A. Aragonite et hydromagnésite 
Afin de déterminer les phases minérales formant les microbialites d’Alchichica, nous 
avons réalisé des analyses de diffraction des rayons X sur poudre à partir de différents 
échantillons prélevés selon un profil de profondeur dans le lac (Figure 8). Cette analyse révèle 
que les microbialites sont constitués majoritairement d’un carbonate de calcium, l’aragonite 
(CaCO3) et d’un carbonate de magnésium hydraté, l’hydromagnésite 
(Mg5(CO3)4(OH)2•4(H2O)). La composition varie très peu avec la profondeur du lac. 
Quelques pics n’ont pas pu être assignés dans le diagramme, ils représentent des phases 
mineures qui n’ont pas été détectées dans tous les échantillons. 
Cette analyse est cohérente avec les valeurs d’indice de saturation calculées à partir de 
la chimie de l’eau du lac. En effet l’hydromagnesite et l’aragonite sont sursaturés à SI2= +0,68 
et SI= +0,9 respectivement (Kaźmierczak et al. 2011). Il est à noter que l’eau du lac est 
sursaturée vis-à-vis d’autres carbonates magnésiens tels que la huntite et la magnésite mais ils 
ne se forment pas ici vraissemblablement pour des raisons cinétiques.  
 
                                                 
2
 SI : Saturation index (cf. Introduction 2.B.1) 
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Figure 8 : Diffractogrammes de poudres (rayons X) réalisés sur des échantillons de microbialites du 
lac d’Alchichica. Les échantillons ont été prélevés à 5, 6, 8 et 11m dans le lac. Un échantillon sec à 
l’extérieur du lac (subfossile) a également été analysé. Les pics indexés en bleu sont attribués à 
l’hydromagnésite, ceux en rose à l’aragonite. Quelques pics n’ont pas pu être indexés, ils sont 
indiqués par une étoile marron. 
B. Distribution spatiale des phases minérales 
Pour aller plus loin dans cette description minéralogique d’ensemble, nous nous 
sommes attachés à regarder la distribution des deux phases majoritaires, l’une porteuse de 
calcium (aragonite) et l’autre porteuse de magnésium (hydromagnésite), grâce à la 
microscopie électronique à balayage couplée à l’analyse EDX.  
Cette analyse a permis de montrer que la phase majoritaire est l’hydromagnesite. La 
distribution de l’aragonite est en général périphérique alors que la masse du microbialite est 
en hydromagnesite (e.g Figure 9). La distribution de l’aragonite à cette échelle pourrait laisser 
supposer qu’il s’agit d’une phase transitoire. Il a notamment été montré dans le cas des 
stromatolites du lac Walyungup qu’un remplacement de l’aragonite biogénique par 
l’hydromagnésite était possible (Coshell et al. 1998). Cette hypothèse a également été 
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avancée dans le cas des microbialites d’Alchichica (Kaźmierczak et al. 2011), où il est 
proposé que la phase primaire serait l’aragonite qui, par un remplacement diagénétique, 
donnerait l’hydromagnesite (Kaźmierczak et al. 2011). Cependant il a été montré dans le cas 
des microbialites du lac Salda Golü que l’hydromagnesite qui les forme est primaire. Sa 
précipitation serait induite in situ par l’activité microbienne. (Braithwaite et al. 1994). Dans le 
cas des microbialites d’Alchichica une étude texturale à plus fine échelle est nécessaire pour 
comprendre la relation génétique entre les deux phases si elle existe. Des éléments de réponse 
sont présentés dans le Chapitre 2.  
 
 
Figure 9 : Vue panoramique d’une surface polie d’un échantillon centimétrique de microbialite 
d’Alchichica (AL51, non-inclus) au SEM en mode électron rétrodiffusés (AsB). L’image à gauche est 
non traitée, sur l’image de droite des fausses couleurs ont été ajoutées qui permettent de mettre en 
évidence la distribution des deux phases minérales majeures à cette échelle. L’aragonite a été colorée 
en jaune et l’hydromagnésite en bleu. 
Par ailleurs une analyse plus fine de certaines zones a permis de mettre en évidence 
qu’il existe une autre phase minérale très minoritaire en général distribuée à l’interface entre 
l’aragonite externe et l’hydromagnésite. Cette phase est porteuse de Mg, Si, Fe et parfois Al 
(Figure 10). Le même genre de phase a déjà été décrit dans des microbialites modernes 
carbonatés. C’est le cas dans les microbialites de Satonda (Benzerara et al. 2010) ainsi que 
dans les caves basaltiques d’Hawaï (Leveille et al. 2000). Dans ces deux exemples un silicate 
riche en magnésium a été observé formant des lamines en alternance avec un carbonate de 
calcium (calcite ou aragonite). Ce type de phase a également été observé dans des 
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stromatolites fossiles en phosphate (francolite) (Sanchez-Navas et al. 1998) . Il s’agissait cette 
fois-ci d’un silicate de Fe-Al plus ou moins amorphe dont l’agencement textural avec les 
phases adjacente a mené les auteurs à proposer que cette phase se serait formée de façon 
synsédimentaire en relation avec l’activité bactérienne (Sanchez-Navas et al. 1998). On peut 
alors s’interroger sur l’origine de cette phase dans le cas des microbialites d’Alchichica, si est-
elle liée à l’activité microbienne ou pourrait-elle correspondre à un changement transitoire des 
conditions du milieu ? La question de la formation d’une phase silicatée dans les microbialites 
d’Alchichica sera de nouveau évoquée dans l’étude de l’échantillon AL10 Chapitre 2-III-C. 
 
Figure 10 : Image en SEM (mode électrons secondaires) d’un échantillon de microbialite prélevé à 
4m de profondeur (AL66) et cartographies élémentaires correspondantes. L’échantillon a été inclus 
dans une résine (LR white) puis poli, la limite entre la résine et la périphérie de l’échantillon est 
matérialisée par une ligne pointillée sur l’image de SEM. L’inclusion préserve l’interface avec le 
biofilm. Le mode d’imagerie SEM permet de distinguer les deux phases majoritaires, l’aragonite phase 
porteuse de calcium apparaît blanche alors que l’hydromagnésite porteuse de magnésium est gris 
clair. Ceci est confirmé par les cartographies EDX. Une troisième phase avec un contraste 
intermédiaire est visible sur l’image SEM (flèches blanches), cette phase n’a pas été identifiée mais 
elle est porteuse de Fe, Mg, Al et Si. 
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C. Présence d’organismes endolithiques 
Nous avons observé, sur les surfaces polies des échantillons d’Alchichica, la présence de 
filaments de 20µm de diamètre environ qui s’associent entre eux et forment des galeries dans 
l’hydromagnésite (Figure 11). Les surfaces polies ont été réalisées entre 0,5 cm et 1 cm en 
dessous de la surface de l’échantillon, ce sont donc des organismes endolithiques. De plus 
nous avons observé une association préférentielle de ces filaments avec l’aragonite. En effet, 
le centre des échantillons est dominé par l’hydromagnésite et l’aragonite semble associée à 
ces organismes endolithiques, bordant les ensembles de filaments (Figure 11-A).  
Nous n’avons pas été plus loin dans la caractérisation de ces organismes endolithiques 
néanmoins il serait intéressant de caractériser plus précisément leur relation avec l’aragonite. 
En effet il a été montré que l’activité des organismes endolithiques pouvait induire la 
précipitation de nouvelles phases minérales. C’est notamment le cas de la cyanobactérie 
endolithique Solentia dont l’ activité de micro-forage conduit à la précipitation d’aragonite 
fibreuse formant une couche micritique autour des particules détritiques de la matrice 
(Macintyre et al. 2000). Dans ce cas l’activité de micro-forage contribue à stabiliser le 
stromatolite en soudant les particules adjacentes les unes aux autres (Reid et al. 2000a; Reid 
et al. 2000b). L’activité endolithique peut également contribuer à déstabiliser le système en 
créant des galeries qui la fragilisent, c’est le cas par exemple des champignons endolithiques 
associés aux coraux, en général considérés comme des pathogènes (Golubic et al. 2005). Ici la 
taille des filaments fait plutôt pencher pour des organismes eucaryotes, de plus l’observation 
sous la surface en lumière réfléchie de formes filamenteuses qui relient des protubérances 
nous mène à proposer qu’il s’agit d’hyphes fongiques (Figure 11). La nature exacte de ces 
organismes endolithiques et leur rôle dans la diagénèse des microbialites d’Alchichica sera à 
préciser par l’acquisition de données supplémentaires.  
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Figure 11 : (A) et (B) Images SEM (mode AsB) des surfaces polies des échantillons AL63 (5m) et 
AL51 (14m). Le contraste correspond au contraste chimique, la phase en blanc est l’aragonite, la 
phase gris-clair, l’hydromagnésite. La présence de microorganismes endolithiques filamenteux est 
indiquée par les flèches jaunes. (C) et (D) Images de microscopie optique en lumière réfléchie de la 
surface polie de AL57 (8m). On voit par transparence sous la surface du minéral des structures 
filamenteuses. 
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II. Résumé de l’article n°1 
« Structures des communautés procaryotes et eucaryotes dans des 
échantillons de terrain et cultivés de microbialites du lac d’Alchichica 
(Mexique) » 
A. Contexte & Objectifs 
Cette partie s’inscrit dans le contexte des études de diversité microbienne associée aux 
microbialites actuels (Introduction II-A-b). Les auteurs travaillant sur les stromatolites marins 
actuels ont mis en lumière la question de l’importance relative de certains groupes 
fonctionnels de microorganismes (en particulier ceux capables de faire la photosynthèse ou la 
sulfato-réduction) dans la précipitation de carbonate et l’accrétion des microbialites. Dans ce 
cadre, nous avons cherché à identifier les groupes fonctionnels de microorganismes présents 
dans les microbialites d’Alchichica pour savoir si le modèle de formation des stromatolites de 
milieux marins pourrait fournir une hypothèse de travail raisonnable dans notre cas. 
Cette étude a été menée sur des échantillons de microbialites prélevés à différentes 
profondeurs du lac d’Alchichica (entre 0 m et 14 m). Ceci nous a permis en plus de nous 
interroger sur l’évolution des communautés microbiennes avec la profondeur. 
Un dernier point important était d’évaluer parallèlement la diversité microbienne dans les 
microbialites maintenus en culture en aquarium au laboratoire pour valider ou invalider la 
pertinence de leur utilisation ultérieure comme analogues des microbialites de terrain. 
Notre démarche a été de décrire la diversité microbienne en alliant des méthodes ne 
faisant pas intervenir la culture des microorganismes (Matériel et Méthodes II-A-2 et II-A-3). 
Le fait de décrire en parallèle la diversité des organismes appartenant aux trois domaines du 
vivant est une démarche qui avait rarement été conduite pour les microbialites et uniquement 
dans le cas de stromatolites marins (Papineau et al. 2005; Allen et al. 2009) avec des résultats 
peu concluant dans le cas des eucaryotes. 
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B. Principaux résultats & Éléments de discussion 
Notre étude a révélé une grande diversité des domaines bactérien (344 phylotypes
3
 
répartis dans 21 phylums (annexe 4)) et eucaryote (58 phylotypes répartis dans 9 phylums 
(annexe 5)) relativement à celle des archées (2 phylotypes (annexe 6)). 
La diversité des bactéries est dominée par les alphaproteobactéries et les 
cyanobactéries. On trouve une grande diversité de types métaboliques : les photosynthétiques 
oxygéniques (Cyanobacteria), anoxygénique (certains membres des Alphaproteobacteria, 
Chloroflexi), mais aussi beaucoup d’hétérotrophes spécialisés dans la dégradation de 
molécules organiques complexes (Verrucomicrobia, Planctomycetales). Quelques séquences 
ont pu être attribuées à des Deltaproteobacteria et Firmicutes réalisant la sulfato-réduction, 
néanmoins elles sont très minoritaires.  
Le modèle de biominéralisation basé sur les métabolismes bactériens putatifs présents 
dans les microbialites d’Alchichica est au premier ordre compatible avec celui proposé aux 
Bahamas. La biominéralisation serait le résultat net d’une balance entre les métabolismes 
favorisant la précipitation des carbonates (photosynthèse oxygénique et sulfato-réduction) et 
ceux favorisant leur dissolution (respiration et fermentation) (Dupraz et al. 2005). Cependant 
il faut ajouter parmi les métabolismes favorisant la précipitation de minéraux carbonatés le 
rôle sans doute important de la photosynthèse anoxygénique (Bosak et al. 2007). En effet 
notre étude a révélé que les organismes capables de faire ce métabolisme sont potentiellement 
abondants dans les microbialites d’Alchichica, en particulier les Chloroflexi. Ensuite, 
l’abondance des hétérotrophes capables de dégrader les grandes molécules organiques nous 
permet de formuler l’hypothèse que ces microorganismes seraient des intermédiaires dans la 
dégradation des EPS. La production de molécules organiques de plus petite taille associée à 
leur activité, augmenterait l’activité des bactéries sulfato-réductrices. Or la sulfato-réduction 
favorise la précipitation de carbonate. Ceci est cependant à mettre en regard du fait que les 
bactéries sulfato-réductrices sont peu abondantes ici (car peu détectées dans notre analyse) ici 
et leur contribution à la précipitation des carbonates est sans doute moindre que ce qui a été 
proposé dans le cas des stromatolites des Bahamas (Baumgartner et al. 2006). 
                                                 
3
 Phylotype est synonyme d’ OTU, ce terme est utilisé comme un proxy du terme espèce. Un phylotype regroupe 
des individus qui partagent 97% ou plus de similarité au niveau de la séquence du SSU rDNA.  
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La diversité des eucaryotes est dominée par les Chlorophyta (plus particulièrement une 
Ulvophyceae unicellulaire), les Stramenopila (plus particulièrement les diatomées), les 
Alveolata (plus particulièrement les ciliés) et les Fungi (en particulier les Rozellida, un groupe 
basal de champignons parasitiques mal connu bien que très commun en eau douce (Lara et al. 
2010; Jones et al. 2011)). La diversité révélée par cette étude est bien supérieure à ce qui avait 
été observé jusqu’à présent dans les biofilms associés aux microbialites. Le rôle des protistes 
a donc vraisemblablement été sous-estimé jusqu’ici. En effet certains sont impliqués 
directement dans la biominéralisation par la production de squelettes (par exemple les 
diatomées), d’autres pourraient induire la précipitation de carbonate en relation avec 
l’alcalinisation du milieu lors de la photosynthèse. Le rôle des protistes dans le réseau 
trophique, en particulier comme prédateurs des populations bactériennes (par exemple les 
ciliés) ou comme parasites est également un paramètre important qui pourrait permettre de 
mieux comprendre la dynamique des populations microbiennes. Enfin certains champignons 
pourraient avoir une activité endolithique qui déstabiliserait le système mais pourrait 
également contribuer à la formation de nouvelles phases minérales diagénétiques (Golubic et 
al. 2005). Le rôle potentiel des protistes est donc à ajouter au modèle métabolico-géochimique 
de formation des microbialites (Dupraz et al. 2005) proposé pour les microbialites des 
Bahamas pour augmenter la validité de l’hypothèse présentée par celui-ci. 
L’étude de la structuration des communautés microbiennes en fonction de la 
profondeur d’échantillonnage dans le lac a montré qu’il n’y avait pas de signal fort de 
changements des communautés avec la profondeur à l’échelle des phylums. Il faut donc se 
placer à une échelle phylogénétique plus fine pour aborder cette question. Une différence 
marquante est alors le shift dans l’abondance relative des différents ordres de cyanobactéries. 
En effet les Oscillatoriales dominent les échantillons de surface alors qu’en profondeur (à 
partir de 8 m) ce sont les Pleurocapsales qui dominent. Ce changement pourrait être lié au fait 
que les Oscillatoriales sont plus adaptées à des conditions de forte illumination (Van der 
Grinten et al. 2005) alors que les Pleurocapsales, le sont aux conditions de faible illumination 
(Waterbury et al. 1978). 
Les communautés en culture sont toujours très diverses dans les aquariums après 2 ans 
de culture, leur diversité en terme de nombre de phylotypes est même supérieure à celle des 
échantillons naturels. Ceci est peut-être lié à la présence de conditions favorables sans 
cyclicité climatique qui auraient permis, dans les aquariums, à une diversité plus grande de 
s’exprimer de façon simultanée. La comparaison des communautés cultivées en aquarium et 
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des communautés naturelles montre que les échantillons maintenus en aquariums ont évolué 
mais que tous les groupes fonctionnels majeurs de microorganismes ont été maintenus. Il est 
donc envisageable d’utiliser les aquariums comme analogues des échantillons de terrain pour 
mettre en place des expériences visant à valider le modèle hypothétique établi ici quant à la 
formation des microbialites d’Alchichica.  
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III. Manuscrit de l’article n°1 
 
 
 
 
 
 
“Prokaryotic and Eukaryotic Community Structure in 
Field and Cultured Microbialites from the Alkaline Lake 
Alchichica (Mexico)”  
( PLoS ONE 6(12): e28767 (2011)) 
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Abstract
The geomicrobiology of crater lake microbialites remains largely unknown despite their evolutionary interest due to their
resemblance to some Archaean analogs in the dominance of in situ carbonate precipitation over accretion. Here, we studied
the diversity of archaea, bacteria and protists in microbialites of the alkaline Lake Alchichica from both field samples
collected along a depth gradient (0–14 m depth) and long-term-maintained laboratory aquaria. Using small subunit (SSU)
rRNA gene libraries and fingerprinting methods, we detected a wide diversity of bacteria and protists contrasting with a
minor fraction of archaea. Oxygenic photosynthesizers were dominated by cyanobacteria, green algae and diatoms.
Cyanobacterial diversity varied with depth, Oscillatoriales dominating shallow and intermediate microbialites and
Pleurocapsales the deepest samples. The early-branching Gloeobacterales represented significant proportions in aquaria
microbialites. Anoxygenic photosynthesizers were also diverse, comprising members of Alphaproteobacteria and
Chloroflexi. Although photosynthetic microorganisms dominated in biomass, heterotrophic lineages were more diverse.
We detected members of up to 21 bacterial phyla or candidate divisions, including lineages possibly involved in microbialite
formation, such as sulfate-reducing Deltaproteobacteria but also Firmicutes and very diverse taxa likely able to degrade
complex polymeric substances, such as Planctomycetales, Bacteroidetes and Verrucomicrobia. Heterotrophic eukaryotes
were dominated by Fungi (including members of the basal Rozellida or Cryptomycota), Choanoflagellida, Nucleariida,
Amoebozoa, Alveolata and Stramenopiles. The diversity and relative abundance of many eukaryotic lineages suggest an
unforeseen role for protists in microbialite ecology. Many lineages from lake microbialites were successfully maintained in
aquaria. Interestingly, the diversity detected in aquarium microbialites was higher than in field samples, possibly due to
more stable and favorable laboratory conditions. The maintenance of highly diverse natural microbialites in laboratory
aquaria holds promise to study the role of different metabolisms in the formation of these structures under controlled
conditions.
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Introduction
Microbialites are organosedimentary structures formed by
microbially-mediated mineral precipitation and/or accretion [1].
Stromatolites are microbialites exhibiting a laminated macrofabric
[2]. Their fossils are found throughout the geological record [3,4],
the oldest being 3,43 Ga old (Pilbara Craton, Western Australia)
[5]. After having dominated the Precambrian, stromatolite
abundance declined steeply at the onset of the Phanerozoic
[6,7]. Today, stromatolites are confined to very few marine or
quasi-marine environments, such as the well-studied Shark Bay,
Australia [8,9] and Exuma Sound, Bahamas [10,11]. Microbialites
have also been described in alkaline lakes such as Lake Van,
Turkey [12,13], Pyramid Lake, USA [14], the Indonesian crater
lakes Satonda [15,16,17] and Niuafo’ou [18], but also in the
freshwater Ruidera pools [19] and the hypersaline lakes
LagoVermelha, Brazil [20] and Cuatro Cie´nagas, Mexico [21].
Despite their geological and evolutionary importance, the precise
stromatolite formation mechanisms remain poorly understood. It
has been proposed that net carbonate precipitation results from a
balance between concurrent microbial metabolisms [22]. Photo-
synthesis (both oxygenic and anoxygenic) and sulfate reduction lead
to local carbonate supersaturation, whereas heterotrophic metab-
olisms induce carbonate dissolution [23,24,25,26]. In addition,
massive cyanobacterial production of exopolymeric substances
(EPS), which efficiently sequester cations such as Ca2+ or Mg2+,
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can also inhibit carbonate precipitation [27]. Hence, microbialite
formation most likely results from the interplay between microor-
ganisms forming complex communities and their metabolic
activities under the influence of environmental conditions (e.g.
photoperiod, temperature) and local chemistry (ion availability).
The characterization of microbial diversity is thus crucial to
further understand microbe-mineral interactions in microbialites.
Most diversity studies using molecular methods have focused on
marine stromatolites, where Alpha- and Gammaproteobacteria,
Cyanobacteria and Planctomycetales appear to dominate
[28,29,30,31,32,33,34,35]. In contrast, knowledge about lacustrine
microbialites remains much sparser. Firmicutes, Gamma- and
Alphaproteobacteria were the most abundant taxa in Lake Van
microbialites, but these studies were carried out on 15 year-old dry
samples and, hence, probably biased [13]. Recent metagenomic
analysis of Cuatro Cie´nagas microbialites revealed a complex
community where Cyanobacteria, Alpha- and Gammaproteobac-
teria and Planctomycetales predominated, as in marine micro-
bialites, identifying functions potentially linked to complex redox-
dependent activities and the establishment of structured biofilms
[21]. Despite these pioneering studies, the precise role in
mineralization and biofilm dynamics of many bacterial taxa, but
also of the much less studied eukaryotic and archaeal communi-
ties, remains to be elucidated.
Understanding the role of microorganisms in stromatolite
formation and the environmental conditions promoting it requires
extending microbial diversity studies to other systems, including
non-hypersaline or freshwater microbialites. Indeed, lacustrine
microbialites may be better analogs for several Archaean
stromatolites. The fossil 3.5 Ga-old Australian stromatolites likely
formed in a caldera lake [36] and the exceptionally preserved
2,7 Ga-old massive stromatolites from Tumbiana also grew under
lacustrine conditions [37,38,39]. The alkaline (pH,8.9) Alchi-
chica crater lake in the Central Mexico Plateau is particularly
interesting from this perspective. Located at 2300 m above sea
level and with a maximum depth of 63 m, it harbors prominent
living microbialites down to at least 14 m deep [40]. Conspicuous
dry microbialites emerge on the shores due to the 3–5 m lowering
of the water level in the past three decades [41]. Alchichica is a
monomictic lake, i.e. stratified during most of the year, the
oxygenated surface water mixing with deep anoxic water only
during the winter season [42]. Hydrochemistry studies show that
water is Mg-rich (Mg/Ca = 40), oversaturated with magnesium
and calcium carbonates [40,43]. Accordingly, Alchichica micro-
bialites are predominantly composed of hydromagnesite
[Mg5(CO3)4(OH)2.4(H2O)] [40].
Classical morphological observations and preliminary molecular
analyses focused on cyanobacteria suggested that Oscillatoriales
and Pleurocapsales dominate these microbialites [40]. Here, we
applied cultivation-independent molecular approaches to (i)
characterize the diversity of microorganisms of the three domains
of life, Bacteria, Archaea and Eucarya, in Alchichica microbialites
along a 0–14 m depth gradient, (ii) compare the microbial
community structure in lake microbialites with that of Alchichica
microbialites maintained for two years under controlled laboratory
conditions and (iii) identify microbial taxa potentially involved in
carbonate precipitation and microbialite formation.
Results
Microbial community fingerprinting analyses of field and
aquarium Alchichica microbialites
Field microbialites exhibited different colors depending on the
sampling depth (Table 1). Sub-fossil microbialites at the rim of
the lake, out of the water, were predominantly white. Submerged,
living microbialites close to the surface were dark brown to black,
those at 6–8 m depth intensely emerald-green and those at the
highest depth sampled (14 m) golden-brown (Figure 1). This
suggests that the dominant associated communities and/or their
photosynthetic and protective pigments vary according to light
intensity. These differences in color were also visible in the
samples set on the aquaria soon after collection (Figure S1),
though they disappeared with time and, after one year, all
microbialite fragments in aquaria showed a similar green color
(Figure 2A).
To rapidly evaluate the complexity of the microbial commu-
nities in these microbialites and select representative samples for
in-depth analyses, we obtained bacterial denaturing gel gradient
electrophoresis (DGGE) fingerprints of 13 samples from different
lake depths plus samples from the two aquaria (Figure S2). Cluster
analysis of DGGE profiles divided the samples in two major
groups. One corresponded to shallow samples (0.5–2 m), whereas
the second included deeper (3–14 m) and aquarium samples. This
was consistent with the fact that the aquarium fragments analyzed
(Figure S1) corresponded originally to 3 m (AQ1) and 6 m (AQ2)
depth and suggested that, at least partly, the native bacterial
community was maintained in culture. Fingerprints from deeper
samples displayed more bands, reflecting either a higher bacterial
diversity or the fact that a few phylotypes dominate surface
microbialites, masking minor components. The identity of some
dominant and characteristic bands was investigated subsequently.
Based on DGGE profiles, we selected the three samples AL31
(0.5 m), AL67 (4 m) and AL52 (14 m), which displayed charac-
teristic profiles and grouped in different clusters (Figure S2). More
importantly, they were well distributed along the depth gradient
and represented three phenotypic types in terms of color (Figure 1).
Table 1. Alchichica samples analyzed in this study.
Sample Origin Description
AL29 0,08 m microbialite fragment, black/dark brown
AL31* 0,5 m microbialite fragment, black/dark brown
AL27 0,8 m microbialite fragment, black/dark brown
AL43 1 m microbialite fragment, dark brown
AL36 1,5 m microbialite fragment, dark brown
AL38 2 m microbialite fragment, dark brown
AL70 3 m microbialite fragment, brown
AL67* 4 m microbialite fragment, brown/dark green
AL64 5 m microbialite fragment, dark green
AL61 6 m microbialite fragment, green
AL58 8 m microbialite fragment, intense emerald green
AL55 11 m microbialite fragment, intense green/yellowish
AL52* 14 m microbialite fragment, golden/brownish
AQ1* Aquarium 1 microbialite fragment
AQ1b Aquarium 1 aquarium glass wall biofilm
AQ1w Aquarium 1 water sample
AQ2* Aquarium 2 microbialite fragment
AQ2b Aquarium 2 aquarium glass wall biofilm
AQ2w Aquarium 2 water sample
Samples used for clone library construction are noted with an asterisk. AQ1,
aquarium 1; AQ2, aquarium 2.
doi:10.1371/journal.pone.0028767.t001
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Overview of bacterial diversity in Alchichica microbialites
Bacterial diversity in the selected samples was further charac-
terized by SSU rRNA gene libraries (Table 2). We used general
bacterial primers but also cyanobacterial-specific primers to get a
finer description of the diversity within this group, since
cyanobacteria usually dominate stromatolite microbial biomass,
including Alchichica microbialites (Figure 2) [40], and likely play a
major role in carbonate precipitation. In addition, since
cyanobacterial EPS sheaths may decrease DNA extraction yield
[44,45,46], using specific primers would help to detect underrep-
resented species. To further limit biases, we generated two
bacterial and two cyanobacterial SSU rDNA libraries for each
sample, except in cases when a single library allowed a coverage
.80% and a small number of singletons (Table 2). There were
only minor differences in the diversity obtained between the two
libraries for each sample, mostly in relative proportions, in
particular for a few cyanobacterial, alpha- and beta-proteobacter-
ial phylotypes. The only significant difference was the presence of
Firmicutes only in bacterial library 2. These differences are likely
due to local heterogeneities and/or to a different coverage
achieved by the libraries. However, despite these relatively minor
differences, there was a rather good agreement in the bacterial
diversity identified in the two libraries, which can therefore be
considered as replicates. This was also the case for the most
abundant cyanobacterial groups in both general and specific
libraries (Figure 3). Therefore, for each sample we compiled the
diversity from the two independent libraries for further inter-
sample comparison.
Figure 3 shows the taxonomic distribution of bacterial clones in
lake and aquarium samples. We identified members of 14 phyla
and 7 candidate divisions. Remarkably, bacterial diversity was
generally higher in aquaria than in field samples in terms of high-
rank taxa, in agreement with the DGGE analysis, which showed
more bands in the aquarium profiles (Figure S2). At phylum level,
AQ1 taxa resembled those of field microbialites, especially those
collected at higher depth. They were all dominated by
Cyanobacteria and the Alpha subdivision of the Proteobacteria
(60 to 75% of the total bacterial SSU rDNAs in field sample
libraries, Figure 3). AQ2 displayed similar taxonomic composition,
but Cyanobacteria and Alphaproteobacteria accounted for only
,15% of sequences. In contrast, Firmicutes, minor components in
the other libraries (0 to 2%), were dominant in AQ2 (29%). The
rest of bacterial taxa had variable relative proportions, probably
reflecting local spatial heterogeneities and/or depth-related
adaptation. For example, Betaproteobacteria represented 19% of
sequences in AL67 but less than 2% in other samples. The
proportion of Actinobacteria increased with depth (from 1% to
10%) whereas Bacteroidetes showed the opposite trend (from 4%
Figure 1. View of Alchichica and schematic depth profile showing the different sampling depths in the lake. Stromatolite fragments
from three different depths and colors are shown on the right.
doi:10.1371/journal.pone.0028767.g001
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to 1%). Planctomycetales was one of the most constant and
abundant phyla with nearly 10% of sequences in all samples,
except AL67 (only 4%). AQ1 contained larger proportions of
Gammaproteobacteria (8%), Deltaproteobacteria (9%) and Planc-
tomycetales (13%) than lake samples. In general, the relative
bacterial proportions in libraries appeared distributed more evenly
among phyla in the deepest sample and in aquaria samples. This
was in agreement with DGGE patterns, which showed more bands
in AL52, reinforcing the suggestion that diversity increased with
depth (especially among heterotrophic groups).
Cyanobacteria
Confirming microscopy observations, cyanobacteria constituted
the most abundant phylum in gene libraries (Figures 2 and 3).
Furthermore, the distribution among cyanobacterial orders of
sequences obtained with bacterial- and cyanobacterial-specific
primers was remarkably similar within each sample (Figure 3). The
only exception was AQ2, with relative proportions of Chroococ-
cales and Gloeobacterales obtained with bacterial primers much
higher than those obtained with cyanobacterial primers, domi-
nated by Oscillatoriales.
Considering all samples together, we retrieved OTUs belonging
to 7 of the 8 described cyanobacterial orders (only Stigonematales
were absent). The most remarkable observation was the shift of
relative abundance of Oscillatoriales with depth. They largely
dominated surface and intermediate microbialite sample libraries
(,80% in AL31 and 90% in AL67), whereas Pleurocapsales
dominated deep microbialite libraries (,80% of cyanobacterial
sequences in AL52, Figure 3). In addition, Gloeobacterales were
also very abundant, especially in aquarium samples (20–40% of
cyanobacterial sequences, Figure 3). Chroococcales, Nostocales
and Prochlorales were detected in low proportions in all samples,
whereas Acaryochlorales were exclusively amplified from the
deepest sample, AL52.
Figure 2. Images of biofilms associated to Alchichica microbialites. (A) Photomicrograph of a fresh biofilm associated with AQ2 microbialite
showing the abundance and diversity of Cyanobacteria. (B) and (C) Natural fluorescence CLSM pictures of transversal sections of AQ2 and AL66 (4 m)
microbialite surfaces, respectively. AL66 (C) was stained with DAPI and calcein. Mineral areas are indicated by stripes. Biofilm biomass was dominated
by photosynthetic organisms, mostly cyanobacteria of different orders, but also diatoms and green algae. Some distinguishable morphotypes are
highlighted; d, diatom; c, Chrooccocales; o, Oscillatoriales; n, Nostocales. Scale bars, 20 mm.
doi:10.1371/journal.pone.0028767.g002
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At a finer phylogenetic scale, we detected 38 cyanobacterial
OTUs (including 4 diatom chloroplast sequences): 9 OTUs only in
lake samples, 17 only in aquaria, and the remaining 12 were
shared (Figure 4). OTU diversity was thus larger in aquaria
microbialites compared to field microbialites. Oscillatoriales were
the most diverse group with 16 OTUs, including 3 of the most
abundant ones. These affiliated to the genus Leptolyngbya and were
also detected in AL31 and AL67. Pleurocapsales were the second
most diverse group with 5 OTUs. One of them (CyanoOTU35)
accounted for 69% of all cyanobacterial sequences in the 14 m-
deep sample AL52 (Figure 4). This phylotype was also present in
the other lake samples and in AQ1, though in lower proportions.
Its high abundance in deep samples was corroborated by DGGE
analyses, corresponding to one of the most intense bands in deep
sample fingerprints (band J in samples AL58, AL55 and AL52,
Figure S2 and Table 3).
In addition to Pleurocapsales, the Acaryochlorales OTU
CyanoOTU23 was relatively abundant at 14 m, in agreement
with the low-light-intensity adaptation characteristic of Acaryo-
chlorales [47]. We also detected 5 Chroococcales OTUs, one of
them (CyanoOTU32) particularly abundant at 8 m (AL58 sample)
as shown by DGGE analyses (band I in Figure S2 and Table 3).
Finally, we identified 3 very divergent OTUs belonging to the
deep-branching Gloeobacterales. Among them, CyanoOTU02,
identified in field sample AL31 (0.5 m), represented 18% and 20%
of AQ1 and AQ2 cyanobacterial sequences.
Other bacterial taxa with photosynthetic members
Apart from cyanobacteria, we identified phylotypes of other
bacterial phyla that comprise phototrophic, in addition to
heterotrophic, members: Alphaproteobacteria, Gammaproteobac-
teria and Chloroflexi. With ,30% of field sample clones,
Alphaproteobacteria was the second most abundant group after
Cyanobacteria (Figure 3). Their relative abundance was constant
with depth. They were also extremely diverse, with 68 OTUs: 35
Table 2. Summary of SSU rRNA gene sequences analyzed from bacterial, cyanobacterial and eukaryotic-specific gene libraries and
the associated diversity indices.
Clone libraries
No. of clones
analyzed No.of OTUs Ace Chao1
Chao1 95%
confidence interval singletons Coverage (%)
Bacteria AQ1 Library 1 84 56 198 169 104/323 43 49
AQ1 Library 2 192 93 243 215 153/339 61 68
AQ1 total (1+2) 276 126 423 313 228/468 87 68
AQ2 Library 1 65 42 181 147 81/328 33 49
AQ2 Library 2 200 57 82 74 63/103 30 85
AQ2 total (1+2) 265 86 149 134 108/190 48 82
AL31 Library 2 199 53 119 131 82/260 31 84
AL67 Library 2 202 31 43 42 34/73 12 94
AL52 Library 1 44 17 39 35 21/92 11 75
AL52 Library 2 196 67 137 113 88/171 39 80
AL52 total (1+2) 240 74 137 122 95/180 41 83
Cyanobacteria AQ1 Library 1 53 9 10 12 9/34 3 94
AQ1 Library 2 108 7 7 7 / 0 100
AQ1 total (1+2) 161 16 16 16 / 1 99
AQ2 Library 1 49 13 20 21 15/56 5 90
AQ2 Library 2 101 19 30 28 20/64 8 92
AQ2 total (1+2) 150 22 29 36 25/89 8 95
AL31 Library 2 63 8 11 9 8/23 3 95
AL67 Library 2 62 6 8 6 6/14 1 98
AL52 Library 1 39 5 5 5 / 1 97
AL52 Library 2 61 8 10 9 7/22 3 95
AL52 total (1+2) 100 11 21 26 14/79 6 94
Eukaryotes AQ1 95 21 32 28 22/53 9 91
AQ1 b 76 22 24 23 22/31 4 95
AQ1 w 69 19 74 31 21/74 12 83
AQ2 117 23 30 27 23/45 7 94
AQ2 b 83 16 16 16 16/19 2 98
AQ2 w 72 11 20 21 13/63 5 93
AL31 48 1 0 1 1/1 0 100
AL67 38 1 0 1 1/1 0 100
AL52 38 5 7 6 6/14 2 95
AQ1b and AQ2b refer to aquarium wall-attached biofilm samples; AQ1w and AQ2w refer to plankton samples.
doi:10.1371/journal.pone.0028767.t002
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exclusively identified in field samples, 23 in the aquaria and 10 in
both field samples and aquaria (Figure S3). The composition of the
deeper samples AL67 and AL52 was similar, with high
proportions of Rhodospirillales and Rhodobacterales, whereas
Rhizobiales were scarce in them but more abundant in the
shallowest sample AL31. The most abundant Rhodobacterales
OTU, AlphaOTU65 (34% and 24% of AL67 and AL52
sequences, respectively), was relatively close to members of the
metabolically versatile genus Rhodobacter. Many Rhodobacter species
are sulfur-oxidizing photosynthesizers and, in the context of the
lake, AlphaOTU65 might actually correspond to anoxygenic
photosynthesizers. Moreover, many Rhodospirillales (e.g. Rhodos-
pirillum), represented by the abundant phylotypes AlphaOTU20
and AlphaOTU21, and Rhizobiales (e.g. Rhodomicrobium), are also
anoxygenic photosynthesizers [48]. In contrast, the vast majority
of Gammaproteobacteria phylotypes likely have heterotrophic
metabolisms. However, some might be photosynthetic; for
example the Chromatiales GammaOTU06 (Figure S4), related
to environmental sequences from the Mexican alkaline lake
Texcoco [49], suggesting an adaptation to these particular alkaline
environmental conditions.
Chloroflexi (green non-sulfur bacteria) are typically anoxygenic
photosynthesizers, although an increasing number of non-
photosynthetic lineages (Anaerolineae, Caldilineae and Dehalo-
coccoides) has also been characterized [50]. Likely phototrophic
Alchichica representatives were ChlorofOTU1 and Chloro-
fOTU2, related to Chloroflexus and Chlorothrix, though probable
heterotrophic OTUs related to Anaerolinea and other environmen-
tal Chloroflexi were more diverse (Figure S5). In contrast to their
low proportion in gene libraries (Figure 3), DGGE analyses
suggested a high abundance of Chloroflexi in Alchichica
microbialites. Such difference may reflect a negative bias in the
general primers used for gene library construction, as already
noted in the study of Ruidera stromatolites [19,50]. In fact, seven
of the most intense DGGE bands from Alchichica field samples
(bands A, B, C, D, G, K and M; Figure S2 and Table 3) were
Figure 3. Phylogenetic distribution of bacterial, cyanobacterial and eukaryotic SSU rRNA gene sequences in Alchichica
microbialites. In the specific panel for cyanobacteria, the phylogenetic distribution of cyanobacterial clones retrieved with universal bacterial
primers (B) or with specific cyanobacterial primers (C) is shown for comparison. Sample names and origins are explained in Table 1. Non-Latin names
correspond to Candidate Divisions; Deino-Thermus, Deinococcus/Thermus group.
doi:10.1371/journal.pone.0028767.g003
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assigned to Chloroflexi after sequencing, including four (C, D, G
and M) related to the two likely anoxygenic photosynthesizers
ChlorofOTU1 and ChlorofOTU2. Bands C, G and M, 100%
identical to the corresponding ChlorofOTU2 sequence, were
detected in nearly all field samples, suggesting that this OTU was
abundant at all depths. In contrast, typical photosynthetic
Chloroflexi were not detected in aquaria (Figure 3).
Typical heterotrophic bacterial taxa
Along with the potential photosynthetic OTUs mentioned
above, many microbialite bacteria belonging to Alphaproteobac-
teria, Gammaproteobacteria (Figures S3 and S4), Chloroflexi,
Chlorobi and Acidobacteria are most likely heterotrophic
(Figures S5 and S6). In addition, we found 19 OTUs of
Deltaproteobacteria (Figure S4), including several Myxoccocales
and others corresponding most likely to sulfate-reducing bacteria
(SRB). Betaproteobacteria, with 15 OTUs, were detected in all
microbialite samples and particularly abundant in AL67 and
AQ2 (Figures 3 and S7). The most abundant betaproteobacterial
OTU in field samples (BetaOTU03) corresponded to Delftia
acidovorans, a strict aerobe able to degrade diverse complex
compounds [51].
Planctomycetales were moderately abundant (5–15% of se-
quences) but highly diverse, with 62 OTUs (Figure S8).
Planctomycetales are able to oxidize a large range of substrates,
including many different polysaccharides, which explains their
frequent association to microbialites, where they probably degrade
cyanobacterial EPS [13,52]. As Planctomycetales, Bacteroidetes
were also diverse (27 OTUs, Figure S9). They are known to
oxidize complex organics like cell wall polymers [53].
We also identified Gram positive bacteria. Firmicutes were
relatively diverse (18 OTUs) but quasi-exclusively in AQ2,
including several sequences related to strict fermentative anaer-
obes (e.g. Clostridiales) and phylotypes from anoxic environments.
Actinobacteria were also diverse (17 OTUs), many from AL52
(Figure S10). Some were Rubrobacterales (ActinoOTU3 specifi-
cally related to Rubrobacter radiotolerans), known for their high
resistance to UV and ionizing radiation [54]. This could reflect the
fact that Alchichica is at high altitude and, therefore, exposed to
strong UV radiation.
Although most Chlorobi (green sulfur bacteria) are photosyn-
thetic [48], the only Alchichica OTU from this group was related
to the chemoheterotroph Ignavibacterium album (Figure S5).
Likewise, a phototrophic lifestyle could not be predicted for the
Acidobacteria sequences (Figure S6), very distantly related to the
photoheterotroph Chloracidobacterium [55]. Finally, we identified
bacteria belonging to eleven additional phyla or candidate
divisions: Verrucomicrobia, Spirochaeta, with several OTUs
related to sequences detected in alkaline or hypersaline micro-
bialites and microbial mats, the nitrite-oxidizing Nitrospira,
Thermus/Deinococcus, and the candidate divisions OP11, WS6,
SBR1, BRC1, NKB19, TM6 and OP3 (Figures S8 and S11).
Archaeal diversity
Despite of the use of different archaeal-specific primers and
PCR conditions, we failed to amplify archaeal sequences from field
samples selected for detailed study (AL31, AL67, AL52). From the
rest of samples, we only retrieved two archaeal phylotypes from
AL70 (3 m) and the aquarium sample AQ1 (Figure S12 and
Table 1). ArchaeOTU01 was a singleton related to euryarchaeotal
hot spring or hypersaline mat environmental clones. Archae-
aOTU02, detected in both AL70 and AQ1, was close to the
Thaumarchaeota Cenarchaeum and Nitrosopumilus and, thus, prob-
ably an ammonium-oxidizer [56]. These results suggest that
archaea are present in the microbialites but in minor proportions
and very low diversity.
Figure 4. Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU rDNA of cyanobacteria and chloroplasts from Alchichica microbialites.
Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this study are in bold. Relative proportions of the different OTUs in each sample are
indicated by circles of proportional size on the right. The number (n) indicates the number total of clones analyzed for each sample. Asterisks indicate
OTUs also identified in DGGE patterns. The scale bar indicates the number of substitutions per site for a unit branch length.
doi:10.1371/journal.pone.0028767.g004
Table 3. Closest Alchichica microbialite OTUs to sequences of DNA fragments amplified from DGGE bands.
Band First hit Identity Taxonomy Corresponding OTU
A Contig_AL67_2_1B_154 84% Bacteria; Chloroflexi ChlorofOTU11 (Fig. S5)
B Contig_AL67_2_1B_105 98% Bacteria; Chloroflexi ChlorofOTU10 (Fig. S5)
C Contig_AL31_2_B_35 100% Bacteria; Chloroflexi ChlorofOTU02 (Fig. S5)
D Contig_AL67_2_1B_187 86% Bacteria; Chloroflexi ChlotofOTU01 (Fig. S5)
E Contig_AL67_2_1B_14 91% Bacteria; Bacteroidetes BactOTU10 (Fig. S9)
F Contig_AQ2_2_1B_199 97% Bacteria; Bacteroidetes BactOTU07 (Fig. S9)
G Contig_AL31_2_1B_35 100% Bacteria; Chloroflexi ChlorofOTU02 (Fig. S5)
H Contig_AL67_2_1B_14 98% Bacteria; Bacteroidetes BactOTU10 (Fig. S9)
I Contig_AQ2_2_1C_40 97% Bacteria; Cyanobacteria; Chroccocales CyanoOTU32 (Fig. 4)
J Contig_AL52_1_1C_37 97% Bacteria, Cyanobacteria, Pleurocapsales CyanoOTU35 (Fig. 4)
K Contig_AQ1_1_1B_10 99% Bacteria; Chloroflexi ChlorofOTU07 (Fig. S5)
L Contig_AL52_1_1C_07 91% Bacteria; Cyanobacteria; Prochlorales CyanoOTU09 (Fig. 4)
M Contig_AL31_2_1B_35 100% Bacteria; Chloroflexi ChlorofOTU02 (Fig. S5)
N Contig_AQ2_2_1B_212 98% Bacteria; Actinobacteria; Rubrobacteridae ActinoOTU03 (Fig.S10)
Bands correspond to those labeled in Figure S2.
doi:10.1371/journal.pone.0028767.t003
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Protist diversity
Although protists are conspicuous microbialite inhabitants [57],
their diversity in these environments has been rarely studied. To
prevent library saturation with animal sequences, we amplified
SSU rRNA genes using the primer UNonMet, biased towards
non-metazoan eukaryotes [58]. In addition to libraries from the
selected samples AL31, AL67, AL52 and aquarium microbialites,
we amplified protist SSU rDNAs from the aquarium plankton
(AQ1w and AQ2w) and non-calcified biofilms growing on
aquarium walls (AQ1b and AQ2b). These samples should serve
as controls to identify specific protist phylotypes associated with
growing microbialites. The number of clones analyzed for each
sample is summarized in Table 2.
There were important differences between field and aquarium
samples and also between plankton and microbialites in the
aquaria, whereas the aquarium non-calcified biofilms were similar
to the aquarium microbialites (Figure 3). Field microbialites were
dominated by one single chlorophyte (ChlorophytOTU05, related
to the sessile genera Pseudendoclonium and Blidingia), representing
,90% of all sequences in AL31 and AL67, and ,70% in AL52
(Figure 5). Two additional chlorophytes were identified in AL52:
ChlorophytOTU06, also related to those two genera, and
ChlorophytOTU01, very close to Rhizoclonium hieroglyphicum, an
entangling filamentous algae widespread in microbial mats in fresh
or brackish waters [59]. AL52 also contained a dinoflagellate
OTU related to the photosynthetic genus Woloszynskia. No other
photosynthetic eukaryotes were found in the lake, although they
certainly exist since living diatoms were observed by microscopy
(Figure 2) and their chloroplast SSU rRNA genes were detected in
sample AL31 (see above). Field samples were thus dominated by
green algae, which possibly masked other eukaryotes present in
minor proportions. Thus, only two additional non-photosynthetic
phylotypes were identified in AL31, both corresponding to fungi
(Figure S13).
Aquaria samples were far more diverse. Among photosynthetic
protists, ChlorophytOTU05, dominant in field microbialites, was
also abundant in aquarium microbialites, especially AQ1.
However, it was absent from both the aquarium plankton and
the non-calcified biofilms (Figure 5). It thus seems specifically
associated to microbialites, opening the possibility that it plays a
role in their formation or stability. A few other chlorophytes and
several other photosynthetic lineages were identified in aquaria,
notably diatoms (StramenoOTU05-07) and chrysophytes (Stra-
menoOTU03, frequent in plankton). Concerning heterotrophic
eukaryotes, ciliates (Figure 5) and very diverse opisthokonts were
found in the aquaria (Figure S13). The latter included most
notably Fungi, with typical Ascomycota, Basidiomycota and
Chytridiomycota, but also OTUs of the environmental LKM11
group, now classified as Rozellida or Cryptomycota [60]. A
relatively large diversity of Amoebozoa and choanoflagellates was
also found, the latter almost exclusively in AQ1 and never in the
planktonic fraction. We also identified nucleariids and several
divergent sequences at the base of the Choanoflagellida/
Icthyosporea and at the base of the Metazoa without close
relatives (Figure S13).
Discussion
To address the long-term question of understanding microbial-
mineral interactions and how microbialites form, we first aimed at
characterizing microbial communities inhabiting Alchichica mi-
crobialites at different depths. The recurrent presence of particular
abundant lineages may point out to specific metabolisms and lead
to hypotheses about their role in carbonate precipitation and
microbialite formation. Another important issue is the possibility
to preserve a significant fraction of the original microbial
communities in laboratory aquaria. This would allow mineraliza-
tion experiments under controlled conditions using complex and
fairly genuine diverse microbial communities. Thus, we studied
the diversity of microorganisms belonging to the three domains of
life in an integrative approach rarely undertaken for this kind of
systems.
Alchichica field microbialite community structure and its
variation with depth
Field microbialites at all depths were largely dominated by
Cyanobacteria and Alphaproteobacteria. As in Shark Bay
stromatolites, where ,10% of the Alphaproteobacteria were
potential anoxygenic photosynthesizers [29], many Alchichica
Alphaproteobacteria are likely photosynthetic. Most likely, Alchi-
chica alphaproteobacterial phylotypes display diverse metabolisms
going from autotrophy to heterotrophy which, together with their
richness, suggests an important role in microbialite biofilm
organization and activity. Chloroflexi, present in all samples and
probably abundant according to DGGE fingerprinting, was the
third Alchichica bacterial group with photosynthetic members. In
addition to photosynthesizers, typical heterotrophs such as
Planctomycetales, Bacteroidetes and Actinobacteria, were recur-
rently present at relative high frequency, whereas Beta-, Gamma-
and Deltaproteobacteria and Firmicutes showed more variable
proportions (Figure 3). The dominant Cyanobacteria and
Alphaproteobacteria, accompanied by relatively abundant Planc-
tomycetales, Firmicutes and Bacteroidetes have been reported in
comparable systems including Cuatro Cie´nagas [21], Bahamas
[34,35] and Shark Bay [29,33]. In addition, many of the closest
relatives to Alchichica sequences come from alkaline systems,
notably the giant microbialites of Lake Van, more similar by its
physico-chemical characteristics to Alchichica microbialites than
marine or hypersaline lake ones [13]. This observation was
statistically confirmed by comparing the bacterial community
composition of Alchichica samples with those of Shark Bay,
Bahamas and Lake Van. All Alchichica samples clustered
together, forming two clusters, one for lake samples, with 0.5
and 4 m depth samples more closely related, and the other for
aquarium microbialites (Figure 6). From the other samples,
although much more distant, Lake Van was closer to Alchichica
samples than the marine stromatolites.
Two important observations can be outlined from Alchichica
microbialite bacterial diversity. First, even if many photosynthetic
lineages are present, the relative abundance of typical heterotro-
phic lineages suggests that they play an important role. Second,
the most remarkable change along the depth gradient was the
marked shift in the cyanobacterial community composition,
dominated by filamentous Oscillatoriales in surface and interme-
diate depths (.90% of sequences at 0.5 and 4 m) and by
Pleurocapsales in deeper samples (.80% of sequences, contribut-
ed mostly by the phylotype CyanoOTU35). This shift was
detected by gene library comparison but also by sequencing
intense DGGE bands (Figure S2 and Table 3). Although variation
of the cyanobacterial composition at larger spatial scales (.few
centimeters), as evidenced in Hamelin Pool [29,33] and Bahamas
[32], cannot be discarded, the Oscillatoriales-to-Pleurocapsales
dominance transition with depth in Alchichica is likely related to
adaptation to depth and light intensity. Oscillatoriales are indeed
adapted to high light intensity [61], whereas Pleurocapsales
actively search low light (Waterbury and Stanier, 1978). This
correlates with microscopy observations showing that filamentous
Oscillatoriales tend to grow at the microbialite surface (e.g.
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Figure 2A), where their massive presence can obscure that of other
microbialite-associated bacteria, whereas the coccoid or pseudo-
filamentous Pleurocapsales are intimately associated to the mineral
matrix (unpublished observations). The differential presence of
these morphologically dissimilar cyanobacteria may have a
significant impact on the organization of the microbialite biofilms.
In contrast with the recognized importance of bacteria in
microbialite formation and dynamics, archaea and microbial
eukaryotes might have been overlooked in the past. Our results
show that archaea are present in Alchichica microbialites but in
minor proportions and very low diversity. This confirms
observations from Shark Bay (7% of sequences, [29], Bahamas
(1–2%, [31] and Cuatro Cie´nagas [21] stromatolites. Consequent-
ly, the role of archaea in microbialite formation is probably minor.
Inversely, some reports based on microscopy observations suggest
that microbial eukaryotes could be relevant in microbialites
[57,62], though their diversity has rarely been assessed. The only
available molecular studies, done in Shark Bay and Bahamas
stromatolites [34], detected a very low diversity of eukaryotes
compared to bacteria. However, protist diversity might have been
underestimated with general eukaryotic primers, which lead to
rapid saturation of gene libraries by metazoan sequences,
especially nematodes [34]. Thus, very little is known about protist
contribution to biofilm biodiversity, biomass, structure and
lithification. Here, we avoided gene library saturation by
metazoans using primers biased against animal sequences. Despite
so, we found a low eukaryotic diversity in field microbialites,
corresponding essentially to chlorophytes, with some fungi in the
deepest sample. Therefore, the major eukaryotic players in
Alchichica appear to be green algae, with a same phylotype
(ChlorophytOTU05) dominating along the depth gradient.
Finally, although a variety of physico-chemical parameters were
measured in the water column during sampling as well as
subsequent microbialite mineralogical and isotopic analyses [40],
establishing correlations of these with microbialite microbial
community composition is difficult because of the inherent
heterogeneity of these systems. Microbialites are irregular,
exhibiting different orientations to light at a same depth, and are
spatially structured, offering a variety of niches with different
physico-chemical parameters at microscale. Establishing mean-
ingful correlations between local environmental parameters and
microbial diversity will require further studies at microscale.
Field versus aquaria microbialites
The observation of a large microbial diversity in microbialites
maintained for two years in the laboratory was unexpected for two
reasons. First, only relatively small microbialite fragments were
installed in aquaria, which might not carry individuals of all the
microbial species living in the lake microbialites. Second, since the
laboratory conditions were much more stable (e.g., a remarkably
constant pH, Figure S1), we expected that a few, perhaps
opportunistic, lineages became dominant and excluded the rest
of the native microbial diversity. However, not only the diversity of
most of the abundant lineages found in the lake was maintained,
but bacteria and eukaryotes were much more diverse in laboratory
microbialites (Table 2). Indeed, bacterial communities in aquaria
were, despite their differences, more similar between them than to
the lake samples (Figure 6).
The increase of microbial diversity in aquaria concerns very
diverse groups thriving at pH 8.9. This minimizes the possibility of
potential contaminants coming from the laboratory, which would
be outcompeted by the well-adapted Alchichica alkaliphiles. The
stable conditions in aquaria appear not only to have maintained
organisms dominant in the different field samples, but also favored
the growth of microbes that were in low proportions in the lake.
To our knowledge, there is only another example that compares
the diversity of cultured versus natural microbialites [28].
Although in this case cultured microbialites were artificial (fused
oolitic sand grains inoculated with Bahamian stromatolite
microorganisms), a good preservation of the community compo-
sition after 1.5 years was inferred by comparison of Shannon
indices. These observations suggest a remarkable resilience of
microbialite communities.
Gloeobacterales offer an example of increased diversity and
abundance in aquaria microbialites (Figure 3). These cyanobac-
teria have raised much attention because of their basal position in
phylogenetic trees, being the only group branching before
chloroplasts, and because unusual features such as the lack of
thylakoids and particular photosystems [63,64,65,66,67]. For
many years, the only cultured species was Gloeobacter violaceous,
isolated from calcareous rock [65,68]. More recently, ‘‘Synechococcus
sp. C9’’ was isolated from a mat in Yellowstone alkaline Octopus
spring [63,69]. Several environmental sequences were recently
added to the group, mostly coming from microbial mats or
microbialites, such as the Shark Bay stromatolites [30,33],
suggesting that the whole group may be adapted to this kind of
environments. Our very distant Alchichica sequences encompass
the whole known diversity within this order (Figure 4).
The larger diversity in aquarium microbialites was particularly
manifest in the case of microbial eukaryotes. Whereas a few green
algal phylotypes dominated lake microbialites, cultured micro-
bialites contained those lineages but also a wide variety of other
photosynthetic species, including diatoms and chrysophytes,
diverse other stramenopiles and ciliates (Figure 5) and many
opisthokonts (Figure S13). Possibly, most of these protists were
Figure 5. ML phylogenetic tree of bikont eukaryotic SSU rDNA sequences from Alchichica microbialites. Numbers at nodes indicate
bootstrap values. Sequences from this study are in bold. Numbers of clones retrieved from each sample for each OTU are given on the right. The scale
bar indicates the number of substitutions per site for a unit branch length.
doi:10.1371/journal.pone.0028767.g005
Figure 6. Hierarchical clustering analysis (UPGMA) of bacterial
communities associated to microbialites of various settings
based on pairwise UniFrac metrics. Pairwise comparisons were all
significantly different (p value,0.001).
doi:10.1371/journal.pone.0028767.g006
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present in the lake but throve to large, detectable amounts under
stable laboratory conditions. The diversity of opisthokonts was
remarkable. Several fungal lineages were detected in microbialites,
notably members of the Rozellida [70] or Cryptomycota [60],
which constitute the deepest lineage of fungi and groups parasitic
flagellates very common in freshwater systems [71]. The diversity
of choanoflagellates, amoebae, nucleariids, and several divergent
sequences at the base of the Choanoflagellates/Icthyosporea and
at the base of the Metazoa (Figure S13), makes these microbialites
interesting to explore lineages placed at the onset of metazoan
evolution.
Microbial metabolism-based model of microbialite
formation
Taking into account the most likely metabolisms of the
microorganisms detected in field and aquarium microbialites, we
propose to extend the model of formation of microbialites
originally build on marine Bahamian stromatolites [22] to
Alchichica (Figure S14). Microbialite formation would be the net
result of a balance between metabolic activities favoring carbonate
precipitation or dissolution, which would in turn depend on light
availability (day or night) and on local physico-chemical conditions
(e.g. oxic or anoxic microenvironments) [22].
As in the Bahamas case, the most important metabolism
involved is probably bacterial photosynthesis, in particular the
oxygenic photosynthesis carried out by the very abundant
cyanobacteria. Photosynthesis drives the alkalinity engine towards
carbonate precipitation by consuming bicarbonate [22] and
increasing local pH [72,73]. Although much less studied,
eukaryotic photosynthesizers may play a similar role since many
eukaryotic algae induce comparable changes in pH and CO2
concentration [74]. In addition, eukaryotic algae can provide
nucleation sites [62] and trap particles [75]. Similarly, anoxygenic
photosynthetic bacteria, such as the phototrophic Chloroflexi
likely abundant in Alchichica, also increase local alkalinity and
induce carbonate precipitation [76]. In addition, part of the H2S
consumed by anoxygenic photosynthesis may come from the
activity of SRB, represented in Alchichica by Deltaproteobacteria
and Firmicutes. Sulfate reduction generates carbonate ions, thus
being another activity potentially leading to carbonate precipita-
tion [23,24,25,77]. This process, independent of light availability,
can take place during day and night.
Alchichica microbialites also contain diverse and abundant
heterotrophic bacteria, including Planctomycetales, Bacteroidetes,
Acidobacteria, many Proteobacteria and various others. They can
induce carbonate dissolution due to respiration of organic matter
and production of protons [27] but they can also promote
carbonate precipitation by liberating cations sequestered by EPS
and other macromolecules, making them available for precipita-
tion. Indeed, many of these heterotrophs are known to degrade
complex polymeric compounds, including EPS [78]. The balance
between these processes determines the net formation of
carbonate.
Even if the major role in carbonate precipitation and dissolution
is probably due to activities of the largely dominant bacterial
community, the role of eukaryotes should not be neglected.
Photosynthetic algae may have a direct role on carbonate
precipitation and an indirect role associated to chemical properties
of the cell walls that provide nucleation centers for crystal growth
[79,80]. In addition to their photosynthetic activity, diatoms
embedded in the carbonates could be relevant for secondary
silicification since, after death, their frustules supply Si. Finally,
Alchichica fungi, some of which may be endolithic, also deserve
further study. They could make the system more fragile by
forming pervasive microborings but also serve as new calcification
centers [81]. At any rate, protists play an important role as grazers
and predators, exerting a control over bacteria and being involved
in the fine-tuning of the community structure and its activities.
Materials and Methods
Sampling and maintenance of living microbialites in
aquaria
Samples were collected from Lake Alchichica (N 19u25.119; W
97u23.860, Puebla State, Mexico) in July 2007. No specific permits
were required for the described field studies, the location is not
privately-owned or protected and the field studies did not involve
endangered or protected species. Several physico-chemical
parameters were measured in the water column at different
depths including total dissolved solutes, pH, temperature,
concentrations of Cl-, SO4
22, Br2, F2, Na+, Mg2+, K+, Ca2+,
Li+, O2, Si, NO2
2, NO3
2, PO4
32, NH4
+, N/P ratios, conduc-
tivity, alkalinity, suspended matter and the saturation index for
several minerals [40]. Similarly, bulk mineralogical and isotopic
(d13C and d18O) analyses of microbialites at different depths were
carried out [40]. Living microbialite fragments were collected by
scuba diving along a depth gradient from immediately below
surface down to 14 m in depth. Samples for microbiology studies
were picked up with gloves and sterile forceps to minimize all
possible contamination, introduced in Falcon tubes and fixed in
situ in ethanol (80% final concentration). They were kept at room
temperature during transport, then stored at 4uC until processing.
Several larger microbialite fragments (.10 cm) were placed in
sterile plastic containers filled with lake water for transfer to
laboratory aquaria. A layer of small (1 cm) fragments of sub-fossil,
rim Alchichica microbialites was deposited at the bottom of
aquaria in order to buffer the solution pH and chemical
composition. Living microbialite fragments were deposited in
aquarium 1 (AQ1, fragments collected at 30 cm, 3 m and 8 m
depth) and aquarium 2 (AQ2, fragments collected at 80 cm, 1 m
and 6 m depth). Aquaria were illuminated with 15w 210 lumens/
W fluorescent tubes producing solar spectral wavelength. Photo-
periods were adjusted to 12 h of daylight for AQ1 and 16 h of
light for AQ2. Temperature and pH were measured once a month
and water loss due to evaporation replaced by distilled water.
Despite some temperature variation over time for over 3 years
after collection, pH remained remarkably constant at 8.9
(Supplementary Figure S1). The aquarium microbialite samples
collected for molecular analyses were taken from the fragments
from 3 m (AQ1) and 6 m (AQ2) depth.
Optical and confocal laser scanning microscopy
Fresh aquarium microbialite-associated biofilms were examined
using a Zeiss Axioplan 2 optical microscope and photographed
with a Canon PowerShot G5 camera. We also prepared
microbialite inclusions in resin for the observation of transversal
sections using confocal laser scanning microscopy (CLSM). Several
samples were stained with 49,69-diamidino-2-phenylindole or
DAPI (1 mg/ml; 10 minutes at room temperature) and/or calcein
(0.1 mg/ml; 36 h at 4uC) prior to inclusion. Microbialite
fragments were dehydrated in a gradual series of ethanol baths
(30%, 50%, 70%, 90%, and 100%), and progressively impreg-
nated with hard grade LR-white resin (Polysciences, Inc.). Samples
were incubated for 18 h at 4uC in (1/1) then (2/1) mixture of LR-
white/ethanol and finally in pure LR-white resin. After 3 h at
room temperature, samples were embedded in pure LR-white
resin for 1 h at 40uC and then for 24 h at 60uC. After
polymerization, transverse cross-sections were cut with a diamond
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wire and polished (diamond powder J mm). These sections were
examined using a FluoViewTM FV1000 confocal laser scanning
microscope with a spectral resolution of 2 nm (Olympus). The
FluoViewTM FV1000 was equipped with a 405 nm laser diode,
and multi-line argon (458 nm, 488 nm, and 515 nm), helium-neon-
green (543 nm) and helium-neon-red (633 nm) lasers. Fluorescence
images of the microbialite transversal sections were obtained with
concomitant excitation at wavelengths of 405 nm, 488 nm, and
543 nm and collection of the emitted fluorescence between 425–
475 nm, 500–530 nm, and 560–660 nm, respectively.
DNA purification
Total genomic DNA was extracted 1) from ethanol-fixed field
samples selected along a depth profile in the lake and 2) from
aquaria microbialites 2 years after collection. A small fragment
(,1 cm3) from each microbialite sample was ground using a sterile
agate mortar. 200 ml of the resulting powder were transferred to
an eppendorf tube. Carbonates were largely dissolved by adding
100 ml of HCl at 33% for 30 s then neutralized with 1 ml of a 1:1
mixture of PBS pH 7 and 0.5 M EDTA pH 9. Samples were
centrifuged for 5 min at 12500 rpm. DNA was extracted from the
pellet using two different methods. In a preliminary assay, DNA
was purified with the QuickPickTMgDNA Kit (Bio-Nobile,
Parainen, Finland) following the instructions of the manufacturer
except that samples were previously incubated for 3 h at 56uC
with 0,5 ml of Proteinase K extra (20 mg/ml) and 1,5 ml of
ViscozymeH. In a second assay DNA was purified using the
MoBioPowerSoil DNA kit (MoBio, Carlsbad, CA, USA) after a
first incubation step with 2 ml of ViscozymeH (Sigma-Aldrich,
Buchs, Switzerland) (1 h at 37uC) in order to enhance degradation
of the abundant exopolymeric substances. According to prelimi-
nary tests (data not shown), the second protocol produced a better
extraction yield and was thus applied on every sample selected
along the depth gradient. However, we include in the present
study the results of libraries constructed using DNA purified with
the first method as replicates. Libraries constructed using DNA
purified by the first method were labeled Library 1; those made
with the second one are labeled Library 2.
Denaturing gel gradient electrophoresis (DGGE) analysis
SSU rDNA fragments of approximately 150 bp were amplified
from DNA purified from different microbialite samples using the
MoBio kit with the specific bacterial forward primer 341F-
GCclamp (CGCCCGCCGCGCGCGGCGGGCGGGGCGGG-
GGCACGGGGGG CCTACGGGAGGCAGCAG) and the re-
verse bacterial primer 543R (ATTACCGCGGCTGCTGG) [82].
Polymerase chain reactions (PCR) were performed under the
following conditions: an initial denaturation step at 94uC for
3 min, 30 cycles consisting of a denaturation step at 94uC for 15 s,
an annealing step of 30 s (a touch down procedure with a
decreasing annealing temperature from 65uC to 55uC for the 10
first cycles was applied followed by a hybridization temperature of
55uC for the following 20 cycles) and a polymerization step at
72uC for 1.5 min, and a final step of 1 h extension at 72uC
(modified from [82]). Migration of PCR products was done in a
denaturing gradient gel using the CBS Scientific (California, USA)
electrophoresis system. Urea and formamide were used as
denaturing agents with a concentration gradient from 30% to
60%. 50 bp-ladder markers (Promega, Lyon, France) were
intercalated every three samples. The gels were stained with
SYBR Gold (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) and photographed
under UV light. Gels were normalized according to the ladder
migration using the software BionumericsH (AppliedMaths, Sint-
Martens-Latem, Belgium). A distance matrix based on the
presence/absence of bands in the different samples was used for
cluster analysis of samples using the Jaccard coefficient [83].
Small subunit rRNA gene library construction
We constructed SSU rDNA libraries specific for archaea,
bacteria, cyanobacteria and microbial eukaryotes from five
selected samples: three field samples from three different depths
AL31 (0.5 m), AL67 (3 m), AL52 (14 m) and two samples from the
two aquaria. Samples from aquarium microbialites used in this
study were collected after 17 months (Libraries 1) and 27 months
(Libraries 2). To amplify SSU rDNA, the following sets of specific
primers were used: B-27F (AGAGTTTGATCCTGGCTCAG)
and 1492R (GGTTACCTTGTTACGACTT) for bacteria;
CYA106F (CGGACGGGTGAGTAACGCGTGA) [44] and
23S30R (CTTCGCCTCTGTGTGCCTAGGT) for cyanobacte-
ria; Ar109 (AC(G/T)GCTGCTCAGTAACACGT) and 1492R
for archaea and 82F (GAAACTGCGAATGGCTC) and UN-
onMet (TTTAAGTTTCAGCCTTGCG) for non-metazoan eu-
karyotes [58]. PCR reactions were performed under the following
conditions: 30 cycles (denaturation at 94uC for 15 s, annealing at
50–55uC for 30 s, extension at 72uC for 2 min) preceded by 2 min
denaturation at 94uC, and followed by 7 min extension at 72uC.
Clone libraries were constructed using the TopoTA cloning kit
(Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) according to the manufacturer’s
instructions. Clone inserts were partially sequenced (,800 bp) by
Beckman Coulter Genomics (Takeley, United Kingdom) using
first the reverse primer 1492R for bacteria (including cyanobac-
teria) and archaea and the forward primer 82F for eukaryotes. At
least one representative clone per phylotype or Operational
Taxonomic Unit (OTU, group of sequences sharing .97%
identity) was fully sequenced for detailed phylogenetic analysis.
Sequences were deposited in GenBank with accession numbers
JN825302–JN825705.
Phylogenetic analyses
A total of 1143 bacterial clones excluding cyanobacteria
amplified with specific cyanobacterial primers, 526 cyanobacterial
clones (in addition to cyanobacterial clones retrieved with general
bacterial primers) and 598 eukaryotic clones were analyzed. The
closest relatives to these sequences were identified by BLAST
[84,85] and retrieved from GenBank (http://ncbi.nlm.nih.gov/).
Several datasets (one for each life domain and one specific for
cyanobacteria) were constructed and aligned using MAFFT [86].
A preliminary phylogenetic analysis of all partial sequences was
done by distance methods (neighbor-joining, NJ), allowing the
identification of identical or nearly identical sequences and the
selection of representative clones for subsequent analysis. The
multiple alignment was then manually edited using the program
ED from the MUST package [87]. Final phylogenetic trees
included our sequences together with their closest relatives in
GenBank and some representative cultivated species. Maximum
likelihood (ML) phylogenetic trees were reconstructed using
TREEFINDER [88] applying a general time reversible (GTR)
model of sequence evolution, and taking among-site rate variation
into account by using a four-category discrete approximation of a
C distribution. Maximum likelihood bootstrap proportions were
inferred using 1,000 replicates. Phylogenetic trees were viewed
using FIGTREE [89].
Estimates of microbial diversity and community
comparison analyses
Distance matrices were generated for each clone library using
ClustalX software [90]. They were used as input for the software
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DOTUR [91], which was used to cluster sequences in OTUs using
an identity cut-off of 0.03. Richness estimations (Chao1 and Ace)
were calculated using DOTUR with default settings. Coverage
values were calculated using the Good estimator [92] following the
equation C = (12n/N)6100, where C is the percentage of
coverage of the library, n the number of singletons and N the
total number of clones examined. To compare the composition of
bacterial communities associated to Alchichica microbialites with
those associated to Bahamas [31] and Shark Bay [29] stromatolites
as well as to the alcaline Lake Van microbialites [13], we
recovered the SSU rDNA bacterial sequences from those studies
and constructed an alignment containing 3040 sequences using
MAFFT [86]. We then constructed an approximately maximum
likelihood phylogenetic tree based on 338 unambiguously aligned
positions using FastTree [93]. We then compared ß-diversity
measurements and obtained pairwise p-values using UniFrac [94]
as implemented in the software MOTHUR [95].
Supporting Information
Figure S1 Alchichica microbialites maintained in laboratory
aquaria. A. Initial setting of microbialites fragments in aquaria
with different photoperiods. B. Microbialites after one year of
cultivation in aquaria. C. Measurements of pH and temperature
over time. Orange symbols (aquarium 1); blue symbols, aquarium
2. Red bars indicate points at which aquaria were sampled for the
clone Library 1 and Library 2 construction of the present study.
(TIF)
Figure S2 Cluster analysis of DGGE fingerprints of bacteria
associated to Alchichica microbialites. The name and depth of
each sample are given on the right. AQ1 and AQ2 correspond to
samples from laboratory aquaria. The scale bar above the
dendrogram shows distances (%) between samples based on
presence/absence of bands. Grey bars at nodes indicate the
standard deviation. Bands labeled with capital letters were cut for
sequencing. Samples labeled with an asterisk were chosen for
detailed molecular diversity analyses.
(TIF)
Figure S3 Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of
alphaproteobacterial SSU rDNAs from Alchichica microbialites.
Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this
study are in bold. Relative proportions of the different OTUs in
each sample are indicated by circles of proportional size on the
right. The number (n) indicates the number total of clone analyzed
for each sample. The scale bar indicates the number of
substitutions per site for a unit branch length.
(TIF)
Figure S4 Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU
rDNA sequences of Deltaproteobacteria and Gammaproteobac-
teria from Alchichica microbialites. Numbers at nodes indicate
bootstrap values. Sequences from this study are in bold. Numbers
of clones retrieved from each sample for each OTU are given on
the right. The scale bar indicates the number of substitutions per
site for a unit branch length.
(TIF)
Figure S5 Maximum likelihood phylogenetic tree of SSU rDNA
sequences of Chloroflexi and Chlorobi from Alchichica micro-
bialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences
from this study are in bold. Numbers of clones retrieved from each
sample for each OTU are given on the right. Asterisks indicate
OTUs also identified in DGGE patterns. The scale bar indicates
the number of substitutions per site for a unit branch length.
(TIF)
Figure S6 Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU
rDNA sequences of Gemmatimonadetes and Acidobacteria from
Alchichica microbialites. Numbers at nodes indicate bootstrap
values. Sequences from this study are in bold. Numbers of clones
retrieved from each sample for each OTU are given on the right.
The scale bar indicates the number of substitutions per site for a
unit branch length.
(TIF)
Figure S7 Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU
rDNA sequences of Betaproteobacteria from Alchichica micro-
bialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences
from this study are in bold. Numbers of clones retrieved from each
sample for each OTU are given on the right. The scale bar
indicates the number of substitutions per site for a unit branch
length.
(TIF)
Figure S8 Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU
rDNA sequences of Planctomycetales and Verrucomicrobia from
Alchichica microbialites. Numbers at nodes indicate bootstrap
values. Sequences from this study are in bold. Numbers of clones
retrieved from each sample for each OTU are given on the right.
The scale bar indicates the number of substitutions per site for a
unit branch length.
(TIF)
Figure S9 Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU
rDNA sequences of Bacteroidetes from Alchichica microbialites.
Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this
study are in bold. Numbers of clones retrieved from each sample
for each OTU are given on the right. Asterisks indicate OTUs also
identified in DGGE patterns. The scale bar indicates the number
of substitutions per site for a unit branch length.
(TIF)
Figure S10 Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU
rDNA sequences of Actinobacteria and Firmicutes from Alchi-
chica microbialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values.
Sequences from this study are in bold. Numbers of clones retrieved
from each sample for each OTU are given on the right. Asterisks
indicate OTUs also identified in DGGE patterns. The scale bar
indicates the number of substitutions per site for a unit branch
length.
(TIF)
Figure S11 Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU
rDNA sequences of CD OP11, CD WS6, Deinoccocus-Thermus,
CD SBR1, CD BRC1, CD NKB19, Nitrospira, CD TM6, CD
OP3 and Spirochaeta from Alchichica microbialites. Numbers at
nodes indicate bootstrap values. Sequences from this study are in
bold. Numbers of clones retrieved from each sample for each
OTU are given on the right. The scale bar indicates the number of
substitutions per site for a unit branch length.
(TIF)
Figure S12 Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU
rDNA sequences of Archaea from Alchichica microbialites.
Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this
study are in bold. Numbers of clones retrieved from each sample
for each OTU are given in brackets. The scale bar indicates the
number of substitutions per site for a unit branch length.
(TIF)
Figure S13 Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU
rDNA sequences of Unikonts (Amoebozoa plus Opisthokonta)
from Alchichica microbialites. Numbers at nodes indicate
bootstrap values. Numbers of clones retrieved from each sample
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for each OTU are given on the right. The scale bar indicates the
number of substitutions per site for a unit branch length.
(TIF)
Figure S14 Hypothetical model of carbonate formation dynam-
ics based on known metabolisms of microbial lineages detected in
Alchichica microbialites. The panels represent the activities that
would occur during day (left) and; night (right) in areas where
oxygenic (upper panels) or anoxygenic (lower panels) photosyn-
thesis predominates.
(TIF)
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Figure S1. Alchichica microbialites maintained in laboratory aquaria. A. Initial setting of microbialites fragments in 
aquaria with different photoperiods. B. Microbialites after one year of cultivation in aquaria. C. Measurements of pH 
and temperature over time. Orange symbols (aquarium 1); blue symbols, aquarium 2. Red bars indicate points at 
which aquaria were sampled for the clone Library 1 and Lybrary 2 construction of the present study.
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Figure S2. Cluster analysis of DGGE fingerprints of bacteria associated to Alchichica microbialites. The name 
and depth of each sample are given on the right. AQ1 and AQ2 correspond to samples from laboratory aquaria. 
The scale bar above the dendrogram shows distances (%) between samples based on presence/absence of 
bands. Grey bars at nodes indicate the standard deviation.  Bands labeled with capital letters were cut for 
sequencing. Samples labeled with an asterisk were chosen for detailed molecular diversity analyses.
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Alchichica_AQ1_2_1B_72 AlphaOTU 19
Alchichica_AL31_2_1B_114 AlphaOTU 43
Sphingomonas adhaesiva C2_lake water [FJ009391]
Alchichica_AQ2_2_1B_140 AlphaOTU 58
Unc. bacterium clone Baqar.Sed.Eubac.20. lake sediment [AB355069]
Alchichica_AL31_2_1B_126 AlphaOTU 26
Unc. alpha proteobacterium clone D1B11_dry stromatolite[EU753663]
Alchichica_AL52_2_1B_64 AlphaOTU 29
Unc. bacterium clone TX1A_23_alkaline saline soil lake Texcoco [FJ152576]
Unc. bacterium clone Pia-s-79 freshwater sedimen [EF632942]
Alchichica_AL52_2_1B_161 AlphaOTU 08
Alchichica_AQ2_1_1B_61 AlphaOTU 31
Alchichica_AQ1_2_1B_152 AlphaOTU 15
Prosthecomicrobium consociatum strain 11 soil [FJ560750]
Unc._bacterium cloneTX5A 64_alkaline saline soil lake Texcoco [FJ152772]
Alchichica_AQ1_2_1B_39 AlphaOTU 68
Alchichica_AL52_2_1B_84 AlphaOTU 62
Inquilinus limosus strainAU1979 [AY043375]
Alchichica_AL31_2_1B_163 AlphaOTU 64
Alchichica_AQ1_1_1B_74 AlphaOTU 22
Pelagibius litoralis [DQ401091]
Alchichica_AL52_2_1B_100 AlphaOTU 20
Alchichica_AQ1_2_1B_80 AlphaOTU 56
Alchichica_AL67_2_1B_53 AlphaOTU 54
Alchichica_AL67_2_1B_62 AlphaOTU 06
Alchichica_AQ2_1_1B_38 AlphaOTU 30
Alchichica_AL31_2_1B_123 AlphaOTU 52
Caenispirillum bisanense strain K92 [EF100694]
Rhodobacter sp. Jip03 rotten rice straw [AB122032]
Unc. soil bacterium clone SN87 [EU735674]
Unc. bacterium clone SZB59 mangrove sediment [AM176848]
Alchichica_AL67_2_1B_60 AlphaOTU 16
Unc.alpha proteobacterium clone WN-HWB-29 Lake Hamra water[DQ432334]
Alchichica_AL52_2_1B_133 AlphaOTU 46
Unc. compost bacterium clone 2B22 [DQ346506]
Unc. bacterium clone CV81 cave wall microbial biofilm[EF530680]
Unc. pond bacterium clone81 T12d oil [FM242433]
Unc. Rhodospirillales Agricultural soil clone Plot17-2E11[EU440692]
Oceanibaculum indicum strainP24 [EU656113]
Alchichica_AL31_2_1B_128 AlphaOTU 45
Rubribacterium polymorphum strain Green Soda lake [EU857676]
Unc. Rhizobiaceae bacterium clone TDNP_Wbc97_42_3_189 Water sample [FJ517108] 
Alchichica_AL52_2_1B_119 AlphaOTU 10
Hyphomicrobium_hollandicum strain IFAM KB-677 [Y14303]
Alchichica_AL52_2_1B_174 AlphaOTU 50
Alchichica_AQ2_2_1B_17 AlphaOTU 25
Roseomonas sp. SK65 [AM991117]
Candidatus Alysiosphaera [AY428766]
Alchichica_AQ1_2_1B_176 AlphaOTU 40
Alchichica_AL52_2_1B_31 AlphaOTU 34
Parvularculaceae bacterium P33 [EU851414]
Unc. bact EBPR sludge clone77 [DQ413135]
Loktanella salsilacus clone SE10 [AY771745]
Alchichica_AL31_2_1B_171 AlphaOTU 37
Bosea sp. GR060219 agricultural soil [EU448290]
Alchichica_AL52_1_1B_34 AlphaOTU 65
Alchichica_AL52_2_1B_67 AlphaOTU 24
Unc. mine biofilm clone H04 1 [FM253627]
Unc. alphaproteo. inactive hydrothermal field sediments cloneB6C [FJ205185]
Unc. alphaproteobacteria clone H06-1 gold mine biofilm[FM253628]
Alchichica_AL52_1_1B_01 AlphaOTU 14
Alchichica_AL31_2_1B_13 AlphaOTU 21
Unc. bacterium clone TDNP_Bbc97_269_1_73 biofilm [FJ516790]
Alchichica_AL31_2_1B_02 AlphaOTU 36
Alchichica_AL31_2_1B_71 AlphaOTU 41
Unc.bact hot spring clone PK324 [AY555804]
Alchichica_AL67_2_1B_87 AlphaOTU 53
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Figure S3. Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of alphaproteobacterial SSU rDNAs from Alchichica microbialites. 
Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this study are in bold. Relative proportions of the different 
OTUs in each sample are indicated by circles of proportional size on the right The number (n) indicates the number total 
of clone analyzed for each sample. The scale bar indicates the number of substitutions per site for a unit branch length.
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Unc. deltaproteobacteria clone:48 T12d-oil sediment Etang de Berre [FM242397]
Alchichica_AQ1_1_1B_77 DeltaOTU07
Unc. bacterium clone p9i23ok Grass prairie [FJ479170]
Rhodanobacter lindaniclasticus strain: G soil 549 [AB245365]
Unc. bacterium clone SLB622 late holocene lake sediment [DQ787717]
Alchichica_AL52_2_1B_170 GammaOTU22
Unc. bacterium clone 070C81 Sediment Bering Sea [EU734976]
Alchichica_AQ1_2_1B_111 GammaOTU20
Alchichica_AQ1_2_1B_98 DeltaOTU03
Alchichica_AL52_2_1B_163 GammaOTU04
Unc. bacterium clone ORCA-17N118 Oregon Caves [DQ823220]
Unc. soil bacterium clone CWT ST01_F02 Coweeta forest soil [DQ129144]
Unc. gamma proteobacterium clone I3C Deep marine sediment [FJ205335]
Unc. bacterium clone livecontrolB15 Methane seep sediment [FJ264749]
Alchichica_AL52_1_1B_24 DeltaOTU01
Unc. bacterium clone p27k11ok Grass prairie [FJ479048]
Alchichica_AQ1_2_1B_18 GammaOTU08
Desulfopila aestuarii strain MSL86 Harbor sediment Japan [AB110542]
Alchichica_AL31_2_1B_54 DeltaOTU04
Entotheonella palauensis Symbiont of a marine sponge [AF130847]
Desulfoglaeba alkanexedens strain ALDC oily sludge [DQ303457]
Myxobacterium SMH-27-4 Coastal soil [AB252740]
Alchichica_AQ2_1_1B_72 GammaOTU23
Unc. bacterium clone LR-372 Lonar Soda Lake water [DQ302442]
Alchichica_AQ2_2_1B_132 GammaOTU25
Methylonatrum kenyense strain AMT 3 [EU006088]
Alchichica_AL52_2_1B_68 GammaOTU02
Legionella nautarum strain NCTC 12375 = ATCC 49506 [Z49728]
Ectothiorhodospiraceae bacterium Su4 [EU837269]
Alchichica_AQ1_1_1B_72 GammaOTu01
Nannocystis exedens strain DSM71 [AB084253]
Alchichica_AQ1_2_1B_69 GammaOTU24
Alchichica_AQ2_2_1B_235 GammaOTU10
Unc. bacterium clone F48 River water [FJ230893]
Unc. gammaproteobacteria clone: 094-Cadma Submerged biofilm [AB478683]
Unc. bacterium clone bOHTK-76 sediments Okhotsk Sea [FJ873368]
Alchichica_AQ1_2_1B_109 GammaOTU17
Alchichica_AL52_2_1B_85 GammaOTU11
Acinetobacter junii strain 437 [EU841484]
Alchichica_AL52_2_1B_175 GammaOTU07
Xanthomonas sp. B05-08.04.0214 Clinical isolate [DQ213024]
Unc. bacterium clone :1614 activated sludge [AB286618]
Bacterium SG-3 Aquatic bacsterium that lyses cyanobacteria [AF548381]
Unc. gamma proteobacterium clone AT-s3-1 Mid-Atlantic Ridge hydrothermal sediment [AY225632]
Pseudomonas sp. BWDY-40 [DQ200853]
Unc. Chromatiales water clone TDNP_Wbc97_128_1_33 [FJ517010]
Alchichica_AL31_2_1B_32 GammaOTU21
Unc. bacterium clone B62 Wastewater [EU234198]
Gamma proteobacterium KA5-B [AB174844]
Unc. gamma proteobacterium MERTZ_2CM_300 Shelf sediments [AF424122]
Alchichica_AL31_2_1B_37 GammaOTU19
Alchichica_AQ2_1_1B_12 DeltaOTU14
Unc. gamma proteobacterium clone LiUU-3-334 Freshwater [AY509440]
Alchichcia_AQ2_2_1B_66 DeltaOTU15
Alchichica_AQ1_1_1B_34 GammaOTU15
Unc. bacterium clone CM94 Freshwater calcareous mat [EF580955]
Alchichica_AQ1_1_1B_81 DeltaOTU18
Unc. bacterium clone 1T17 Reverse osmosis membrane biofilm [EU835407]
Alchichica_AQ2_1_1B_58 GammaOTU14
Alchichica_AQ1_1_1B_26 DeltaOTU09
Alchichica_AQ1_1_1B_36 GammaOTU09
Kofleria flava strain Pl vt1 [AJ233944]
Pseudofulvimonas gallinarii  strain Sa15T [FN298515]
Codakia orbicularis gill symbiont [X84979]
Geobacter sulfurreducens strain PCA [AE017180]
Alchichica_AQ2_2_1B_248 DeltaOTU19
Alchichica_Al52_2_1B_45 DeltaOTU06
Alchichica_AQ1_1_1B_07 GammaOTU16
Alchichica_AQ2_2_1B_245 DeltaOTU02
Alchichica_AL31_2_1B_19 GammaOTU18
Alchichica_AQ1_2_1B_41 DeltaOTU08
Alchichica_AQ1_1_1B_20 DeltaOTU10
Unc. bacterium clone TX4CB_58 alkaline saline lake Texcoco  [FJ152927]
Delta proteobacterium LacK4 Marine surface sediment Wadden Sea [AY771929]
Achromatium oxaliferum clone AST10 (Stechlin) [AJ010594]
Unc. bacterium clone TX4CB_128 alkaline saline lake Texcoco [FJ152997]
Alchichia_AQ1_2_1B_200 GammaOTU12
Unc. bact. clone TX1A_44 alkaline saline lake Texcoco  [FJ152597]
Alchichica_AQ1_2_1B_110 DeltaOTU17
Unc.soil gamma proteobacterium clone OS-C47 [EF612422]
Alchichica_AL67_2_1B_66 GammaOTU03
Alchichica_AL52_2_1B_166 GammaOTU06
Stenotrophomonas maltophilia strain B2314 [AY837726]
Unc. bacterium clone G13 great artesian basin Australia [AF407700]
Unc. bacterium clone P0X3b5F08 Seafloor lava [EU491392]
Unc. Haliangiaceae TDNP_Bbc97_52_2_118 [FJ516809]
Rheinheimera perlucida strain BA131T surface water Baltic sea [AM183347]
Lysobacter_capsici55_FN357198
Alchichica_AQ1_1_1B_61 DeltaOTU12
Alchichica_AQ2_1_1B_30 DeltaOTU05
Alchichica_AQ1_1_1B_14 GammaOTU05
Alchichica_AQ2_1_1B_59 DeltaOTU11
Unc. soil bacterium clone KNR200711-028 [EU881182]
Alchichica_AQ2_2_1B_157 DeltaOTU16
Alchichica_AQ1_2_1B_180 GammaOTU13
Alchichica_AQ1_2_1B_10 DeltaOTU13
Unc. bacterium clone p7a04ok Grass prairie [FJ479050]
Unc. bact. clone AKAU4173 uranium contaminated soil [DQ125908]
Unc. bacterium clone Chun-s-31 Freshwater sediment Chili [EF632754]
Unc. bacterium clone TX1A_19 alkaline saline lake Texcoco [FJ152572]
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Figure S. Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU rDNA sequences of Deltaproteobacteria and Gammaproteobacteria  from Alchichica 
microbialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this study are in bold. Numbers of clones retrieved from each sample 
for each OTU are given on the right. The scale bar indicates the number of substitutions per site for a unit branch length.
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Ignavibacterium album Mat9-16 hot spring microbial mat [AB478415]
Alchichica_AL31_2_1B_35 ChlorofOTU02 
Alchichica_AQ1_2_1B_115 ChlorofOTU03
Unc. bacterium clone Ge19 Oxygen limited reactor [FJ710669]
Chloroflexus aggregans DSM 9485 [CP001337]
Unc. Chloroflexi bacterium clone MSB-3A1 Mangrove soil [DQ811863]
Unc. bacterium clone A309 Anderson Lake [EU283596]
Uncultured bacterium clone Elev_16S_785 Rhizosphere [EF019636]
Anaerolinea thermophila strain UNI-1 [AB046413]
Unc. Chloroflexi bacterium clone DTB125 geothermal spring mat [EF205529]
Chlorobium ferrooxidans DSM1303ctg48 [AASE01000013]
Candidatus Chlorothrix halophila hypersaline microbial mat [AY395567]
Alchichica_AQ2_1_1B_67 ChlorofOTU09
Unc. Chloroflexi bacterium clone NC019 soil [EF141855]
Alchichica_AL52_2_1B_94 ChlorofOTU06
Alchichica_AQ1_2_1B_156 ChlorobOTU01
Alchichica_AL52_2_1B_51 ChlorofOTU05
Unc. bacterium isolate BMM01 mesophilic terrestrial mat [EF126227]
Caldilinea aerophila strain STL-6-O1 [AB067647]
Unc. Chloroflexi bacterium Clone 79 T12d+oil sediment [FM242440]
Unc. bacterium clone TX1A_123 Lake Texcoco [FJ152675]
Alchichica_AL67_2_1B_105 ChlorofOTU10 
Unc. bacterium clone 02D2Z61 Guerrero Negro microbial mat [DQ329894]
Unc. sludge bacterium H8 sludge [AF234705]
Unc. soil bacterium clone UD6 contaminated soil [DQ297988]
Alchichica_AQ1_1_1B_10 ChlorofOTU07 
Alchichica_AL67_2_1B_154 ChlorofOTU11  
Alchichica_AL31_2_1B_142 ChlorofOTU04
Unc. bacterium clone SC139 oil contaminated soil [EU735629]
Unc. bacterium clone CI5cm.48 Carbonate sediment [EF208677]
Alchichica_AL31_2_1B_07 ChlorofOTU08
Alchichica_AL67_2_1B_187 ChlorofOTU01 
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Figure S5. Maximum likelihood phylogenetic tree of SSU rDNA sequences of Chloroflexi and Chlorobi 
from Alchichica microbialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this study are 
in bold. Numbers of clones retrieved from each sample for each OTU are given on the right. Asterisks indi-
cate OTUs also identified in DGGE patterns. The scale bar indicates the number of substitutions per site 
for a unit branch length.
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Unc.Gemmatimonadetes clone AMKC8 contaminated soil [AM935022]
Unc. Acidobacteria clone BuhD-130 uranium mill tailings [FM877548]
Alchichica_AQ1_1_1B_60 GemmatiOTU04
Candidatus Solibacter usitatus Ellin6076 [NC_008536]
Alchichica_AQ1_1_1B_47 AcidoOTU05
Unc. bacterium clone p36e23ok Grass prairie [FJ479166]
Alchichica_AQ1_2_1B_153 GemmatiOTU05
Alchichica_AQ2_2_1B_112 AcidoOTU11
Bacterium Ellin5220 Uncultured soil [AY234571]
Acidobacteria bacterium WSF1-34 Bamboo grove soil [FJ405895]
Unc. bacterium clone KNA6-EB19 groundwater [AB179692]
Unc. bacterium clone SS-62 sludge-seeded bioreactor [AY945875]
Alchichica_AQ1_1_1B_27 AcidoOTU02
Alchichica_AQ1_2_1B_97 AcidoOTU10
Alchichica_AQ1_2_1B_143 GemmatiOTU03
Unc. bacterium clone IFD_86 Mt. Nan-Jen soil [DQ984565]
Alchichica_AQ1_2_1B_44 AcidoOTU07
Unc. Acidobacteria clone AMEB6 contaminated soil [AM935295]
Alchichica_AQ2_2_1B_50 GemmatiOTU02
Bacterium Ellin6099 [AY234751]
Alchichica_AQ1_2_1B_139 AcidoOTU09
Unc. bacterium clone 113D39 Sediment Bering sea [EU735017]
Unc. bacterium clone TX1A_92 alkaline saline soils Texcoco lake [FJ152644]
Alchichica_AQ1_2_1B_74 GemmatiOTU06
Unc. Gemmatimonadetes bacterium isolate BF23 biofilm wastewater [DQ839330]
Terriglobus roseus strain KBS 68 soil [DQ660894]
Alchichica_AL64_1_1B_21 AcidoOTU03
Alchichica_AQ1_1_1B_29 AcidoOTU01
Alchichica_AQ2_2_1C_12 GemmatiOTU07
Unc. Gemmatimonadales bacterium clone Plot17-2F12 Agricultural soil [EU440658]
Acidobacterium capsulatum ATCC 51196 [CP001472]
Alchichica_AQ1_2_1B_38 AcidoOTU12
Alchichica_AQ2_1_1B_68 AcidoOTU04
Alchichica_AL31_2_1B_154 GemmatiOTU01
Unc. bacterium clone p36h23ok Grass prairie [FJ478495]
Acidobacteria bacterium KBS 96 [FJ870384]
Unc. bacterium clone 5C231130 Lake Gatun [EU803543]
Unc. bacterium clone B8 Activated sludge [FJ660500]
Bacterial species 16S rRNA gene (clone kb2426) [Z95732]
Unc. bacterium clone TX1A_24 alkaline saline soils Texcoco lake [FJ152577]
Alchichica_AQ1_2_1B_179 AcidoOTU08
Alchichica_AQ2_2_1B_167 AcidoOTU06
Candidatus Chloracidobacterium thermophilum clone BAC M60-018 J19 [EF531339]
Gemmatimonas aurantiaca T-27 Activated sludge [AP009153]
Uncultured bacterium clone 101-85 heavy oil seeps of the Rancho La Brea [EF157177]
Unc. Acidobacteria clone TDNP_USbc97_70_2_161 sediment [FJ516981]
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Figure S. Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU rDNA sequences of Gemmatimonadetes and Acido-
bacteria  from Alchichica microbialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this study are 
in bold. Numbers of clones retrieved from each sample for each OTU are given on the right. The scale bar indicates 
the number of substitutions per site for a unit branch length.
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Alchichica_AL67_2_1B_104 BetaOTU03
Unc. bacterium clone p9b14ok Grass prairie [FJ479588]
Unc betaproteoTDNP_Wbc97_147_1_50 water [FJ517019]
Unc. bacterium clone 81 Anaerobic reactor pH 8.0 [FJ535025]
Unc. bacterium clone 77-2 Garden soil [AY830778]
Alchichica_AQ1_2_1B_187 BetaOTU11
Delftia acidovorans strain MBIC1305 [AB020186]
Acidovorax ebreus TPSY [CP001392]
Alchichica_AQ2_1_1B_57 BetaOTU04
Unc. betaproteobact. clone HAVOmat12 Hawai lava cave mat [EF032746]
Alchichica_AL31_2_1B_148 BetaOTU05
Alchichica_AQ1_2_1B_173 BetaOTU13
Unc. bacterium clone Rap1_15C Chile: Rapel reservoir sediment [EF192884]
Alchichica_AQ1_1_1B_01 BetaOTU06
Alchichica_AQ2_1_1B_53 BetaOTU08
Sterolibacterium sp. TKU1 Ultrapure water [AM990454]
Unc. Bacterium Ellin5074 Uncultured soil [AY234491]
Unc.bacterium clone JPL2-30 [DQ532151]
Alchichica_AQ1_2_1B_166 BetaOTU07
Alchichica_AQ1_2_1B_165 BetaOTU02
Alchichica_AQ2_2_1B_182 BetaOTU12
Unc. bacterium clone RB387 Biofilm rhizosphere [AB240364]
Thiobacter subterraneus strain C55 subsurface hot aquifer [AB180657]
Sideroxydans paludicola strain BrT [DQ386858]
Unc. bact. clone SN143 pristine soil in Jidong Oilfield [EU735692]
Beta proteobacterium JN18_A91 Anaerobic culture enrichment [DQ168657]
Leptothrix ginsengisoli strain Gsoil 1005 [AB271046]
Unc. soil beta proteobacterium clone OS-C27 [EF612412]
Leptothrix cholodnii SP-6 [CP001013] 
Unc. betaproteoTDNP_USbc97_177_1_41 Upper sediment [FJ516907]
Alchichica_AQ2_1_1B_45 BetaOTU01
Rubrivivax gelatinosus strain L31 reservoir [EF094990]
Alchichica_AQ1_2_1B_118 BetaOTU14
Alchichica_AQ1_2_1B_29 BetaOTU15
Unc. bacterium isolate cMM319-05 Magnesite mine [AJ536815]
Unc. betaproteoTDNP_Wbc97_13_7_36 water [FJ517015]
Alchichica_AQ1_2_1B_14 BetaOTU10
Alchichica_AQ2_1_1B_01 BetaOTU09
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Figure S. Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU rDNA sequences of Betaproteobacteria  from Alchi-
chica microbialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this study are in bold. Numbers 
of clones retrieved from each sample for each OTU are given on the right. The scale bar indicates the number of 
substitutions per site for a unit branch length.
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Alchichica_AQ1_2_1B_48  PlanctoOTU23
Unc. bacterium clone FS266-28B-03 Ridge flank crustal fluid [DQ513078]
Unc. bacterium clone BacC-u_069 soil [EU335417]
Unc.bacterium clone FCPT643 Grassland soil [EF516397]
Alchichica_AQ1_2_1B_189  VerrucoOTU03
Unc. Planctomycetaceae bacterium clone B02-06B [FJ542957]
Alchichica_AQ1_1_1B_06 PlanctoOTU20
Alchichica_AL31_2_1B_179 PlanctoOTU49
Alchichica_AQ2_1_1B_40 PlanctoOTU08
Alchichica_AQ1_2_1B_82 PlanctoOTU16
Unc. bacterium clone SC69 oil contaminated soil [EU735645]
Alchichica_AL67_2_1B_160 PlanctoOTU47
Unc. Blastopirellula sp. clone B05-04F [FJ543000]
Unc. bacterium clone 5C230917 Lake Gatun [EU803358]
Unc. bacterium clone G1-67 Anammox reactor [EF522841]
Unc. bacterium clone 033C34 Sediment Bering Sea [EU734941]
Unc. planctomycete clone GASP-45KA-40-H05 Subtropical soil [EU044298]
Unc. bacterium clone Ge57 oxygen-limited reactor [FJ710707]
Alchichica_AL52_2_1B_160 PlanctoOTU14
Alchichica_AL52_2_1B_53 VerrucoOTU02
Unc. bacterium clone Cyano2F04 Artificial stromatoltie[EU917921]
Unc. bacterium clone p7d05ok Grass prairie [FJ479541]
Alchichica_AQ1_1_1B_33 PlanctoOTU02
Alchichica_AL52_2_1B_146 PlanctoOTU48
Alchichica_AL31_2_1B_172  PlanctoOTU31
Unc. endolithic bacterium clone: EM_10_BAC Rock [AB473908]
Unc. Planctomyces sp. clone A06-07F [FJ542870]
Unc. bacterium clone Hg5a2A6 associated with a marine sponge [EU236333]
Alchichica_AL67_2_1B_195 PlanctoOTU46
Alchichica_AL52_1_1B_28 PlanctoOTU07
Unc. planctomycete clone g40 Soil [EU979049]
Alchichica_AQ2_1_1B_09 PlanctoOTU04
Pirellula sp. strain Schlesner 678 [X81947]
Gemmata obscuriglobus strain ACM 2246 [X85248]
Opitutus sp. VeSm13 [X99392]
Alchichica_AL52_2_1B_05  PlanctoOTU36
Pirellula strain AGA/M12 [X86391]
Alchichica_AL67_2_1B_128 PlanctoOTU43
Alterococcus agarolyticus strain ADT3 BCRC17102 [AF075271]
Alchichica_AQ2_1_1B_47 PlanctoOTU57
Alchichica_AQ1_2_1B_208  PlanctoOTU40
Alchichica_AL31_2_1B_147 VerrucoOTU01
Unc. planctomycete clone MSB-3A12 Mangrove soil [DQ811897]
Uncultured bacterium clone FCPS655 Grassland soil [EF516837]
Unc. bacterium clone 90-ORF14 Aerobic reactor [DQ376578]
Alchichica_AL52_2_1B_59 PlanctoOTU03
Alchichica_AL31_2_1B_22 PlanctoOTU09
Alchichica_AQ1_1_1B_70 PlanctoOTU56
Unc. planctomycete clone AKYG1895 farm soil  [AY921761]
Unc. bacterium clone TDNP_USbc97_239_1_99 sediment [FJ516934]
Unc. planctomycete clone AKYG587 Farm soil [AY921932]
Unidentified bacterium wb1_D18 Nullarbor caves Australia [AF317785]
Alchichica_AQ1_1_1B_63  PlanctoOTU30
Alchichica_AQ2_1B_2_83 PlanctoOTU19
Alchichica_AL52_1_1B_09 PlanctoOTU21
Unc. bacterium clone 0325 Activated sludge [AB286397]
Alchichica_AQ1_2_1B_66 PlanctoOTU55
Unc. planctomycete clone B4 Baltimore Harbor sediment [AY266450]
planctomycete str. 337 [AJ231171]
Unc. bacterium clone H6-B98 Yellowstone microbial mat [FJ207109]
Alchichica_AQ1_1_1B_19 PlanctoOTU45
Unc. bacterium clone P0X3b5E01 Seafloor Hawai lavas [EU491354]
Planctomycete A-2 Wastewater treatment plant [AM056027]
Alchichica_AQ1_2_1B_160  PlanctoOTU35
Alchichica_AQ1_2_1B_26 PlanctoOTU53
Alchichica_AL31_2_1B_208  PlanctoOTU32
Planctomyces maris (strain DSM 8797T) [AJ231184]
Unc. bacterium clone EPR3968-O8a-Bc80 seafloor lavas [EU491748]
Unc. bacterium clone CV104 Cave wall biofilm [EF530681]
Alchichica_AL67_2_1B_16 PlanctoOTU05
Alchichica_AQ1_2_1B_99 VerrucoOTU04
Alchichica_AQ2_1_1B_21  PlanctoOTU39
Unc. bacterium clone SPG12_213_223_B59 Ocean sediment [FJ746223]
Rhodopirellula sp. SM52 Water [FJ624362]
Unc. bacterium clone KIST-JJY140 sludge [FJ232665]
Verrucomicrobia bacterium LP2A geothermal mud [AM900834]
Unc. Verrucomicrobia bacterium clone lhac19 PCB contaminated soil [DQ648945]
Planctomycete GMD21C08 Sargasso sea [AY162119]
Alchichica_AL52_2_1B_172  PlanctoOTU42
Alchichica_AQ1_1B_94 PlanctoOTU17
Unc. bacterium clone SHFH491 associated with the coral Montastraea faveolata [FJ203446]
Alchichica_AL31_2_1B_09  PlanctoOTU27
Alchichica_AQ1_2_1B_84 PlanctoOTU13
UUnc. bacterium clone SGUS711 Coral associated [FJ202945]
Alchichica_AQ1_2_1B_117 PlanctoOTU10
Alchichica_AL52_2_1B_99  PlanctoOTU33
Alchichica_AQ2_1_1B_51 VerrucoOTU05
Candidatus Kuenenia stuttgartiensis [AF375995]
Alchichica_AQ2_1_1B_70  PlanctoOTU28
Unc. bacterium clone P9X2b2C08_Seafloor lavas [EU491279]
Alchichica_AL52_2_1B_131 PlanctoOTU15
Alchichica_AQ1_2_1B_95  PlanctoOTU38
Alchichica_AQ1_1_1B_80 PlanctoOTU61
Alchichica_AL31_2_1B_100  PlanctoOTU24
Unc. bacterium clone FFCH11071 prairie soil [EU135192]
Alchichica_AQ2_1_1B_07 PlanctoOTU54
Unc. bacterium clone SZB21 mangrove sediment [AM176894]
Pirellula staleyi strain ATCC 35122 [AF399914]
Unc. bacterium clone Hot Creek 35 Arsenic Oxidizing biofilm [AY168744]
Alchichica_AQ1_1_1B_13  PlanctoOTU37
Alchichica_AQ1_1_1B_37 PlanctoOTU59
Alchichica_AQ1_1_1B_32 PlanctoOTU51
Alchichica_AQ1_1_1B_15 PlanctoOTU52
Alchichica_AQ1_1_1B_75 PlanctoOTU06
Uncultured bacterium clone MAC3_A4 Associated with Axinella corrugata [EF092254]
Alchichica_AL31_2_1B_15  PlanctoOTU26
Alchichica_AL52_2_1B_206  PlanctoOTU34
Alchichica_AQ1_1_1B_38 PlanctoOTU60
Alchichica_AQ1_1_1B_50 PlanctoOTU44
planctomycete str. 292 [AJ231182]
Unc. bacterium clone B83 Artesian Basin [AF407728]
Unc. bacterium clone LC1446B-77 carbonate chimney in Lost City hydrothermal field [DQ270660]
Unc. planctomycete clone 100M1_C5 newly deglaciated soil [DQ514037]
Unc. planctomycete clone: Bac109_Flocs Pond [AB491859]
Alchichica_AQ2_1_1B_11 PlanctoOTU62
Alchichica_AQ2_2_1B_71 PlanctoOTU12
Planctomyces brasiliensis (strain DSM 5305T) [AJ231190]
Alchichica_AQ1_1_1B_16 PlanctoOTU01
Alchichica_AQ1_1B_03 PlanctoOTU58
Unc. Opitutales clone: B15-Capima biofilm mats of a montane wetland [AB479055]
Unc. Planctomycetales bacterium clone TDNP_USbc97_130_1_15 sediment [FJ516887]
Unc. bacterium clone OTU_26 Degrading consortium [EU083504]
Alchichica_AL52_1_1B_41   PlanctoOTU41
Unc. Gemmata isolate OTU25/APA thermal spring [AM902596]
Gemmata-like str. CJuql4 [AF239693]
Unc. Planctomycetales bacterium clone TDNP_LSbc97_156_1_54 sediment [FJ516830]
Alchichica_AQ1_2_1B_159  PlanctoOTU29
Alchichica_AQ2_1B_197 PlanctoOTU11
Unc. bacterium clone JEG.d6 John Evans Glacier [DQ228400]
Alchichica_AL31_2_1B_83 PlanctoOTU18
Unc. planctomycete clone DPC183 Surface of marine macro-alga[DQ269110]
Unc. bacterium clone F11 River water [FJ230909]
Unc. bacterium clone 2N1-99 Rhizosphere [EU160057]
Alchichica_AL31_2_1B_166  PlanctoOTU22
Alchichica_AQ1_2_1B_171  PlanctoOTU25
Alchichica_AQ2_1_1B_32 PlanctoOTU50
Unc. bacterium clone TDNP_Wbc97_237_1_1Water [FJ517063]
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Figure S. Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU rDNA sequences of Planctomycetales and Verrucomicrobia  from Alchichica 
microbialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this study are in bold. Numbers of clones retrieved from each 
sample for each OTU are given on the right. The scale bar indicates the number of substitutions per site for a unit branch length.
90
0.06
Alchichica_AL67_2_1B_44 BactOTU13
Alchichica_AQ2_1_1B_43 BactOTU06
Rubricoccus marinus strain SG-29 Sea water [AB545808]
Unc. bacterium clone MgKD02d006F09 [FJ644613]
Alchichica_AL31_2_1B_56 BactOTU08
Alchichica_AQ2_2_1B_119 BactOTU11
Alchichica_AL31_2_1B_14 BactOTU14
Unc. Bacteroidetes clone QEDR1CD09 wastewater sludge [CU922258]
Unc. soil bacterium clone 2_E1 [EU589303]
Alchichica_AL31_2_1B_161 BactOTU16
TTuber borchii symbiont b-17BO [AF070444]
Unc. bact. clone S2-32 sediment [FJ545565]
Unc. bact. clone TX4CB_109 Texcoco lake [FJ152978]
Alchichica_AQ2_2_1B_199 BactOTU07 
Unc. bacterium clone BCSAS2P1D3 Mangrove forest [FJ665202]
Salegentibacter mishustinae strain KMM 6049 [AY576653]
Bacterium DG890 associated with Gymnodinium catenatum [AY258122]
Alchichica_AQ2_2_1B_82 BactOTU26
Unc. bacterium clone KIST-JJY049 Anammox reactor [EF659422]
Alchichica_AL52_2_1B_90 BactOTU04
Alchichica_AQ1_2_1B_101 BactOTU02
Pedobacter daechungensis strain Dae 13 soil [AB267722]
Lewinella nigricans [EU371936]
Alchichica_AL67_2_1B_14 BactOTU10 
Rhodothermus marinus DSM 4252 [NC_013501]
Alchichica_AQ1_2_1B_37 BactOTU15
Fabibacter halotolerans strain UST030701_097 isolated from a marine sponge [DQ080995]
Alchichica_AQ1_2_1B_113 BactOTU03
Alchichica_AL31_2_1B_76 BactOTU09
Unc. bacterium clone A815 Anderson Lake [EU283594]
Alchichica_AL31_2_1B_34 BactOTU18
Alchichica_AQ1_1_1B_92 BactOTU05
Alchichica_AQ2_2_1B_145 BactOTU12
Unc. Saprospiraceae bacterium clone Epr46 activated sludge [EU177744]
Unc. bacterium clone pt171 [DQ890437]
Unc. bacterium clone SS1_B_07_29 Arctic sediment [EU050911]
Unc.Flammovirgaceae clone TDNP_Bbc97_62_2_128 biofilm [FJ516813]
Alchichica_AL31_2_1B_86 BactOTU20
Bacterium TG141 freshwater sediment [B308367]
Flexibacter aggregans strain:IFO 15974 [AB078038]
Alchichica_AQ2_2_1B_89 BactOTU23
Unc. Bacteroidetes clone BuhC-66 uranium mill tailings [FM866274]
Unc. Flammovirgaceae bact. clone TDNP_Bbc97_184_1_49_[FJ516770]
Alchichica_AQ2_2_1B_121 BactOTU24
Uncultured bacterium clone LC76 Intestinal tract [FJ716039]
Balneola sp. MOLA 118 Sea water [AM990892]
Alchichica_AQ2_2_1B_246 BactOTU27
Unc. bacterium clone FFCH4913 prairie soil[EU133767]
Unc. bact. clone Foos8B_23 Mud [EU431772]
Unc. soil bacterium clone 61 [EF667384]
Unc. bacterium clone 147H50 Sediment Bering Sea [EU925913]
Unc. bact. clone Ge09 Oxygen limited reactor [FJ710659]
Alchichica_AL31_2_1B_156 BactOTU01
Candidatus Haliscomenobacter calcifugiens clone MS-oKlaff1-G Lake [AJ786327]
Alchichica_AQ1_1_1B_35 BactOTU19
Alchichica_AQ1_2_1B_135 BactOTU21
Flavobacteriaceae bact. TJD738 coral [DQ993343]
Flexibacteraceae soil bacterium 1351 Tibet [EU543663]
Alchichica_AQ1_2_1B_155 BactOTU17
Flexibacter flexilis subsp. pelliculosus  strain:IFO 16028 [AB078054]
Alchichica_AQ1_2_1B_85 BactOTU22
Unc. bacterium clone 82 Aerobic reactor [FJ623342]
Hongiella marincola strain SW-2 [Y533663]
Alchichica_AQ2_1_1B_36 BactOTU25
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Figure S9. Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU rDNA sequences of Bacteroidetes from Alchichica micro-
bialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this study are in bold. Numbers of clones 
retrieved from each sample for each OTU are given on the right. Asterisks indicate OTUs also identified in DGGE 
patterns. The scale bar indicates the number of substitutions per site for a unit branch length.
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Alchichica_AL52_2_1B_126 ActinoOTU06
Alchichica_AQ2_2_1B_117 FirmiOTU09
Bacteroides cellulosolvens (ATCC 35603) [L35517]
Unc. bact. clone: TSCOR001_C02 Rice paddy soil [AB486566]
Alchichica_AL64_1_1B_24 ActinoOTU11
Alchichica_AL52_2_1B_169 ActinoOTU13
Catabacter hongkongensis strain HKU16 [AY574991]
Unc. actinobacterium clone B233 moderate saline soil [EU328001]
Alchichica_AL52_2_1B_204 ActinoOTU09
Bacillus mucilaginosus strain AHZ1 [EU592042]
Unc. bact. clone: TSBAR003_F07 Rice paddy soil [AB486460]
Unc. bacteria isolate koll13 Nitrogen-removing biofilm [AJ224541]
Alchichica_AQ2_2_1B_192 FirmiOTU11
Alchichica_AQ1_1_1B_86 FirmiOTU03
Alchichica_AL52_2_1B_156 ActinoOTU08
Alchichica_AL67_2_1B_117 ActinoOTU10
Alchichica_AQ2_2_1B_60 FirmiOTU16
Paenibacillus sp. L47 Various habitats Korea [AM162329]
Alchichica_AQ2_2_1B_107 FirmiOTU10
Unc. bact. clone IHE5_29 associated with a crab [AB476281]
Alchichica_AL52_2_1B_16 ActinoOTU12
Clostridium clariflavum strain EBR45 Methanogenic bioreactor [AB186359]
Uncultured bacterium clone TCE8 TCE-dehalogenating enrichment [AF349758]
Desulfitibacter alkalitolerans strain sk.kt5 metal surfaces alkaline heating system  [AY538171]
Alchichica_AL52_2_1B_104 ActinoOTU04
Nocardiopsis sp. CNR923 PL04 marine sediment [DQ448723]
Uncultured bacterium clone TX4CB_59 alkaline saline soils Texcoco [FJ152928]
Unc. bacterium clone SHFH651 associated with coral [FJ203576]
Unc. bact. isolate MZ-32.NAT harbor of Milazzo sediment [AJ810556]
Alchichica_AQ2_2_1B_215 FirmiOTU12
Uncultured bacterium HB69 Anaerobic digestor [AF129867]
Alchichica_AQ2_1_1B_35 ActinoOTU15
Alchichica_AL52_2_1B_76 FirmiOTU07
Unc. actinobacterium clone LV9-22 Lake Van microbialites[AY642541]
Actinotalea_fermentansATCC43279_NR_0261
Streptococcus mitis strain B6 [AJ617805]
Alchichica_AQ2_2_1B_147 FirmiOTU06
Alkaliphilus peptidofermentans strain Z-7036 [EF382660]
Desulfurispora thermophila strain RA50E1 [AY548776]
Unc. bacterium clone SN103 pristine soil in Jidong Oilfield [EU735677]
Alchichica_AQ2_2_1B_103 FirmiOTU08
Alchichica_AQ2_2_1B_188 FirmiOTU02
Unc. bacterium SK8EF metal surfaces alkaline heating system [AY753402]
Unc.bact. clone: SMD-YPG-BES-B01 cultivated with geothermal water [AB478010]
Brevibacillus thermoruber strain:DSM 7064T [AB112722]
Unc. bact. clone DtB24fl sludge [AB267054]
Alchichica_AL31_2_1B_105 ActinoOTU01
Anaerobic bacterium Glu3 Biofilm [AY756145]
Rubrobacter radiotolerans JCM 2153-T [U65647]
Propionibacterium sp. KPA171202 [AE017283]
Clostridium sp. CJT-3 soil [EU057605]
Unc. bacterium clone TX1A_103 alkaline saline soils Texcoco [FJ152655]
Alchichica_AL52_2_1B_54 FirmiOTU01
Unc. bact. clone: TSCOR001_O18 Rice paddy soil [AB486679]
Unc. bact. clone 103 anaerobic reactor pH 8.0 [FJ535043]
Alchichica_AQ2_2_1B_173 ActinoOTU16
Alchichica_AQ2_2_1B_100 FirmiOTU13
Alchichica_AQ2_2_1B_141 FirmiOTU17
Unc. bact. clone HDBW.WB54 deep subsurface sedimentary rock [AB237717]
Geosporobacter subterraneus strain VNs68 [DQ643978]
 Oxobacter pfennigii strain DSM 3222 [X77838]
Acidimicrobidae bacterium YM18-244 Marine [AB360344]
Alchichica_AL67_2_1B_95 ActinoOTU07
Alchichica_AQ2_2_1B_75 ActinoOTU14
Sporacetigenium mesophilum strain ZLJ115 UASB granular sludge [AY682207]
Alchichica_AQ2_2_1B_142 FirmiOTU14
Alchichica_AQ2_2_1B_125 FirmiOTU18
Alchichica_AQ2_2_1B_136 ActinoOTU02
 Unc.Rubrobacterales clone TUM-Mbac-TR1-B1-K2-78 Biogas reactor [EU812978]
Alchichica_AL52_1_1B_18 ActinoOTU05
Salinispora sp. AB1 marine sediment Mexico [EU714244]
Alchichica_AQ2_2_1B_161 ActinoOTu03 
Unc.bacterium clone MB-A2-100 Marine deep-subsurface sediments [AY093455]
Unc. bacterium clone FCPP417 Grassland soil [EF516461]
Alchichica_AL52_2_1B_35 FirmiOTU04
Unc.bact. clone Pia-s-71 freshwater sediment Altiplano Chili [EF632945]
Alchichica_AL52_2_1B_201 FirmiOTU15
Alchichica_AL52_1_1B_22 ActinoOTU17
Unc. actinobact.clone FBP406 endolithic antarctic [AY250882]
Alchichica_AQ2_2_1B_164 FirmiOTU05
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Figure S10. Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU rDNA sequences of Actinobacteria and Firmicutes from 
Alchichica microbialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this study are in bold. Numbers 
of clones retrieved from each sample for each OTU are given on the right. Asterisks indicate OTUs also identified in 
DGGE patterns. The scale bar indicates the number of substitutions per site for a unit branch length.
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Alchichica_AQ2_2_1B_127 CD.OP11_OTU01
Unc. soil bacterium PBS-25 soil and rice roots [AJ390463]
Unc. CDWS6 bacterium clone 09D2Z62 Guerrero negro microbial mat [DQ397495]
Alchichica_AL52_2_1B_208 CD.TM6_OTU01
Alchichica_AQ1_2_1B_92 CD.NKB19_OTU04
Unc. bacterium clone sl1193 river Leine sediment [EU244028]
Alchichica_AQ1_2_1B_42 CD.OP3_OTU01
Alchichica_AL31_2_1B_01 Spiro_OTU02
 Unc. bacterium clone HAVOmat13 cyanobacterial mat in Hawaii lava caves [EF032771]
Unc. bacterium YJF2-48 Bamboo grove soil [FJ405888]
Alchichica_AL52_2_1B_58 CD.OP11_OTU02
Alchichica_AQ1_2_1B_65 CD.BRC1_OTU02
Alchichica_AQ2_2_1B_206 CD.NKB19_OTU01
Alchichica_AQ1_1_1B_64 CD.BRC1_OTU01
Unc. bact. clone QEDN4AG02 mesophilic anaerobic digester [CU926624]
Unc. soil bacterium clone S166 Forest soil [AF507713]
Unc. organism clone MAT-CR-H6-B10 Hypersaline microbial mat Candeleria lagoon [EU245335]
Alchichica_AL52_2_1B_113 CD.OP11_OTU03
Unc. CDBRC1 bacterium clone Z273MB76 Wall biomat in El Zacaton [FJ484711]
Nitrospira cf. moscoviensis SBR1024 [AF155153]
Unc.bacterium a2b019 Hydrothermal sediment [AF419659]
Alchichica_AQ1_1_1B_95 CD.NKB19_OTU02
Alchichica_AQ1_2_1B_28 Nitrospira_OTU01
Alchichica_AQ2_2_1B_191 CD.WS6_OTU01
Alchichica_AQ1_1_1B_87 CD.SBR1_OTU01
Unc. bacterium clone TDNP_USbc97_289_1_114 Sediment [FJ516948 ]
 Uncultured spirochete phylotype IC-M-6 Alkaline ikaite column [DQ028376]
Unc.bact. clone MAT-CR-P1-C08 Hypersaline microbial mat Candeleria lagoon [EU245996]
Unc. bact. clone 035 iron-oxidation biofilm [AB252964]
Unc. CDSBR1093 clone AMEE4 hydrocarbon-contaminated soil@AM935319
Unc. CDNKB19 bacterium clone Z273MBM80 Wall biomat in El Zacaton [FJ485404]
Spirochaeta bajacaliforniensis strain DSM 16054 [AJ698859]
Alchichica_AQ1_2_1B_91 CD.OP11_OTU04
Unc. bacterium clone SM1D02 Yellowstone travertine [AF445671]
Unc. CDOP3 bacterium clone : LP30MUD94  cenote La Palita [FJ901656 ]
Alchichica_AQ1_2_1B_177 CD.NKB19_OTU03
Unc. bacterium clone B11H inactive hydrothermal field sediments [FJ205199]
Unc. bact. isolate BF0002D090 indoor dust [AM697579]
Spirochaeta halophila [M88722]
Unc. CDOP11 bacterium  clone MS12-2-A02 biofilm hydrothermal vent [AM712330]
Alchichica_AL31_2_1B_168 DeinoThermus_OTU01
Unc. bacterium clone B141 Moderate saline soil China [EU328038]
Unc.CDTM6 clone Kir21grn eB6.1 hypersaline microbial mat [HM480205]
Alchichica_AL52_2_1B_123 Spiro_OTU01
Unc. bacterium clone 101-91 heavy oil seeps of the Rancho La Brea [EF157196]
Alchichica_AL31_2_1B_94 Spiro_OTU03
Truepera radiovictrix strain TU-8 [DQ022077]
Unc. CDTM6  clone: 17-90-ArvAB freshwater stone biofilm [AB425065]
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Figure S. Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU rDNA sequences of CD OP11, CD WS6, 
Deinoccocus-Thermus, CD SBR1, CD BRC1, CD NKB19, Nitrospira, CD TM6, CD OP3 and Spirochaeta  from 
Alchichica microbialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this study are in bold. Num-
bers of clones retrieved from each sample for each OTU are given on the right. The scale bar indicates the number 
of substitutions per site for a unit branch length.
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Thermococcus kodakarensis strain KOD1 [AP006878]
Methanothermobacter thermautotrophicus Delta H  [NC_000916]
Unc. archaeon clone: NG-B-081028_AR7 granular activated carbon [AB550817]
Candidatus Korarchaeum cryptofilum OPF8 [CP000968]
Unidentified archaeon SCA1151 soil isolate [U62813]
Unc. crenarchaeote clone: HAuD-MA13 subsurface geothermal water [AB113625]
Cenarchaeum symbiosum strain B [AF083072]
Nitrosoarchaeum limnia Contig.c29
Caldiarchaeum subterraneum clone No.10-H-08 subsurface geothermal water [AB201309]
Metallosphaera sedula DSM 5348 [CP000682]
Pyrobaculum islandicum DSM 4184 [CP000504]
Nitrosopumilus maritimus SCM1 [CP000866]
Unc. crenarchaeote clone YNP_ObP_A62 Obsidian Pool [DQ243758]
Unc. Cenarchaeales archaeon clone HPA-38 Shark Bay stromatolites [AY430124]
Unc. euryarchaeote clone GNA01F04 Hypersaline microbial mat Guerrero Negro [EU731359]
Unc. crenarchaeote clone KM3-153-F8 Mediterranean Sea 3010m depth [EF597687]
Unc. archaeon clone Thp_A_75 Thermophile hot spring [EF444633]
Alchichica_AQ1_1_2A_31 ArchaeaOTU02 (19 clones from Alchichica lake and Aquarium 1)
Alchichica_AQ1_1_2A_05 ArchaeaOTU01 (1 clone)
Unc. marine group I crenarchaeote clone HF770_041I11 Station ALOHA [DQ300544]
Unc. archaeon clone : Sd-NA hydrothermal vent water [AB193977]
Methanosphaera stadtmanae DSM 3091 [CP000102]
Sulfolobus acidocaldarius DSM 639 [CP000077]
 Unc. soil crenarchaeote 34 kb [AJ496176]
Unc. crenarchaeote clone 54D9 [AY278106]
Unc. crenarchaeote clone pSL12 Obsidian Pool Yellowstone [U63343]
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Figure S1. Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU rDNA sequences of Archaea  from Alchichica micro-
bialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. Sequences from this study are in bold. Numbers of clones 
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Arxula terrestris strain IFO 10828 [AB000663]
Corallochytrium limacisporum [L42528]
Alchichica_AQ2b_5E_39 AmoebOTU03
Boletus satanas [M94337]
Alchichica_AQ1w_5E_48 LKM11OTU02
Amoebidium parasiticum strain ATCC 32708 [Y19155]
Fungal sp. isolate M133 Bryosynbiont [EU940031]
Unc. eukaryote clone Joinv23 Parisian surface water treatment plants [FJ577832] 
Cyprinus carpio [U87963]
Alchichica_AQ1B_5E_36 FungiOTU10
Vexillifera armata strain ATCC 50883 [AY183891]
Unc. choanoflagellate clone CV1_B2_17 Fresh warter clay-sand sediment Orsay [AY821949]
Alchichica_AQ1w_5E_06 NucleariaOTU02
Hartmannella vermiformis strain CDC-19 [X75513]
Alchichica_AQ1_5E_65 UncertainOTU08
Alchichica_AQ1_5E_44 ChoanoOTU04 
Mastigamoeba invertens [AF153206]
Unc. Chytridiomycota soil clone T6P1AeE05 [GQ995386]
Eimeriidae environmental sample clone Elev_18S_790 Rhizosphere [EF024491]
Unc. eukaryote clone Th260208_1 Thessaloniki City air[HM030909]
Alchichica_AQ1_5E_45 UncertainOTU01
Sclerotium sp. strain BSC-97 [AF010303]
Hypocreales isolate CMCG10 Associated with Haliclona simulans [EU594370]
Spizellomyces acuminatus strain 62A [M59759]
Pseudoperkinsus tapetis isolate CG5 associated with Crassostrea gigas (oyster) [GU727528]
Alchichica_AQ1_5E_73 UncertainOTU03
Saccharomyces cerevisiae [J01353]
Korotnevella hemistylolepis strain ATCC 50804 [AY121850]
Homo_sapiens_U13369
Alchichica_AQ1b_5E_30 ChoanoOTU03
Alchichica_AQ1_5E_59 LKM11OTU01
Unidentified eukaryote clone LKM46  Lake Ketelmeer water [AJ130857]
Stereum ostrea isolate SNU96092108 [AF082856]
Alchichica_AQ2w_5E_11 FungiOTU04
Unc. eukaryote clone WIM30 Agricultural soil [AM114802]
Acanthamoeba polyphaga strain OX-1; CCAP:1501/3c [AF019051]
Mycosphaerella parkii strain CPC 353 [GU214551]
Alchichica_AQ1_5E_68 ChoanoOTU05
Unc. marine eukaryote clone UI12G07 Anoxic deep hypersaline L'Atalante Basin [EU446321]
Davidiellaceae sp. AN1 rock isolate [GU250935]
Paecilomyces sp. 080834 Mangrove [DQ401104]
Alchichica_AQ2w_5E_13 MetazoaOTU01
Alchichica_AQ2_5E_20 AmoebOTU03
Candida intermedia strain HN7.3 [EF152412]
Alchichica_AQ1b_5E_51 LKM11OTU04
Cladosporium sp. CF-25 soil [GU322367]
Alchichica_AQ1w_5E_13 AmoebOTU02
Nuclearia thermophila Lake Yunoko Japan [AB433328]
Lobosea sp. Mb_5C Rice field [AB425950]
Rickenella fibula isolate AFTOL-ID strain PBM2503 [AY771599]
Cylindrobasidium laeve strain HHB-8633-T [AF518576]
Unc.Agaricomycotina clone D0810_11_M Contaminated aquifer sediment [EU647122]
Fusarium strain 18014 [EU710826]
Entamoeba histolytica isolate RY1097 [GQ423750]
Hydrozetes lacustris [EU433987]
Alchichica_AQ1B_5E_13 FungiOTU09
Lagenoeca sp. antarctica Weddell Sea [DQ995807]
Unc. eukaryotr clone 3c-C6 Sea Ice [FN690482]
Unc. Codonosigidae clone Amb_18S_701 Rhizosphere [EF023370]
Microcaeculus sp. JCO-1999 [AF287232]
Verticillium insectorum strain IAM 14728 [AB214655]
Alchichica_AQ1_5E_40 ChoanoOTU06
Acremonium sp. Dh3 [AY392130]
Unc. Amoebozoa clone Orly11 Water from treatment plant [FJ577818]
Unc. fungus clone PFB7SP2005 Lake Pavin [EU162635]
Alchichica_AQ1_5E_60 UncertainOTU07
Unc. eukaryote clone:TAGIRI-25 Anoxic fumaroles sediment [AB191433]
Alchichica_AQ2w_5E_07 FungiOTU08
Eimeriidae clone Elev_18S_1076 Rhizosphere [EF024417]
Unc. eukaryote clone 9_174 marine sediment [EU545726]
Alchichica_AQ1B_5E_11 UncertainOTU05
Penicillium chrysogenum [M55628]
Lepadella patella [DQ297701]
Cf. Passalora strain CPC 11876 [GU214564]
Unc. eukaryote clone 9_69 Marine sediment [EU087280]
Alchichica_AQ1_5E_30 FungiOTU07
Alchichica_AQ1_5E_58 NucleariaOTU01
Nuclearia simplex CCAP 1552/2 West Berlin [AF484687]
Unc. Agaricomycetes clone BFC130 Pig stable bioaerosols [GU306002]
Unidentified eukaryote clone LKM11 Lake Ketelmeer water [AJ130849]
Alchichica_AQ2_5E_47 FungiOTU02
Lingulamoeba leei strain ATCC 30734 [AY183886]
Chytridium confervae strain 81-1 [M59758]
Unc. Banisveld eukaryote clone P4-3m5 Polluted aquifer sediment [EU091865]
Unc. Pucciniomycotina clone D0735_42_M Contaminated aquifer sediment[EU647044]
Alchichica_AQ2_5E_135 UncertainOTU04
Rozella allomycis isolate AFTOL-ID 297 [NG_017174] 
Alchichica_AL52_5E_20 FungiOTU03
Alchichica_AQ1w_5E_22 AmoebOTU01
Desmarella moniliformis [AF084231]
Alchichica_AQ2_5E_37 FungiOTU01
Alchichica_AQ2w_5E_66 UncertainOTU06
Sphaeroeca volvox [Z34900]
Alchichica_AQ1_5E_46 UncertainnOTU02
Unidentified eukaryote clone LKM15 Lake Ketelmeer water [AJ130850]
Trametes versicolor strain BCRC 36387 [AY309019]
Alchichica_AL31_5E_26 FungiOTU05
Unc. fungus clone DHUP31 Asian dusts [AB451532]
Ceratiomyxella tahitiensis isolate HI04-93-l-1 [FJ544419]
Mucor ramannianus strain NRRL5844 [X89435]
Choanoflagellida sp.SL163 D10 [EF432541]
Alchichica_AQ2_5E_31 AmoebOTU04
Alchichica_AQ1B_5E_32 FungiOTU06
Alchichica_AQ1B_5E_42 LKM11OTU03
Stilbella fimetaria strain MH178 [FJ430712]
Alchichica_AQ1B_5E_17 ChoanoOTU02
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Figure S1. Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of SSU rDNA sequences of Unikonts (Amoebozoa plus 
Opisthokonta) from Alchichica microbialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. Numbers of clones 
retrieved from each sample for each OTU are given on the right. The scale bar indicates the number of substitu-
tions per site for a unit branch length.
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CHAPITRE 2 
CHAPITRE 2 
Précipitation extracellulaire de carbonates par les 
cyanobactéries 
 
  
Remords posthume 
 
Lorsque tu dormiras, ma belle ténébreuse, 
Au fond d'un monument construit en marbre noir, 
Et lorsque tu n'auras pour alcôve et manoir 
Qu'un caveau pluvieux et qu'une fosse creuse ; 
 
Quand la pierre, opprimant ta poitrine peureuse 
Et tes flancs qu'assouplit un charmant nonchaloir, 
Empêchera ton cœur de battre et de vouloir, 
Et tes pieds de courir leur course aventureuse, 
 
Le tombeau, confident de mon rêve infini 
(Car le tombeau toujours comprendra le poète), 
Durant ces grandes nuits d'où le somme est banni, 
 
Te dira : " Que vous sert, courtisane imparfaite, 
De n'avoir pas connu ce que pleurent les morts ? " 
- Et le ver rongera ta peau comme un remords.  
 
Charles Baudelaire (1821-1867), Les fleurs du mal  
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La première partie nous a permis de mettre en évidence que les microbialites 
d’Alchichica sont formés de deux phases minérales carbonatées (aragonite et hydromagnésite) 
et que les biofilms qui les recouvrent sont ceux classiquement retrouvés associés aux 
microbialites, c’est-à-dire dominés par les protéobactéries et les cyanobactéries. 
Or, la photosynthèse oxygénique réalisée par les cyanobactéries est un métabolisme 
capable d’induire la précipitation des minéraux carbonatés (Dupraz et al. 2005) (Introduction 
II-B-3). De plus il a été montré dans certains exemples que ce mécanisme pouvait contribuer 
de façon majeure à l’accrétion du microbialite (Thompson et al. 1990). C’est pourquoi afin 
d’aller plus loin dans la compréhension de la formation des microbialites d’Alchichica, nous 
avons choisi de cibler en priorité l’étude des relations entre les cyanobactéries et les minéraux 
carbonatés décrits précédemment.  
I. Résumé de l’article n°2  
« Étude par microscopie de la calcification de cyanobactéries dans des 
microbialites modernes » 
A. Contexte & Objectifs 
Il existe de nombreuses études mettant en relation les cyanobactéries et la précipitation de 
carbonates, à la fois dans des systèmes naturels (e.g.Krumbein et al. 1979; Arp et al. 1999a; 
Merz-Preiss et al. 1999; Pratt 2001; Planavsky et al. 2009; Pentecost et al. 2010) et 
expérimentaux (Obst et al. 2009). Ces études montrent que différentes souches de 
cyanobactéries appartenant à des ordres différents (Nostocales, Oscillatoriales et 
Chroococcales) sont impliquées dans la précipitation de minéraux carbonatés, qui eux-mêmes 
présentent des minéralogies et textures variables. 
L’analyse de la diversité microbienne associée aux microbialites d’Alchichica (chapitre 1) a 
permis de conclure que les deux ordres de cyanobactéries qui dominent les biofilms associés 
aux microbialites d’Alchichica sont les Oscillatoriales et les Pleurocapsales. Nous avons donc 
cherché de façon systématique à reconnaître ces deux types morphologiques de 
cyanobactéries dans les échantillons et à caractériser leurs relations avec l’aragonite et 
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l’hydromagnésite des microbialites d’Alchichica. Les Oscillatoriales sont caractérisées par 
une morphologie filamenteuse alors que les Pleurocapsales forment des pseudo-filaments 
constitués de cellules de tailles irrégulières (Rippka 1988). Nous avons remarqué qu’il existait 
une association préférentielle entre les cyanobactéries de l’ordre des Pleurocapsales et 
l’aragonite dans les échantillons d’Alchichica.  
L’association entre les Pleurocapsales et les minéraux carbonatés a déjà été soulignée 
plusieurs fois dans les études concernant les microbialites modernes. Il s’agit de 
Pleurocapsales soit endolithiques (AL-Thukair 1994; Macintyre et al. 2000; Reid et al. 2000b; 
Havemann et al. 2008) soit associées au biofilm externe mais en lien étroit avec la partie 
indurée (Arp et al. 2003; Arp et al. 2004; Mobberley et al. 2011). On peut alors se demander 
quels sont les liens entre cet ordre de cyanobactéries et les minéraux carbonatés ? Est-ce que 
toutes les Pleurocapsales croissent en association avec la partie indurée du microbialite ? 
Sont-elles toutes capables de forer le minéral ou d’induire la précipitation de carbonates ? 
L’étude présentée ici porte sur un cas de biominéralisation extracellulaire induite par des 
colonies de Pleurocapsales. 
Par ailleurs, il est également intéressant d’étudier la calcification des cyanobactéries dans le 
cadre de la recherche et de la reconnaissance des calcimicrobes
4
 (Introduction I-B-3). Il 
apparaît important de comprendre à partir d’exemples actuels ce qu’est un fossile de 
cyanobactérie, ce que l’on peut dire de son mode de formation à partir de son observation et 
enfin quel est le devenir de la matière organique lors du processus de fossilisation ?  
L’étude présentée ici a été réalisée grâce au couplage de différentes techniques de 
microscopie et de spectroscopie. La microscopie confocale a été utilisée pour sa pertinence 
dans la description des microorganismes auto-fluorescents tels que les cyanobactéries. Elle a 
été couplée à la microscopie électronique (SEM) associée à la spectroscopie EDX qui allie 
résolution spatiale et possibilité de déterminer la composition élémentaire des phases 
minérales. La préparation de lames FIB et leur observation en TEM nous renseigne sur la 
texture des phases minérales jusqu’à la nano-échelle et peut également être couplée à des 
analyses de chimie élémentaire (EDX). Enfin la spectro-microscopie STXM apporte des 
informations cruciales notamment sur la spéciation du carbone à la nano-échelle et permet 
donc de s’intéresser à la matière organique et à son évolution de façon qualitative. 
                                                 
4
 Calcimicrobe : microfossile de cyanobactérie calcifiée 
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Des données supplémentaires montrant les relations entre la partie minérale et d’autres 
microorganismes photosynthétiques sont présentées à la fin de cette partie. Une dernière 
section présente des données préliminaires sur un autre mécanisme de fossilisation de 
microorganismes. Ces données ont été acquises sur un échantillon de microbialite émergé 
d’Alchichica  singulier enrichi en fer (lui conférant une couleur marron) contrairement à tous 
les autres échantillons présentés dans ce travail qui proviennent de microbialites de couleur 
blanche (dominés par l’hydromagnésite).  
B. Principaux résultats & Éléments de discussion 
Les colonies de Pleurocapsales sont progressivement encroûtées dans l’aragonite. La 
précipitation a d’abord lieu au niveau de la surface des cellules. Les baguettes d’aragonite 
poussent radialement par rapport à celle-ci. Des couches concentriques de baguettes 
d’aragonite se mettent en place et remplissent l’espace intercellulaire. Finalement l’intérieur 
de la cellule collapse ou se minéralise à son tour par la précipitation d’une seconde génération 
de cristaux d’aragonite plus massifs. 
Le minéral qui précipite autour des Pleurocapsales est l’aragonite alors que la phase 
majoritaire constituant les microbialites est l’hydromagnésite. On peut alors imaginer qu’il 
existe un contrôle local au niveau du micro-environnement formé par les Pleurocapsales qui 
induit la précipitation d’un carbonate de calcium plutôt qu’un carbonate de magnésium. Cette 
hypothèse devra être confirmée par la mise en place de tests expérimentaux. On pourrait par 
exemple envisager d’isoler des colonies de Pleurocapsales et de doser le calcium et le 
magnésium associé. Il serait également envisageable de réaliser des marquages en utilisant 
des fluorochromes afin de localiser les ions calcium, voire même de les quantifier. Enfin on 
pourrait travailler sur des souches cultivées de Pleurocapsales proche phylogénétiquement de 
celles identifiées dans les microbialites d’Alchichica (chapitre 1) et étudier la façon dont leurs 
EPS chélatent les cations (Braissant et al. 2007). 
Il est possible de suivre le devenir de la matière organique lors des premiers stades de la 
fossilisation. Au départ la matière organique reste associée au corps cellulaire. Ensuite, la 
matière organique apparaît plus dispersée ; c’est alors essentiellement la différence de texture 
entre les deux générations d’aragonite qui permet le diagnostic de la présence d’un 
microfossile de cellule de Pleurocapsales. 
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Cette étude montre que dans ce cas la biosignature que constitue la matière organique est 
dispersée rapidement lors du processus de fossilisation. Un microfossile formé de cette façon 
ne pourra donc pas être conservé sous la forme d’une inclusion micrométrique de matière 
organique. Ce travail ouvre de nouvelles perspectives sur la recherche et la reconnaissance de 
microfossiles. L’étude à nano-échelle de la texture des phases minérales pourrait permettre de 
diagnostiquer ce genre de microfossile dans le registre fossile. 
L’étude de l’encroûtement de colonies de Pleurocapsales a montré qu’il existe un biais 
taxonomique induit par la fossilisation. Parmi toute la diversité de cyanobactéries décrite 
(Chapitre 1), seules les Pleurocapsales semblent capables d’induire la précipitation 
d’aragonite et d’être ainsi fossilisées.  
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Running title: Taphonomy of modern cyanobacteria 
 
ABSTRACT 
The search for fossils of microbial cells in the geological record has been a long time 
challenge causing multiple debates. Part of the problem comes from the difficulty to identify 
such microfossils unambiguously, since they can be morphologically confounded with abiotic 
biomorphs. One route to improve our capability to identify such traces consists in studying 
fossilization processes affecting bacteria in modern settings. With that purpose, we studied the 
initial stages of fossilization of cyanobacterial cells in modern microbialites from Lake 
Alchichica (Mexico). Lake Alchichica is a Mg-rich hyperalkaline crater lake (pH 8,9) 
containing living stromatolites composed of aragonite [CaCO3] and hydromagnesite 
[Mg5(CO3)4(OH)2•4(H2O)]. Cyanobacteria comprise most of the microbialite biomass. 
Scanning electron microscopy analyses coupled with confocal laser scanning microscopy 
observations were used to co-localize cyanobacterial cells and associated minerals. These 
observations showed that cells from the order Pleurocapsales specifically become encrusted 
within aragonite with an apparent preservation of cell ultrastructures. Encrustation gradients 
from living to totally encrusted cells spanning distances of a few hundred of micrometers 
were observed. Cells with increasing levels of encrustation along these gradients were studied 
down to the nm-scale using a combination of focused ion beam (FIB) milling, transmission 
electron microscopy (TEM) and scanning transmission x-ray microscopy (STXM) at the C , O 
and N K-edges. Two different types of aragonite crystals differing by their morphology were 
observed: one type is composed of nano-crystals with a crystallographic orientation 
perpendicular to the cell wall. Another type of aragonite is composed of larger crystals that 
fill progressively the inner part of the cells. Organic matter is first pushed away from the cells 
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by crystal growth. Then, it progressively disappears, keeping the same spectroscopic 
signature. In the most advanced stages of fossilization, only the textural organization of the 
two types of aragonite records the initial cells. We propose a model of the early fossilization 
process of these cyanobacteria and their associated organic molecules. 
 
INTRODUCTION 
The search for fossils of microbial cells (microfossils) in the geological record has been a long 
time challenge causing multiple debates (Schopf et al. 1987; Brasier et al. 2002; Schopf et al. 
2002; Brasier et al. 2005; Schopf et al. 2010). Part of the problem comes from the difficulty 
to identify microfossils unambiguously, since they are small and their morphology can be 
confounded with abiotic biomorphs (Garcia-Ruiz et al. 2003). Microbialites, which are 
organosedimentary formations resulting from the microbially-mediated precipitation of 
carbonates for the most part (Burne et al. 1987), have been favorite targets for the search of 
such fossils (Riding 2000). Indeed, it has been traditionally suggested that the formation of 
ancient stromatolites was mediated by oxygenic photosynthesis, performed by cyanobacteria, 
based on comparison with modern analogues (Altermann 2006; Riding 2006a; Aloisi 2008). A 
few alternative scenarios involving purely abiotic processes (Lowe 1994; Grotzinger et al. 
1996; McLoughlin et al. 2008) or anoxygenic photosynthesis (Bosak et al. 2007) have been 
tentatively proposed. However, stromatolites are considered by many studies as some of the 
oldest traces of life on Earth (Grotzinger et al. 1999; Altermann 2004) (Allwood et al. 2006; 
Altermann 2006).  
Putative cyanobacterial microfossils have been reported in the Warrawoona stromatolitic 
formation (3.65 Ga) (Schopf et al. 1987) but their biogenicity and even more their 
cyanobacterial affiliation have been questioned (Brasier et al. 2002). Interestingly, while 
microfossils of calcified cyanobacteria are commonly found in the geological record since the 
base of the Cambrian, Precambrian stromatolites often lack microfossils, the earliest 
undisputed occurrence being Girvanella at 700 Ma(Riding 2006a).  
This lack of cyanobacterial microfossils in Precambrian rocks despite the fact that 
stromatolites were well-developed and cyanobacteria were already present, has been called 
the “Precambrian enigma” (Riding 1982; Arp et al. 2001). There has been an ongoing effort to 
understand the processes leading to microfossil formation in order to elucidate this “enigma”.  
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It is assumed that the formation of cyanobacterial microfossils results from the local 
impregnation of their sheath by carbonate precipitation which is induced by the 
photosynthetic activity of the cells (Riding 1982; Riding 2006a). Cyanobacteria import carbon 
under the form of HCO3
-
 especially in environments where dissolved CO2 is limiting. This 
can be mediated by transporters of varying efficiency (Jansson et al. 2010). HCO3
-
 is then 
converted to CO2 and CO3
2-
, or depending on the authors, CO2 and OH
-
. The conversion 
between HCO3
- 
and CO2 is catalyzed by specific enzymes called carbonic anhydrases (CA) 
that vary significantly among different species (Kupriyanova et al. 2011). CO2 is then fixed 
by photosynthesis into organic carbon while CO3
2- 
and/or OH
- 
are exported to the extracellular 
medium. This raises the saturation of the surrounding solution with various carbonate 
minerals, depending on the cation content of the extracellular solution. An additional source 
of oversaturation is provided by an active export of Ca
2+
 from the cells coupled with import of 
H
+
 (Belkin et al. 1987). Finally, some cyanobacteria cells produce extracellular polymeric 
substance (EPS) that form a diffusion-limited micro-environment where pH and other 
chemical gradients (e.g. [Ca
2+
]) build up. As a result, CaCO3 crystals precipitate around the 
cells and entomb them (e.g., (Riding 2006a; Pentecost et al. 2010)). Alternatively, it has been 
suggested that the production of large amounts of exopolymeric substances (EPS) by 
cyanobacteria may inhibit carbonate precipitation by sequestering cations. In that case, prior 
degradation of EPS by heterotrophic bacteria may be necessary for carbonate precipitation to 
occur (Dupraz et al. 2005). 
Two types of causes, highly debated, have thus been proposed to explain the lack of such 
impregnation in the Precambrian. In a first one, the chemical composition of the Precambrian 
ocean did not provide suitable conditions for calcium carbonate precipitation in 
cyanobacterial sheaths (Arp et al. 2001). A high concentration of carbonate ions (related to 
the high partial pressure of carbon dioxide at that time) and a low concentration of calcium 
ions may have inhibited the production of an alkalinity excess directly at the surface of the 
cell preventing the cell encrustation. Calcium carbonate precipitation occurred far from the 
cell which was consequently not preserved as a microfossil. Other authors argue that 
biological parameters such as sheath EPS composition (Dupraz et al. 2005; Obst et al. 2009) 
and/or cell activity (Kupriyanova et al. 2011) are also critical parameters, and that ancestral 
cyanobacteria may have not been able to provoke extracellular carbonate nucleation and 
precipitation efficiently (Jansson et al. 2010). 
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The mechanism of formation of calcified cyanobacteria by sheath impregnation is still 
debated in several occurrences including among the oldest microfossils. For instance, the 
formation of the Girvanella-type microfossils widespread in Paleozoic formations has been 
questioned. Based on petrographic evidence, some authors have proposed that the 
calcification took place postmortem (Pratt 2001; Pratt 2002); others suggested alternatively 
that it was a result of living cell metabolic activity (Arp et al. 2002). In any case, all authors 
agree on the fact that a better understanding of processes involved in cyanobacterial 
calcification in modern settings is mandatory.  
Here, we observed the specific calcification of cells of Pleurocapsales by aragonite in the 
modern microbialites of the hyperalkaline Lake Alchichica. We characterized the early steps 
of this process down to the nm-scale using a combination of confocal laser scanning 
microscopy (CLSM), scanning and transmission electron microscopies, focused ion beam 
milling and synchrotron-based scanning transmission x-ray microscopy. The documentation 
of the evolution of mineral growth and resulting mineral textures as well as the fate of organic 
matter in these systems provides an unprecedented picture of calcified cyanobacterial cells at 
the nm-scale providing an important modern reference for future studies of fossil calcified 
cells 
 
MATERIALS AND METHODS 
Sample collection and preparation 
Fragments of modern microbialites were collected in sterile Zip plastic bags at 10cm, 3m, 4m, 
5m, 8m and 14m depth in Lake Alchichica. Alchichica is a hyperalkaline lake (pH~8.9) in 
Mexico, which harbors a high density of living microbialites composed mostly of 
hydromagnesite and aragonite (Kaźmierczak et al. 2011). Microbial diversity of biofilms 
associated to these samples has been studied previously by molecular methods based on SSU 
rRNA gene analyses (Couradeau et al. 2011). It revealed a high diversity of microorganisms, 
especially bacteria. Biofilm appeared dominated by cyanobacteria in term of biomass. They 
were also diverse, 38 phylotypes were identified and found to be affiliated to seven of the 
eight orders described for cyanobacteria. Microbialite fragments were fixed in the laboratory 
by incubation in a 4% formaldehyde solution (methanol free, ultra pure; Polysciences, Inc.) 
during 4 h at 4°C then washed in Phosphate Buffered Saline (PBS) solution and finally stored 
in (1/1) ethanol/PBS at -20°C. A millimeter-sized fragment of each sample was stained first 
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by calcein at a concentration of 0,1 mg/ml for 48 h at 4°C, then by DAPI at 1 μg/ml for 2 h at 
room temperature. Samples were then dehydrated through a graded series of ethanol/water 
solutions (30%, 50%, 70%, 90%, and 100%), and progressively embedded in hard grade LR-
white resin (Polysciences, Inc.). This was follow by incubation at 4°C for 18 h in (1/1) then 
(2/1) mixture of LR-white/ethanol and finally in pure LR-white resin. After 3 h at room 
temperature, samples were embedded in pure LR-white resin for 1 h at 40°C and then for 24 h 
at 60°C. Transverse cross sections were cut using a diamond wire before polishing using 
diamond powder at ¼ µm.  
 
Confocal laser scanning microscopy (CLSM) 
Transverse polished sections were observed using an Olympus FluoViewTM FV1000 
confocal laser scanning microscope. The microscope is equipped with a 405 nm laser diode, 
and multi-line argon (458 nm, 488 nm, and 515 nm), helium-neon-green (543 nm) and 
helium-neon-red (633 nm) lasers. Fluorescence images were obtained with concomitant 
excitation at wavelengths of 405 nm, 488 nm, and 543 nm and collection of the emitted 
fluorescence between 425-475 nm, 500-530 nm, and 560-660 nm, respectively with a spectral 
resolution of 2 nm.  
Scanning electron microscopy and FIB milling 
The section of the microbialite sample collected at a 4m depth and analyzed by CLSM was 
coated with gold-palladium and observed by scanning electron microscopy (SEM). Images 
were collected in backscattered and secondary electron modes using a Zeiss Ultra 55 FEG-
SEM operating at 10 kV with a 30 m aperture and a working distance of 8 mm. Elemental 
compositions were determined by x-ray energy dispersive spectrometry (EDX) using an EDS 
QUANTAX detector and the software ESPRIT. EDXS analyses were operated using a 20 keV 
acceleration voltage, a 60 m aperture and a working distance of 7,5 mm. 
Two ultrathin foils transparent to electrons were prepared by FIB milling using the FIB “lift-
out” technique (Heaney et al. 2001) using a Zeiss dual FIB-NEON 40EsB. A 30 kV Ga+ beam 
operated at ~5 nA was used for the initial steps of the milling. Progressive excavation from 
both sides of the section area was performed through repeated milling of steps. Depth of 
milling was approximately ~7 microns. An in-situ micromanipulator was attached to the foil 
using FIB-assisted platinum deposition and the foil was liberated from the substrate by a U-
cut milling pattern. The foil was transferred to an Omniprobe grid and welded to it. The final 
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finest thinning of the section was performed with Ga
+
 beam operated at 100 pA current. The 
final foil measured 15 μm in length, ~6 μm in width and ~100-200nm in thickness.  
 
Transmission electron microscopy (TEM) 
TEM observations were carried out on a JEOL2100F microscope operating at 200kV, 
equipped with a field emission gun, a high resolution UHR pole piece, and a US4000 
GATAN camera. Selected area electron diffraction (SAED) was performed using the smallest 
aperture allowing retrieval of diffraction patterns from a 100 x 100 nm
2
 area.  
 
Scanning transmission X-Ray microscopy (STXM) 
Scanning transmission x-ray microscopy (STXM) and x-ray absorption near-edge structure 
(XANES) spectroscopy measurements were carried out on Molecular Environmental Science 
11.0.2.2 beamline at the Advanced Light Source (ALS, Berkeley, USA). Measurements were 
performed at the C, O and N K-edges and at the Ca L2,3-edges, following the procedures 
described in (Bluhm et al. 2006). ALS storage ring was operated at 1.9 GeV and 500 mA 
current. Energy calibration was done using the well-resolved 3p Rydberg peak at 294.96 eV 
of gaseous CO2 and the L3 most intense peak of calcite at 349.3 eV (Rieger et al. 1986). 
Methods used for STXM data acquisition and analysis and examples of STXM applications 
can be found, for example, in (Benzerara et al. 2004) and (Obst et al. 2009). AXis2000 
software was used to extract XANES spectra from image stack measurements and STXM 
map construction. 
 
RESULTS 
SEM and CLSM analyses of cyanobacteria-mineral assemblages 
Bulk XRD analyses (Fig. S1) show that Alchichica microbialites collected at diverse depth 
are mostly composed of two main phases: aragonite (CaCO3) and hydromagnesite 
(Mg5(CO3)4(OH)2.4H2O). These two mineral phases can be clearly discriminated by SEM in 
the backscattered electron mode (BSE): hydromagnesite appears as light grey areas 
composing the major part of the samples (70% to 90% of the surface of the sections 
observed), while aragonite appears as bright discontinuous patches located preferentially at 
the surface of the samples in contact with microbial biofilms. The biofilms appear as a dark 
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grey discontinuous layers lying on the surface of the microbialites and measuring 10 to 500 
micrometers in thickness (Fig. 1A). CLSM observations on the same areas show that the 
biofilms in contact with aragonite patches are mostly composed of cyanobacterial cells 
identified as Pleurocapsales based on 1) their autofluorescence, 2) their typical pseudo-
filamentous morphology and 3) their previous identification by molecular methods in the 
same samples (Fig. 1C)(Couradeau et al. 2011). Pleurocapsales cells encrusted in aragonite 
were observed. Such occurrences of Pleurocapsales encrustation in aragonite have been 
observed in all the samples (10cm, 3m, 4m, 5m, 8m and 14m) by coupling CLSM and SEM 
analyses. Here, only data obtained on the sample collected at 4 m, which are representative of 
all the other samples, are presented (Fig 2). Increasing levels of encrustation could be 
followed over a distance of 100 m starting at the surface of the microbialites, in the biofilm 
with non-encrusted cells down to areas where cells are completely encrusted (Fig. 2A). 
Calcification starts by the formation of a mineral layer around the cell wall while cells seem 
to keep a significant portion of their organic content. Then the inner part of the cells calcifies 
and eventually only the cell wall remains as for the organic content of encrusted cells. 
Whatever the degree of encrustation is, walls of encrusted cells can be detected by SEM (Fig 
1B). Moreover, completely encrusted cells show some fluorescence by CLSM (Fig 1C).  At 
this stage, encrusted cells forms some sort of pavement in the aragonite.   
 
In order to get further insight in the mineral-cell assemblages down to the nm-scale, two FIB 
foils were cut across encrusted cells (see locations on Fig. 2A, Fig. S2): FIB foil A was cut 
across partially encrusted cells located close to the surface of the microbialite; FIB foil B was 
cut across completely encrusted cells 44 micrometers deeper within the aragonite patch.  
 
STXM study of organic matter in the FIB foils 
The relative distribution of carbonates and organic carbon within the FIB foils was studied 
using scanning transmission x-ray microscopy (STXM). XANES spectra were measured at 
the C K-edge on both FIB foils A and B (Fig. 3). For each foil, two types of XANES spectra 
were evidenced. One type of XANES spectrum is typical of calcium carbonates and shows a 
major peak at 290.2 eV that is attributed to 1s- * electronic transitions in carbonate groups 
(Benzerara et al. 2006). The other type of XANES spectrum is characteristic of organic 
carbon and shows peaks at 284.8, 286.5 and 288.5 eV that can be attributed to aromatic, 
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ketone and carboxylic functional groups respectively (Benzerara et al. 2004). Organic carbon 
has the same spectroscopic signature in both FIB slices. Carbonates (i.e., aragonite) vs. 
organic carbon were mapped in the two FIB foils based on their spectroscopic differences. In 
FIB foil A, two different textures are obtained for organic carbon (Fig.4): some organic 
carbon appears as homogeneous 3 micrometers wide patches filling the partly encrusted cells; 
the rest of the organic carbon is diffuse and shows an intimate association with aragonite 
crystals. Local concentrations of this organic carbon draw contour line delimiting aragonite 
clusters which likely correspond to the previous boundaries of encrusted cells (Fig 3B). Three 
encrusted cells were observed in foil A (Fig. 3B). In FIB foil B, one encrusted cyanobacterial 
cell can be distinguished based on a local concentration of organic carbon (Fig. 3C). 
Otherwise, most of the organic carbon was diffuse and intimately associated with carbonates. 
XANES spectra were measured at the O and N K-edges (Fig. S4). Similarly to the 
observations performed at the C K-edge, only one kind of spectrum was retrieved in organic 
matter for both FIB foils, indicating that the composition of organic matter in functional 
groups as detected by XANES spectroscopy does not change with increasing encrustation 
(Fig. S4).  
 
TEM study textural arrangement of aragonite crystals 
Two kinds of aragonite crystals that we call in the following “type 1” and “type 2” aragonite 
were observed (Fig. 4). “Type 1” aragonite is composed of needle-shaped nanocrystals 
measuring ~200 nanometers in length and ~25 nm in width (Fig. S4). They are organized as 
clusters in which all the crystals share a similar crystallographic orientation as evidenced by 
high resolution TEM observations (Fig 4E). This was further confirmed by selected area 
electronic diffraction showing arcs of restricted angular stretch suggesting the presence of 
well crystallized aragonite nanocrystals with a preferential crystallographic orientation (Fig. 
S4). “Type 2” aragonite was composed of larger prismatic crystals measuring around 250 nm. 
In the most advance stages of encrustation, each cell was either filled with organic matter or 
“type 2” aragonite. For all the stages of encrustation, the wall of each Pleurocapsales cell was 
surrounded by “type 1” aragonite needles which were perpendicular to the cell surface and 
formed a radial crown around the cell (Fig 4C). The addition of radial layers of “type 1” 
aragonite around the cell lead to the concentric growth pattern observed. Each successive 
layer in which aragonite needles share a common crystallographic orientation intermediate 
between the layer located beneath and that located above measure 200 micrometers in width. 
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This progressive change in crystallographic orientation from one layer to the next one 
accommodates the transition between two encrusted cells. Interestingly, higher concentration 
of organic matter was observed (Fig 3B) in these transition areas where aragonite formed 
around two neighboring Pleurocapsales converge (see dashed line in Fig. 4A & D). The 
relative distribution of aragonite of “type 1” (outside the cells) and “type 2” (within the cells) 
is correlated with the location of encrusted cells. Owing to the mineral texture, it is therefore 
possible to infer the presence of former cells even when encrustation is much advanced and 
only little organic carbon remains (Fig. 4D-F).  
 
DISCUSSION 
 
Association between Pleurocapsales and aragonite 
A previous analysis of SSU rRNA genes showed that at least 34 phylotypes of Cyanobacteria 
are present in Alchichica microbialites, including 5 phylotypes of Pleurocapsales (Couradeau 
et al. 2011). One phylotype of Pleurocapsales (Alchichica_AL52_2_1B_148 CyanoOTU35) 
was particularly abundant in Alchichica samples (up to 69% of all cyanobacteria in the 
deepest sample examined) (Couradeau et al. 2011). The closest relative of this phylotype was 
detected in microbialites from Lake Van (Lopez-Garcia et al. 2005). Consistently with the 
results provided by molecular analyses, we were able to observe in the microbialite sections 
diverse morphotypes of cyanobacteria by CLSM (Gerard et al. submitted) including 
Pleurocapsales that are systematically associated with aragonite.; Close associations between 
Pleurocapsales and aragonite have been reported by previous studies, e.g., on the Bahamian 
thrombolitic black mat type (Mobberley et al. 2011) or on Satonda microbialites where the 
Pleurocapsa-Dermocarpella zone was associated with aragonite aggregates (Arp et al. 2003). 
Occurrence of permineralization by Mg-calcite fallowed by fibrous aragonite precipitation in 
Pleurocapsales cells of Satonda microbialites has also been suggested (Kempe et al. 1990); 
however, this observation has been contested (Arp et al. 2004). (Arp et al. 2004) replies that 
there were no supporting evidence of such a permineralization since the precipitation may 
have been artificial due to an unsuitable treatment of the sample, especially air drying. In 
Laguna Mormona stromatolites, Entophysalis Pleurocapsales permineralization by aragonite 
is proposed as the most important mechanism of stromatolite accretion(Horodyski et al. 
1975). Here, Pleurocapsales may thus specifically impact the formation of aragonite and 
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contribute in that way to the formation of Alchichica microbialites. Intriguingly, 
Pleurocapsales have also been observed as carbonate microborers (Ramirez-Reinat et al. 
2012). Permineralization by aragonite has been proposed as an important mechanism 
contributing to Lake Van microbialites growth, since permineralized cells contribute to the 
stabilization of the inner part of microbialite chimney forming a carbonate crust (Kempe et al. 
1991). The two genera Hyella and Solentia described in the Bahamas stromatolites for 
example are endolithic and contribute to stromatolites accretion and strengthening by the 
formation of lithified horizons (AL-Thukair 1994; Macintyre et al. 2000; Reid et al. 2000b; 
Havemann et al. 2008). For example in the case of Solentia, it has been shown that boreholes 
are filled with aragonite that creates cohesive carbonate crusts stabilizing the lateral detritic 
horizons (Reid et al. 2000b). Moreover a large diversity of Pleurocapsales phylotypes have 
recently been described as members of carbonate endolithic communities (Ramirez-Reinat et 
al. 2012). 
 
Sequence of Pleurocapsales encrustation 
In Alchichica microbialites, encrustation starts in vivo in the biofilm. One likely reason 
is that it is controlled by the cell metabolic activity (Planavsky et al. 2009).Chemical 
processes inducing cell encrustation by calcium carbonates have been proposed by previous 
studies (Dupraz et al. 2009). First, there can be a pH increase in the sheath of cyanobacteria 
due to production of alkalinity by photosynthetic activity. Providing the presence of cations 
such as Ca
2+ 
or Mg
2+
 in the extracellular solution, this eventually leads to local over-saturation 
with various carbonate phases (Arp et al. 2001) (Visscher et al. 1991). This mechanism may 
explain the first stage of sheath impregnation by “type 1” aragonite but does not explain the 
later growth of “type 2” aragonite. Specificity of Pleurocapsales encrustation over the 
diversity of cyanobacteria may be due to a specific ability of increasing alkalinity in their 
sheath. The mechanism leading to this raise remain to be determine by experimental studies 
comparing microenvironment produced by different species of cyanobacteria in relation to 
their metabolic activity and nature of EPS produced.   
Alternatively, post-mortem calcification processes have been suggested by other 
authors. For example, in modern microbialites from the Tikehau atoll, carbonate may result 
from in vivo photosynthesis-induced biomineralisation as well as pervasive precipitation due 
to organic matter decay (Sprachta et al. 2001). The latter mechanism has been substantiated 
based on the following observations: living Cyanobacteria produce antibiotic substances 
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which inhibit heterotrophic degradation of organic matter (Merz-Preiss 2000). However, once 
they die, their organic matter is rapidly degraded by heterotrophic, especially sulphate-
reducing, bacteria (Chafetz et al. 1992) (Braissant et al. 2007). This leads to a local raise of 
pH and subsequent carbonate precipitation (Krumbein et al. 1979). Formation of “type 2” 
aragonite may occur post-mortem following this mechanism. In vivo calcification allows the 
preservation of the size and the morphology of the cells (Merz-Preiss et al. 1999). Post-
mortem calcification (Bartley 1996) forms crystals, the growth and resulting morphology of 
which vary and are only controlled by empty space instead of being controlled by the 
presence of organic molecules as nucleation points and cell chemical micro-environment 
(Chafetz et al. 1992).(Riding 2006a). Formation of “type 2” aragonite within cells may 
prevent later collapsing during further compaction as suggested previously (Golubic et al. 
1976).  
Whatever the mechanism of encrustation is, the advanced stages still show some traces 
of the cells under two forms: first, some residual pigments are preserved. Second, the shape of 
the cells is approximately preserved by the specific textural arrangement of the two types of 
aragonite crystals.  
One remaining question is: why do Pleurocapsales get encrusted by aragonite and not 
hydromagnesite which is the major carbonate phase found everywhere else in the 
microbialites? Saturation indices calculated from lake chemistry indicate that the lake is 
oversaturated with both aragonite and hydromagnesite (Kaźmierczak et al. 2011). The 
orientation of the precipitation reaction towards aragonite instead of hydromagnesite is thus 
likely due to some kinetics effects. Since we could observe the progressive stages of cell 
encrustation starting by in vivo aragonite calcification in the biofilms, we can exclude a 
replacement of hydromagnesite by aragonite as suggested by a previous study on Lake 
Waylungyup (Australia) stromatolites (Coshell et al. 1998). A local increase Ca
2+/
Mg
2+
 ratio 
around Pleurocapsales cells could be one reason explaining why aragonite precipitation is 
kinetically advantaged over hydromagnesite. Such an increase of the Ca
2+/
Mg
2+
 ratio maybe 
due to a sequestration of Mg
2+
 by Pleurocapsales EPS that would be more efficient than for 
Ca
2+
. The ability of actively binding calcium ions has been experimentally demonstrated in 
EPS produced by Desulfobacterium autotrophicum, a deltaproteobacterium (Braissant et al. 
2007). Alternatively, Pleurocapsales cells may be able to export extracellularly Ca
2+
 very 
efficiently which is a frequently observed capability for cyanobacteria which maintain in this 
way low cytoplasmic Ca2+ concentrations (Dominguez 2004). 
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Ecological consequences 
Some authors have proposed that extracellular carbonate precipitation by 
cyanobacteria which buffers the alkalinity produced by photosynthesis may have appeared in 
response to the decrease of CO2 partial pressure at the end of the Proterozoic (Riding 2006a). 
In the present case, encrustation within aragonite is leading to cell death. The extracellular 
precipitation of carbonate may at the same time increase the photosynthesis efficiency and 
induce the cell death. It is then possible that the production of baeocytes (i.e. small cells 
resulting from the division by multiple fission of a parental cell) by Pleurocapsales since they 
are mobile and able to disperse (Waterbury et al. 1978) may represent an opportunity to 
escape and colonize another substrate. Baeocytes have been observed at the top of 
Pleurocapsales encrusting area in Alchichica microbialites (Gerard et al. submitted). 
 
CONCLUSION 
The fossilization pattern of Pleurocapsales within aragonite appears to occur in four main 
steps (Fig. 5). In the first step, the cell is photosynthetically active and modifies the local 
chemical environment (step 1). Consequently, the sheath experiences an increase of pH that 
leads to aragonite nucleation (step 2). The nucleation starts close to the cell wall, and needles 
of aragonite type 1 initially grow perpendicularly to cell surface. The morphology and growth 
pattern of aragonite type 1 may be controlled by surrounding organic matter (Braissant et al. 
2003). Clusters of aragonite type 1 fill the space surrounding the cell and their orientation 
accommodates the transition from one encrusted cell to another (step 3). At this step organic 
matter is still detectable in the inner part of the cell. The organic matter around the cell that 
initially corresponded to EPS is now pushed at the borders of cell clusters. In a final step (step 
4) the inner part of the cell is filled with aragonite type 2, the crystal size of which indicates a 
nucleation and growth in a homogenous environment. The organic matter whose residual 
fluorescence is detected at this step is still present in the cell wall. In the end, the organic 
matter is diffuse and does not indicate any more the initial organization of Pleurocapsales 
cells. The relative textural organizations of aragonite type 1 vs. aragonite type 2 are the only 
markers that record the initial ultrastructure and distribution of cells. The stability of this kind 
of textural biosignature through time remains to be assessed. It has been shown previously 
that very fine structural (as cell nucleus in eucaryotes (Huldtgren et al. 2011) or cell 
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periplasm in bacteria (Miot et al. 2011) and textural details can be preserved through 
geological time, including situations when rocks have been affected by metamorphism 
(Bernard et al. 2007; Galvez et al. 2012). The nano-scale is a relevant scale to look for life 
signature in ancient rocks especially in rocks supposedly formed by microbes as stromatolites.  
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FIGURES 
Figure 1 : Images 4m microbialite section. (A) SEM (secondary electron mode) picture of the section 
showing the relative distribution of mineral phases. Aragonite (white) is surrounding the sample while 
hydromagnesite (light grey) fill the inner part. LR-white resin appears dark-grey around the sample. 
Pockets of microorganisms are visible into aragonite for instance in Area A and Area B. (B-C) Zoomed 
pictures of Area A using SEM (B) and CLSM (C). Microorganisms forming pockets into aragonite can 
be identified as Pleurocapsales cells based on morphology and fluorescence. Remaining fluorescence 
underline cell ghosts in the aragonitic part. 
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Figure 2 : Fossilization gradient of Pleurocapsales cells into aragonite. (A) SEM picture of the Area B 
marked in Figure 1 showing progressive encrustation of Pleurocapsales cells into aragonite. 
Localization of FIB sections has been reported. FIB A corresponding to the beginning of the 
fossilization gradient while FIB B was cut in totally encrusted cells. (B)  Zoom picture (SEM) of the 
Area B showing the textural relation between cells and aragonite. In some cell the inner part remains 
totally organic while in other only the wall is visible while the inner part is filled by aragonite.  
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Figure 3 : STXM (Scanning transmission x-ray microscopy) at the C-Kedge FIB sections A and B cut 
across Pleurocapsales cells encrusted within aragonite (A) C-Kedge NEXAFS spectra on remnant 
organic matter composing the cells (green) and surrounding carbonates (red). (B) STXM map with 40 
nm spatial resolution showing the distribution of organic matter (green) and carbonate (red) in the FIB 
foil A. Cell morphology is preserved in these first steps of fossilization. (C) STXM map with 40 nm 
spatial resolution showing the distribution of organic matter (green) and carbonate (red) in the FIB foil 
B. One cell can still be discriminate, elsewhere, organic matter and carbonate are mixed. 
 
117
CHAPITRE 2 
 
Figure 4 : TEM pictures of FIB section A and B cut  across Pleurocapsales cells encrusted within 
aragonite. (A,D) Picture of the whole FIB section A and B respectively. Part filled by organic matter 
appeared smooth (green) while other area are filled with fibrous aragonite (aragonite type 1) except 
area surrounded by orange lines where crystals of aragonite are bigger (aragonite type 2). Lines of 
less resistance in the type 1 aragonite pattern are underline by green dotted lines. They delineate the 
limit in the pavement from one cell to the other. (B) Zoom picture of the panel B marked in (A) showing 
an encrusted cell. (C) Zoom picture of the panel C marked in (B) showing the radial implantation of 
aragonite needle on the surface of the cell. (E) Zoom picture of the panel E marked in (D) showing the 
textural organization of successive aragonite type 1 layers. (F) Zoom picture of the panel F marked in 
(D) showing the limit between aragonite type 1 and aragonite type 2, no organic matter remains 
associated to the inner part of the cell at this point. 
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Figure 5 : Hypothetical model of mineralization pattern of Pleurocapsales cells within aragonite. Each 
step is illustrating by a SEM picture and the corresponding scheme. The mineralization gradient is 
increasing from left to right. (1) Living colony of Pleurocapsales cells. (2) Needles of aragonite Type 1, 
nucleate and begin to grow from the surface of Pleurocapsales cells. (3) Growth of aragonite Type 1 
outside the cells becomes continuous. The inner part is still organic and begins to be replacing by 
aragonite Type 2. (4) At the end the cell is totally filled by aragonite, an organic wall limiting aragonite 
Type 1 and Type 2 is preserved temporarily. 
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Figure S1 : Powder DRX diffractogram of 4m microbialite sample. Peaks assigned to hydromagnesite 
are marked with a black star, peaks assigned to aragonite are marked with a white star 
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Figure S2 : FIB sections localization and sampling. (A) SEM picture (secondary electron mode) 
showing the localization of the FIB sections A and B. (B) SEM picture (In lens mode) showing the 
localization of platinum deposits corresponding to the area protected from the ion beam during the 
milling process (B) SEM picture (secondary electron mode) of the FIB section A during the milling 
process. The ion beam removes matter on both sides of the sample section (black arrows) which is 
protected by the platinum layer (Pt). Cut of Pleurocapsales cells are visible on this incipient section.  
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Figure S3 : EDX analyses of FIB A and B sections. TEM picture of FIB A and B, and corresponding 
EDX elementary map (C carbon, Ga gallium, O oxygen and Ca calcium). 
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Figure S4 : Diffraction pattern of aragonite Type 1. (A) TEM picture of the area where the diffraction 
pattern was measured. A preferential orientation of aragonite Type 1 needles (white arrow) is visible. 
(B) Diffraction pattern showing arcs of restricted angular stretch suggesting the presence of well 
crystallized aragonite nanocrystals with a preferential crystallographic orientation.  
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Figure S5 : O k-edge (A) and N k-edge (B) NEXAFS spectra on remnant organic matter composing 
the cells. 
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III. Données supplémentaires 
A. Panorama des échantillons le long du gradient de profondeur 
d’échantillonnage dans le lac (0 m -14 m) 
 
Figure 12 : Observation de coupes semi-fines d’échantillons provenant de différentes profondeurs du 
lac d’Alchichica (10 cm, 4 m, 8 m et 14 m) préalablement inclus dans la résine LR-white. La colonne A 
présente une vue générale de l’échantillon, observé en microscope électronique à balayage (mode In-
lens pour AL13 et électrons secondaires pour les suivant). La colonne B présente les mêmes images 
que la colonne A traitées avec des fausses couleurs. Le vert correspond aux zones de biofilm, le bleu 
à l’hydromagnésite et le jaune à l’aragonite. Les colonnes C et D présentent un zoom sur une zone de 
l’échantillon observée au microscope électronique à balayage (C) et au microscope confocal (D) où 
l’association Pleurocapsales/aragonite est visible. 
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Les observations complémentaires sur des échantillons de diverses profondeurs 
résumées dans la figure 12 montrent que l’association entre les colonies de Pleurocapsales et 
l’aragonite est retrouvée de façon systématique. Cependant on note une certaine diversité de 
morphologie des colonies de cyanobactéries, de même elles pénètrent plus ou moins dans 
l’aragonite. On note dans le cas de l’échantillon AL57 que la zone sélectionnée ne présente 
pas de cellules vivantes (colonne C et D), cependant la texture de l’aragonite et la 
fluorescence résiduelle permettent à ce stade avancé de biominéralisation de reconnaître les 
colonies fossiles.  
Même si cette approche demeure qualitative il semble que les cyanobactéries de 
l’ordre des Pleurocapsales jouent un rôle majeur dans la formation de l’aragonite et donc 
l’accrétion des microbialites. Il est à noter qu’aucune observation texturale à fine échelle ne 
nous permet de confirmer un remplacement diagénétique syngénétique de l’aragonite par 
l’hydromagnésite comme cela avait été proposé (Kaźmierczak et al. 2011). Le devenir de 
l’aragonite et des microfossiles associés dans les processus ultérieurs de diagénèse demeure 
une question ouverte. 
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B. Les autres microorganismes photosynthétiques 
Figure 13 : Observations d’une coupe semi-fine de l’échantillon AL66-4m préalablement inclus dans 
la résine LR-white. La zone centrale correspond à une image de l’ensemble de l’échantillon prise au 
microscope électronique à balayage (mode électrons secondaires). Le contraste est ici lié aux 
différences chimiques, en blanc l’aragonite et en gris clair l’hydromagnésite. Les images autour 
présentent des zooms sur différentes zones de biofilms prises au microscope confocal. La 
fluorescence observée est la fluorescence naturelle des microorganismes à laquelle s’ajoute le signal 
de la calcein (vert) et la réflexion des minéraux (bleu). 
La figure 13 illustre la diversité des microorganismes photosynthétiques qui ont pu être 
observés grâce au CLSM. Les zones encadrées en rouge sont des zones à Pleurocapsales. On 
voit que les colonies sont plus ou moins imbriquées dans l’aragonite et qu’elles présentent des 
aspects variables. Par exemple le cadre inférieur présente une zone dans laquelle des 
baeocytes sont formés abondamment à la surface alors que dans la zone en haut à droite on a 
un mélange entre des baeocytes (orange) et des cellules végétatives de plus grande taille. Les 
zones encadrées en bleu illustrent des endroits de biofilm épais qui colonise la surface 
minérale mais n’y est pas étroitement associé. Dans ces zones on trouve une grande diversité 
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de cyanobactéries (on reconnaît notamment des Nostocales et des Oscillatoriales) ainsi que 
des diatomées. Enfin la zone encadrée en vert présente une zone de l’échantillon dans laquelle 
des gros grains d’hydromagnésite sont associés à des cyanobactéries filamenteuses de type 
Oscillatoriales. Ce type d’observation a été fait à plusieurs reprises et nous conduit à proposer 
que l’hydromagnésite précipite dans la colonne d’eau à proximité du biofilm et est ensuite 
piégée par celui-ci grâce au réseau filamenteux formé par les Oscillatoriales. Si ce mécanisme 
de piégeage existe il ne serait pas sans rappeler celui qui a été observé dans le cas des 
stromatolites des Bahamas pour les particules sédimentaires (Reid et al. 2000b). La formation 
des microbialites d’Alchichica serait alors le résultat de deux processus : d’une part la 
précipitation in situ d’aragonite par les Pleurocapsales et d’autre part le piégeage et l’accrétion 
de l’hydromagnésite et de particules détritiques par des biofilms dominés par les 
Oscillatoriales.  
C. Étude de l’échantillon subfossile AL10 
L’échantillon AL10 a été prélevé sur un microbialite subfossile émergé de couleur marron. Ce 
type de microbialite est minoritaire sur les bords du lac d’Alchichica en comparaison des 
microbialites blancs dominés par l’hydromagnésite. A part l’échantillon AL10, tous les autres 
échantillons présentés dans ce travail ont été prélevés sur des microbialites blancs. 
L’analyse par diffraction des rayons X sur poudre de l’échantillon AL10 (Figure 14) révèle 
que celui-ci est composé d’aragonite. Une autre phase est également présente mais n’a pas pu 
être identifiée sur la base de l’analyse DRX pour l’instant. L’échantillon AL10 diffère donc de 
l’ensemble des autres échantillons par l’absence d’hydromagnésite. 
128
CHAPITRE 2 
 
Figure 14 :: Diffractogramme de poudre réalisé sur l’échantillon de microbialites AL10. Les pics de 
diffractions présents sont tous attribués à l’aragonite à l’exception de ceux indiqués par une étoile qui 
n’ont pas pu être indexés.  
L’imagerie SEM sur la surface polie de l’échantillon AL10 montre qu’il existe bien deux 
phases minérales (Figure 14). L’aragonite est la phase majoritaire, la seconde phase qui est 
porteuse de silicium, de fer et de magnésium est distribuée sous forme de lamines ou de 
marbrures dans l’aragonite. Cette seconde phase est donc un silicate de fer et de magnésium. 
Par ailleurs nous avons observé sur la surface polie de nombreux microfossiles circulaires de 
taille variable dont les contours sont soulignés par la présence du silicate Fe-Mg (Figure 15).  
Comme dans l’étude précédente, des microfossiles ont été préservés dans l’aragonite. 
Cependant ici il semble que la mise en place de la seconde phase type silicate de Fe-Mg soit 
systématique dans le processus de fossilisation. La nature exacte du rôle de cette phase dans la 
préservation de l’intégrité des microfossiles lors de la diagénèse restera à préciser. De plus ici 
des microfossiles de toutes tailles on été observés, en particulier des microfossiles sphériques 
de 50-60 µm de diamètre (Figure 15C), qui ne ressemblent pas aux plages quasi mono-
spécifiques de Pleurocapsales décrites auparavant dans les microbialites blancs et qui 
pourraient correspondre ici à des eucaryotes.  
129
CHAPITRE 2 
Il est à noter que la phase silicatée présente dans l’échantillon AL10 est différente de celle 
mise en place dans les autres microbialites d’Alchichica (Chapitre 1, I, B) puisqu’elle ne 
contient pas d’aluminium. 
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Figure 15 : (A-D) Images SEM (mode AsB) de la surface polie de l’échantillon AL10. La phase 
majoritaire porteuse de calcium est l’aragonite, elle apparait gris-clair. On note qu’il existe une 
seconde phase (blanche). Elle forme des marbrures et entoure des microfossiles (B et C). Le 
microfossile présenté en C présente une paroi où plusieurs strates sont visibles (D). L’analyse EDX du 
microfossile C présenté en E1-E6 révèle que la phase qui entoure le microfossile est riche en fer, 
silicium et magnésium. Le centre du microfossile est relativement enrichi en carbone. 
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Pour aller plus loin dans la caractérisation de ces microfossiles et des phases minérales 
associées, des lames FIB ont été préparées dans l’échantillon AL10. La lame g1 (Figure 16) a 
été préparée dans un microfossile putatif de taille micrométrique. L’analyse de cette lame 
montre qu’elle est constituée essentiellement d’aragonite présentant une texture fibreuse. Le 
microfossile putatif au centre de la lame est lui aussi rempli d’aragonite mais il est bordé par 
une phase qui apparaît peu ou pas cristalline au TEM, qui est le silicate de Fe-Mg. Cette phase 
a également été retrouvée au niveau des marbrures que l’on voit de part et d’autre du 
microfossile en STEM (Figure 16 B) et qui correspondent sans doute aux anneaux 
concentriques autour du microfossile sur l’image A (Figure 16). L’alternance de minéraux 
carbonatés et de silicate formant des lamines à micro-échelle a déjà été observée dans d’autres 
exemples de microbialites modernes (Sanchez-Navas et al. 1998; Leveille et al. 2000; Leveille 
et al. 2002; Benzerara et al. 2010). 
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Figure 16 : Etude de la lame FIB g1. (A) Localisation du trait de coupe sur une image SEM de la 
surface polie d’AL10 à travers deux microfossiles putatifs. (B) Image de la lame FIB entière (TEM 
mode STEM) (C) Image d’une portion de la lame FIB (mode TEM) qui montre une différence de 
texture l’ensemble de la lame constituée de nano-baguettes d’aragonite en faisceau et le tour du 
microfossile qui est très lisse. (D) Zoom sur la partie de la lame FIB portant le microfossile analysé en 
EDX (E). Les pics de Cu, Ga et Pt sont des artefacts introduits par les différentes étapes de 
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préparation de l’échantillon. (F) Cartographie EDX des éléments Fe, Si et Ca sur la zone du 
microfossile. On voit que l’intérieur de celui-ci est en aragonite et qu’il est limité par le silicate de fer. 
Les zones d’acquisition des spectres sont matérialisées par les cercles en pointillés. 
Une seconde lame FIB (a1) a été préparée dans une lamine de 10µm de largeur de 
silicate de Fe-Mg (Figure 17). L’étude de cette lame FIB révèle encore une fois qu’il existe 
une différence nette de texture entre l’aragonite fibreuse organisée en nano-baguettes et le 
silicate de Fe-Mg peu ou pas cristallisé. Par ailleurs on note que la lamine de silicate de Fe-
Mg présente un grand nombre de microfossiles putatifs de tailles et de formes très variables. 
Certains d’entre eux semblent présenter une gaine, d’autres semblent être filamenteux.  
 
Figure 17 : Etude de la lame FIB a1. (A) Localisation du trait de coupe de la lame FIB à travers une 
lamine de silicate de fer sur la surface polie d’AL10 (mode AsB). (B) Image de la lame FIB qui a été 
prélevée partiellement. On note une grande concentration de microfossiles dans le silicate de fer 
(Image TEM mode STEM). (C) Image TEM d’une partie de la lame FIB montrant l’interface entre 
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l’aragonite à gauche avec une texture en baguette très fine et le silicate de fer à droite. (D) 
Cartographie élémentaire du Fe, Si et Ca superposés d’une partie de la lame FIB. On voit que le 
calcium marque l’aragonite alors que Si et Fe sont distribués au niveau du silicate de fer. 
L’étude de l’échantillon AL10 présente un exemple de fossilisation des micro-organismes 
associés aux biofilms d’Alchichica très différent de ce qui a été vu précédemment dans le cas 
des Pleurocapsales. Il a été proposé que les biofilms microbiens piégeant les ions (e.g. PO4
3-
, 
Ca
2+
, CO3
2-
, Fe, Al, Si) au niveau des exopolymères pourraient former une matrice qui en se 
déshydratant donnerait un gel, précurseur de la cristallisation de la phase silicatée (Leveille et 
al. 2000). Ce mécanisme permettrait d’expliquer pourquoi la phase silicatée est plus ou moins 
amorphe au sein d’un même échantillon (Sanchez-Navas et al. 1998). De plus si ce 
mécanisme existe il pourrait également permettre d’expliquer qu’une grande diversité de 
microorganismes présentant des morphologies variables ait pu être préservée. En effet la mise 
en place d’un gel qui minéraliserait secondairement pourrait préserver une image instantanée 
du biofilm avec toute sa diversité. De plus le fait que la phase qui se forme soit partiellement 
amorphe pourrait également permettre d’expliquer le bon état de préservation, en effet la 
croissance de cristaux aurait pu altérer la morphologie des microorganismes. Ce mécanisme 
serait alors très différent de celui présenté pour la fossilisation des Pleurocapsales, car dans ce 
cas là, les autres microorganismes ne sont pas préservés. 
Des données STXM au seuil K du carbone ont été acquises sur les lames a1 et g1. Le 
traitement préliminaire de ces données montre que les zones constituées du silicate de fer 
présentent des bandes de faible intensité à 285eV, 288.4eV et 290.2eV que l’on peut attribuer 
respectivement aux groupements aromatiques, carboxiliques et carbonates (Benzerara et al. 
2004; Benzerara et al. 2006). Une analyse plus fine de ces données sera nécessaire pour 
mieux caractériser la distribution des groupements organiques. Des études complémentaires 
par spectroscopie XANES seront également à mener sur les lames FIB aux seuils d’autres 
éléments tels que le calcium et le fer pour mieux caractériser la phase silicatée. L’étude de cet 
échantillon est très prometteuse dans le cadre de la recherche de microfossiles dans les roches 
anciennes. En effet le cas de l’échantillon AL10 montre qu’il est a priori possible de 
préserver une grande quantité de microorganismes différents et donc potentiellement de 
mieux contraindre la diversité microbienne présente au moment de la formation du 
microbialite.  
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CHAPITRE 3 
Précipitation intracellulaire de carbonates par les 
cyanobactéries 
 
  
« - S'il te plaît... apprivoise-moi ! dit-il.  
- Je veux bien, répondit le petit prince, mais je n'ai 
pas beaucoup de temps. J'ai des amis à découvrir et 
beaucoup de choses à connaître.  
- On ne connaît que les choses que l'on apprivoise, dit 
le renard. […]  
- Que faut-il faire? dit le petit prince.  
- Il faut être très patient, répondit le renard. Tu 
t'assoiras d'abord un peu loin de moi, comme ça, 
dans l'herbe. Je te regarderai du coin de l'œil et tu ne 
diras rien. Le langage est source de malentendus. 
Mais, chaque jour, tu pourras t'asseoir un peu plus 
près... » 
Antoine de Saint-Exupéry, Le petit prince, 1943  
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I. Résumé de l’article n°3 
« Une cyanobactérie basale qui forme des carbonates intracellulaires » 
 
A. Contexte & Objectifs 
Il existe très peu de cas connus de biominéralisation intracellulaire chez les procaryotes. Un 
cas a cependant été très bien décrit, c’est celui de la production de magnétite Fe3O4 et/ou de 
greigite Fe3S4 par les bactéries magnétotactiques (Edwards et al. 2008; Lefevre et al. 2011). 
Ces bactéries sont capables de former des minéraux de façon contrôlée (Jogler et al. 2009) 
dans des compartiments cellulaires limités par une membrane, les magnétosomes. La présence 
de magnétosomes a été détectée chez quelques membres des alpha-, gamma- et 
deltaprotéobactéries ainsi que des Nitrospirae (Bazylinski et al. 2004). En revanche, rien 
n’était jusqu’alors connu sur la possibilité de biominéralisation intracellulaire chez les 
cyanobactéries. 
Cette partie, de même que le chapitre précédent s’inscrit dans le cadre de la description des 
relations qui existent entre les cyanobactéries et les minéraux carbonatés au sein des 
microbialites d’Alchichica. Il rapporte la découverte d’un cas de biominéralisation 
intracellulaire ainsi que les premiers éléments de sa description. 
La démarche ici a été d’une part de décrire la biominéralisation intracellulaire dans les 
échantillons de l’aquarium grâce à la microscopie optique, confocale et électronique et à la 
spectroscopie XANES et d’autre part de mettre en culture les souches capables de réaliser la 
biominéralisation intracellulaire afin de déterminer leur affiliation phylogénétique et de mieux 
les caractériser. 
B. Principaux résultats & Éléments de discussion 
Cette étude décrit la souche Candidatus Gloeomargarita lithophora enrichie à partir des 
échantillons de biofilm associés aux microbialites d’Alchichica. Cette souche est la première 
souche de cyanobactéries décrite capable de produire des minéraux de façon intracellulaire. 
138
CHAPITRE 3 
Ces minéraux sont des carbonates amorphes de Ca, Sr, Ba, Mg qui représentent 6% du 
volume de la cellule en moyenne. Ils se présentent dans la cellule sous forme de perles ayant 
un diamètre moyen de 270 nm. 
Candidatus Gloeomargarita lithophora est un membre de l’ordre des Gloeobacterales, qui est 
un ordre basal dans l’arbre phylogénétique des cyanobactéries, branchant avant la divergence 
des chloroplastes.  
Le mécanisme de formation de ces inclusions demeure inconnu. Cependant il est clair que la 
précipitation d’un carbonate de Ca, Ba, Sr et Mg à l’intérieur de la cellule nécessite que la 
solution intracellulaire soit sursaturée vis-à-vis de cette phase. Ceci implique au moins que le 
Ba et le Sr soient sélectivement concentrés par la cellule. Le processus de biominéralisation 
est donc contrôlé par la cellule, le niveau de contrôle et les mécanismes moléculaires restent à 
déterminer. 
La position phylogénétique basale de la souche suggère que la biominéralisation 
intracellulaire pourrait être un caractère ancestral dans la lignée des cyanobactéries qui aurait 
ensuite été remplacé par la biominéralisation extracellulaire ou qui aurait été perdu. Si cette 
hypothèse était exacte, le fait que les cyanobactéries soient incapables de biominéralisation 
extracellulaire au début de leur histoire évolutive pourrait fournir une explication alternative à 
l’absence de calcimicrobes (microfossiles de cyanobactéries) à l’Archéen (Introduction I-B-
3). En effet il est probable que la biominéralisation intracellulaire à l’inverse de la 
biominéralisation extracellulaire ne favorise pas la préservation de la cellule sous forme de 
microfossile. 
Les conséquences de la biominéralisation intracellulaire sur la division des cellules, leur 
flottabilité et leur activité métabolique restent à évaluer.  
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Abstract  27 
Cyanobacteria have impacted major geochemical cycles (C, N & O) on the Earth for 28 
billions of years. They have been looked for in the geological record in the form of fossil 29 
encrusted cells based on the assumption that cyanobacterial calcification is always an 30 
extracellular process. Here we report the discovery of a cyanobacterium in microbialites 31 
that forms intracellular Ca-Mg-Sr-Ba carbonate inclusions, revealing an unexplored 32 
pathway for calcification. Phylogenetic analyses place this cyanobacterium within the 33 
deeply divergent order Gloeobacterales. Accordingly, we tentatively name it Candidatus 34 
Gloeomargarita lithophora. This discovery opens the possibility that ancestral calcifying 35 
cyanobacteria may have biomineralized carbonates intracellularly, thus not being prone 36 
to encrustation in extracellular precipitates. This provides an alternative explanation to 37 
the absence of cyanobacterial microfossils in the oldest fossil stromatolites. 38 
 39 
Cyanobacteria comprise a phylogenetically diverse group of bacteria that can carry out 40 
oxygenic photosynthesis (1). These cosmopolitan microorganisms occupy a wide array of 41 
terrestrial, marine and freshwater habitats. They are major modern primary producers, as 42 
exemplified by the two marine cyanobacterial genera Prochloroccocus and Synechoccocus, 43 
responsible of 25% of global photosynthesis (2). In addition to their evolutionary importance 44 
as ancestors of chloroplasts in photosynthetic eukaryotes (1), cyanobacteria have an extensive 45 
fossil record. Calcified cyanobacteria are commonly found since the base of the Cambrian, the 46 
earliest undisputed occurrence being Girvanella at 700 Ma (3). Moreover, it has been 47 
proposed that the occurrence of massive fossil stromatolites trace back their emergence to at 48 
least 2.7 Ga (4). Since then, they have played a major role in the carbon cycle by converting 49 
CO2 into organic carbon and carbonates (2) and incidentally enriching the atmosphere in 50 
oxygen (5).  51 
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It is commonly accepted that carbonate precipitation by some cyanobacteria results 52 
from their photosynthetic activity (6, 7). Photosynthesis locally increases the concentration of 53 
CO32- through the disproportionation of bicarbonate to carbonate and CO2, which is fixed by 54 
ribulose-1,5-diphosphate carboxylase (RuBisCO). The export of alkalinity from the 55 
intracellular to the extracellular medium involves a mechanism that is still poorly 56 
documented. This raises the saturation index of the surrounding micro-environment for 57 
carbonate minerals, leading to mineral precipitation if free cations (e.g., Ca2+) and nucleation 58 
sites are available (6). In all cases described so far (e.g., (2, 8)), carbonate mineral 59 
precipitation by cyanobacteria is extracellular. As a result, the chemical composition of 60 
precipitates depends essentially on surrounding environmental conditions, with little control 61 
by the cell (9). Calcification efficiency varies among different species as a function of 62 
extracellular surface properties, including exopolymer composition (10) or varying 63 
physiological states of the cell (11, 12). However, cyanobacterial calcification has been 64 
studied only in a few model species and, thus, current knowledge of involved mechanisms 65 
remains limited to a narrow phylogenetic window. 66 
Here, we studied biofilms dominated by cyanobacteria derived from modern 67 
microbialites collected in the highly alkaline (pH~8.9) Lake Alchichica (Mexico) (13, 14). 68 
These microbialites are mostly composed of hydromagnesite (Mg5(CO3)4(OH)2•4(H2O)) and 69 
aragonite (CaCO3). In the course of long-term studies of Alchichica microbialites maintained 70 
in laboratory aquaria, we observed the conspicuous development of phototrophic biofilms on 71 
aquarium walls (Fig. S1). These biofilms were observed by a combination of conventional 72 
light microscopy, confocal laser scanning microscopy (CLSM), and scanning electron 73 
microscopy (SEM). The biofilms were dominated by cyanobacteria of different sizes and 74 
morphotypes (15), also recognizable by CLSM based on their red autofluorescence (using a 75 
green excitation wavelength). Among these different morphotypes, one relatively small, rod-76 
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shaped, unicellular morphotype was particularly abundant (Fig. S1). These cells measured 77 
3.9±0.6 µm in length and 1.1±0.1 µm in width and exhibited a granular cytoplasm (Fig. 1, A 78 
and B, table S1). Autofluorescence emission spectra measured on individual cells showed the 79 
presence of chlorophyll and phycocyanin, supporting their identification as cyanobacteria 80 
(Fig. S2). The same cells observed by CLSM and conventional light microscopy were re-81 
imaged by SEM (Fig. 1, G-I). The intracellular granules systematically observed in this 82 
morphotype by light microscopy appeared as spherical inclusions by SEM (Fig. 1, C-F). The 83 
average number of inclusions per cell was 21±5. Their average diameter was 270±44 nm 84 
(table S1). Moreover, these inclusions were very bright in backscattered electron (BSE) and 85 
secondary electron (SE) modes, suggesting that they contained high atomic number elements. 86 
Their chemical composition was determined using energy-dispersive X-ray spectroscopy 87 
(EDXS, Fig. 2A). Inclusions contained Ca, Mg, Ba and Sr as major elements with atomic 88 
ratios Ca/Mg=2.88, Ba/Mg=1.11 and Sr/Mg=0.42 (table S2). Interestingly, these ratios 89 
differed significantly from those measured in the solution. Ba/Ca and Sr/Ca atomic ratios 90 
were, respectively, 1,370 and 86 times higher in the inclusions than in the medium where cells 91 
grew (table S2 and S3).  92 
The structure of the Ca-Mg-Sr-Ba inclusions was further studied by transmission 93 
electron microscopy (TEM) and STXM. This technique allows imaging and acquisition of x-94 
ray absorption near-edge structure (XANES) spectra at high spectral (~0.1 eV) and spatial 95 
(~25 nm) resolution. XANES spectra measured at the C-K edge on intracellular inclusions 96 
showed that they were carbonates based on the presence of a peak at 290.3 eV (Fig. 2C and 97 
table S4), which was attributed unambiguously to 1s-pi* electronic transitions in carbonate 98 
groups(16). Selected area-electron diffraction patterns obtained on these inclusions suggested 99 
that they were amorphous (Fig. 2B). XANES spectra at the Ca L2,3 edges are indicative of the 100 
local structure around Ca and can be used to characterize poorly organized phases (e.g., 16, 101 
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17). Spectra measured on intracellular inclusions were significantly different from spectra of 102 
common reference Ca-carbonates such as aragonite, calcite, or Ca-substituted strontianite, but 103 
they were very similar to that of benstonite, a Mg-Ca-Sr-Ba carbonate (Fig. 2D and table S5). 104 
The stoichiometric formula of the intracellular inclusions can thus be written as 105 
(Sr1Ba2.7Mg1.4Ca0.9)Ca6Mg(CO3)13 following that of benstonite and in agreement with EDXS 106 
analyses. Hence, intracellular inclusions might be composed of an unusual benstonite-like 107 
phase with no long-range order and an unusual stoichiometry. In total, inclusions occupied ca. 108 
6% of the total cell volume raising the total density of the cells by 12% (table S6 and S7). 109 
We enriched these cyanobacteria in culture by inoculating modified BG11 medium 110 
with cells smaller than 3 µm from disrupted biofilms. CLSM and SEM observations showed 111 
that 6 enrichment cultures out of 96 contained this single cyanobacterial morphotype with 112 
intracellular inclusions, i.e. with no additional cyanobacterial morphotype as detected by 113 
microscopy (Fig. S3). This was further confirmed by amplification and sequencing of 16S 114 
rRNA genes using cyanobacterial-specific primers, which provided 100% identical sequences 115 
within and among the 6 enrichments. Phylogenetic analysis showed that this strain was a 116 
member of the basal cyanobacterial order Gloeobacterales (Fig. 3). Interestingly, these 117 
sequences were almost identical (99.7% sequence identity) to AQ1_1_1C_35 (CyanoOTU02), 118 
an environmental sequence abundantly retrieved from aquarium microbialites (up to 20% of 119 
cyanobacterial sequences) (14) . This indicates that this lineage is an important cyanobacterial 120 
component of actively growing microbialites, being able to disperse and form neighboring 121 
biofilms on aquarium walls. Because it is phylogenetically very distant from Gloeobacter, the 122 
only genus described within Gloeobacterales, we propose the following new candidate status:  123 
Gloeobacterales order,  124 
‘Gloeomargarita lithophora’ gen. et sp. nov. 125 
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Etymology. gloeo (Latin masculine adjective): glutinous ; margarita (Latin feminine name): 126 
pearl ;  lithophora (Latin feminine adjective): bearing stones. The name alludes to the order 127 
name and benthic mode of the organism, in addition to its ability to form intracellular 128 
carbonate spherical inclusions. 129 
Locality. Alchichica microbialites (Mexico) growing in aquaria (Orsay, France). 130 
Diagnosis. A cyanobacterium possessing chlorophyll a and phycocyanin pigments, appearing 131 
as rods with a diameter of 1.1 µm and a length of 3.9 µm on average, and able to form 132 
intracellular Sr-Ba-Mg-Ca carbonate inclusions  133 
The discovery of an early-branching cyanobacterium enriched from microbialites that 134 
forms carbonates intracellularly raises new questions with important implications for 135 
biomineralization processes, paleoenvironmental geochemistry and cyanobacterial 136 
physiology, ecology and evolution. 137 
First, the geochemically important process of carbonate precipitation by cyanobacteria 138 
has traditionally been considered as extracellular (3, 7). Here, we show that a cyanobacterial 139 
species forms poorly crystalline Ca-Mg-Sr-Ba carbonates intracellularly. In addition, the 140 
chemical composition of the carbonate precipitates is significantly different from those 141 
formed extracellularly in the same solution. Incorporation of Sr and Ba in carbonates has been 142 
thoroughly investigated in the past since Sr/Ca and Ba/Ca ratios in marine carbonates are 143 
frequently used as paleoenvironmental proxies (18). Such proxies rely on the assumption that 144 
these ratios are approximately the same (or slightly lower) in the solid phases as in the 145 
solution. In Ca. G. lithophora intracellular inclusions, these ratios are much higher in the solid 146 
phase, similarly to what has been found in some algae (19) . Such an enrichment in Sr and Ba 147 
might involve active import systems specific for Sr2+ and Ba2+ and/or export systems 148 
extruding specifically Ca2+ and maintaining low cytoplasmic Ca2+ levels (20). Moreover, the 149 
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amorphous intracellular bioprecipitates are structurally and chemically different from the 150 
well-crystallized phases forming in the extracellular solution (i.e., aragonite and 151 
hydromagnesite). Amorphous calcium carbonates (ACC), which are very unstable phases, 152 
have been repeatedly found in biological, especially eukaryotic, systems (21). Consistent with 153 
what has often been observed in these systems (21), the presence of organic macromolecules 154 
may stabilize the intracellular amorphous carbonates observed in Ca. G. lithophora. 155 
Interestingly, diverse local structures have been recently suggested for these phases lacking 156 
long-range order (22). The present study expands the diversity of chemical compositions for 157 
ACC with the occurrence of a Mg-, Ca-, Sr-, Ba-containing phase. 158 
Intracellular carbonate precipitation in this cyanobacterium likely influences its 159 
biology and ecology. First, by changing average cell density, these precipitates must 160 
significantly alter cell buoyancy. Ca. G. lithophora is abundant in cultured Alchichica 161 
microbialites. Consequently, its conspicuous occurrence in aquarium wall biofilms implies 162 
that a dispersive planktonic phase exists which allows the colonization of surrounding 163 
surfaces. Therefore, whereas gas vesicles function as flotation devices in planktonic 164 
cyanobacteria and other prokaryotes (23), it is tempting to speculate that intracellular 165 
carbonates might serve as ballasts being, in contrast, an adaptation to a benthic mode of life. 166 
Second, the formation of intracellular carbonates implies that the alkalinity excess produced 167 
by cyanobacteria during photosynthetic carbon fixation, a process taking place in 168 
carboxysomes, is not exported extracellularly, but trapped within amorphous carbonate 169 
inclusions. Whether carboxysomes could also provide nucleation centers for carbonate 170 
precipitation remains an open question. Carbonate precipitation could act as a pH buffering 171 
system leading to an efficient carbon concentrating mechanism and, hence, a high 172 
photosynthesis rate (3). The extent to which such intracellular carbonate precipitation may 173 
bypass other mechanisms regulating the cytoplasmic pH remains to be evaluated. 174 
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Finally, the discovery that intracellular biomineralization occurs in a phylogenetically 175 
basal lineage of cyanobacteria raises interesting evolutionary questions related to the antiquity 176 
of this process. Gloeobacterales is the only cyanobacterial order branching out before the 177 
chloroplast clade in molecular phylogenies of conserved gene markers (Fig.3) (24). 178 
Furthermore, its only described species, Gloeobacter violaceus, lacks thylakoids, which is 179 
considered an ancestral character (25). Whether Ca. G. lithophora contains thylakoids or not 180 
remains to be determined unambiguously. G. violaceus was isolated from limestone biofilms 181 
(15). Interestingly, most environmental sequences forming the large Gloeobacterales clade 182 
come from thermophilic microbial mats, rock-associated biofilms or stromatolites (Fig. 3). 183 
This association indicates a preference for these types of substrates and suggests that 184 
Gloeobacterales ancestors may have also exhibited the capacity to form biofilms in 185 
moderately hot and/or calcifying environments. The discovery of intracellular carbonate-186 
precipitating cyanobacteria may provide an alternative and/or complementary explanation for 187 
the so-called “Precambrian enigma” (3), namely the lack of (extracellularly-) calcified 188 
microfossils in Precambrian stromatolites. Cyanobacterial microfossils form by extracellular 189 
precipitation of carbonates within cyanobacterial sheaths (6). Two types of causes, both 190 
highly debated, are proposed to explain the absence of cyanobacterial microfossils in 191 
Precambrian stromatolites. Either the Precambrian ocean composition was unsuitable for 192 
calcium carbonate precipitation in cyanobacterial sheaths (6) or  most ancestral cyanobacteria 193 
lacked the physiological capability to provoke extracellular carbonate precipitation (2). The 194 
possibility that intracellular instead of extracellular mineralization was the ancestral 195 
calcification mode used by dominant calcifying (including sheathed) cyanobacteria provides a 196 
new possible explanation for the absence of microfossils in the ancient geological record. 197 
Extracellular calcification might have appeared secondarily, possibly by advent of a process 198 
inhibiting intracellular precipitation. Intracellular calcification might have been overlooked so 199 
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far because of the use of inappropriate analytical techniques and/or the specificity of chemical 200 
conditions necessary for it to occur and/or the paucity of the species able to calcify 201 
intracellularly. Future investigations will be needed to address that issue. In contrast, the 202 
search for traces of intracellular calcification in the geological record in the form of Ba- and 203 
Sr-rich carbonates will be difficult considering the possibility of abiotic formation of these 204 
phases (26). At any rate, a better understanding of the extent of intracellular calcification in 205 
modern environments and the genes and molecular mechanisms involved will be essential not 206 
only to evaluate the significance of a process that challenges the common view of how 207 
calcifying cyanobacteria have impacted the formation of calcium carbonate deposits over the 208 
Earth’s history but also to determine how this new type of intracellular biomineralization in 209 
bacteria occurs. 210 
 211 
212 
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Figures captions 213 
Fig.1. Visualization of cyanobacterial cells forming intracellular mineral inclusions. A, 214 
Composite epifluorescence and optical microscopy images showing rod-shaped 215 
autofluorescent cyanobacteria cells. B, Optical image shows intracellular inclusions in 216 
cyanobacterial cells (higher magnification in insert). C-F, SEM images (Secondary Electron 217 
mode) showing cells of the same morphotype, which systematically contain bright 218 
intracellular inclusions. G-I, CSLM (G), phase contrast (H) and SEM (I) images of exactly 219 
the same area showing that autofluorescent cells observed by CLSM contain the bright 220 
inclusions observed by SEM (insert). A different, larger and inclusion-deprived 221 
cyanobacterial morphotype appears on the right. 222 
Fig.2. Chemical and mineralogical characterization of intracellular inclusions. A, SEM-EDXS 223 
spectrum and associated chemical maps obtained on inclusions. Only Ca, Mg, Sr and Ba are 224 
specifically associated with the inclusions whereas S is distributed over the whole cells. B, 225 
Selected area electron diffraction pattern of an intracellular inclusion (insert) showing a broad 226 
ring characteristic of an amorphous phase. C, average XANES spectra with associated map 227 
(insert) measured at the C K-edge on areas showing only cellular material (yellow) and areas 228 
containing inclusions (blue). Spectra are shifted respectively to each other along the y axis for 229 
reader’s clarity. Each spectrum has thus a different origin in y. The peak at 290.3eV, only 230 
visible in the blue spectrum, shows unambiguously that the inclusions are composed of 231 
carbonates. Peak labels are reported in table S4. D, XANES spectrum measured at the Ca L2,3-232 
edges on intracellular inclusions. This spectrum is compared with spectra of reference calcite, 233 
aragonite, strontianite, and benstonite. The XANES spectrum of the intracellular inclusions 234 
matches that of benstonite in peak energy position and relative peak intensities. Peak positions 235 
are reported in table S5.  236 
Fig.3. Phylogenetic position of the intracellularly calcifying cyanobacterium Candidatus 237 
Gloeomargarita lithophora. Maximum likelihood (ML) phylogenetic tree of cyanobacterial 238 
SSU rDNAs, constructed from 1,191 unambiguously aligned positions. Sequences obtained 239 
from various enrichment cultures were 100% identical (pink) and very closely related to the 240 
environmental sequence Alchichica_AQ1_1_1C_35 CyanoOTU02, abundantly retrieved from 241 
cultured microbialites. Numbers at nodes indicate bootstrap values. The scale bar indicates the 242 
number of substitutions per site for a unit branch length. 243 
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Materials and Methods 
Site description and sample collection 
The original microbialite samples were collected from Lake Alchichica (N 19 
º25.119; W 97º 23.860, Puebla State, Mexico) in July 2007. Large microbialite fragments 
(>10 cm) from 30 cm, 3 m and 8 m depth were placed in sterile plastic containers filled 
with lake water for transfer to a laboratory aquarium. The aquarium was illuminated with 
15w -10 lumens/W fluorescent tubes producing solar spectral wavelength. Photoperiod 
was adjusted to 12 h of daylight. Temperature and pH were measured once a month and 
water loss due to evaporation replaced by distilled water. Despite some temperature 
variation over time for over 3 years after collection, pH remained remarkably constant at 
8.9, i.e., identical to the average pH in the lake (14).  
 
Enrichment cultures 
Large pieces of biofilms growing on the aquarium glass wall were collected in a 50 
mL falcon tube. After mechanical disruption of the biofilm, the suspension was filtered 
through an isopore Millipore filter measuring 3 µm in diameter. The filtrate (< 3 µm 
fraction size) served as an inoculum for cultures. Two different culture media derived 
from the BG11 (ATCC 616) were prepared. The first medium, called BG11-AL33 was 
prepared following the BG11 medium recipe provided by the Pasteur Collection 
(http://www.crbip.pasteur.fr/fiches/fichemedium.jsp?id=539). Moreover, 50g/l of 
powdered microbialite fragments from Lake Alchichica were added to the medium before 
autoclaving. We added in the second medium, BG11-SrBa, 20 nM of SrCO3 and 4 nM of 
BaCO3. Enrichment cultures were initially performed on a 96-well plate. Each well 
received 150 µL of BG11-AL33 and 10, 5, 2, 1, 0.5 or 0.1 µL of inoculum. Wells were 
then covered with a gas permeable adhesive sheet (AB-0718 Thermo Scientific, France). 
Cultures were placed on a culture chamber at 25 °C illuminated with fluorescent tubes 16 
h per day.  Cultures were followed by optical microscopy. Six wells out of the 96 showed 
a single type of unicellular rod-shaped cyanobacterial morphotype after 4 weeks of 
culture. They served as inoculum for subsequent cultures in BG11-SrBa medium and for 
molecular and microscopy analyses. We note that this morphotype was present in more 
than 6 wells but in association with other cyanobacteria. Consequently, this proportion (6 
out of 96) cannot be properly used for quantification. We note however that there are 
other hints pointing at the abundance of this morphotype: 1. the abundance of 16S rRNA 
gene sequences (up to 20% of cyanobacterial sequences as indicated in the manuscript) 
and 2. SEM observations (see Fig. 1).  
 
Small subunit rRNA gene sequencing and phylogenetic reconstruction 
In order to identify cyanobacteria in enrichment cultured, we amplified and 
sequenced the cyanobacterial SSU rDNA. 1 µL of culture from the 6 chosen wells was 
directly added to PCR (Polymerase Chain Reaction) Go Taq master mix (Promega). We 
used specific cyanobacterial primers CYA106F (CGGACGGGTGAGTAACGCGTGA) 
(27) and 23S30R (CTTCGCCTCTGTGTGCCTAGGT). PCR reactions were performed 
under the following conditions: 10 cycles with a decreasing annealing temperature from 
65 °C to 55 °C followed by 20 cycles (denaturation at 94 °C for 15 s, annealing at 50–55 
°C for 30 s, extension at 72 °C for 2 min) preceded by 2 min denaturation at 94 °C, and 
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followed by 7 min extension at 72 °C. PCR products were directly sequenced (~800 bp) 
by Beckman Coulter Genomics (Takeley, United Kingdom) using first the Cya106F 
forward primer and the 1492R as reverse universal primer for bacteria. We assembled 
good quality contig sequences of about 1500 bp. The closest relatives to these sequences 
were identified by BLAST (28, 29) and retrieved from GenBank 
(http://ncbi.nlm.nih.gov/) and used to reconstruct phylogenetic trees including also 
sequences from representative species across cyanobacterial taxa. . Sequences were 
aligned using MAFFT (30) and the multiple alignment was manually edited using the 
program ED from the MUST package (31). Maximum likelihood (ML) phylogenetic 
trees were reconstructed using TREEFINDER (32) applying a general time reversible 
(GTR) model of sequence evolution, and taking among-site rate variation into account by 
using a four-category discrete approximation of a Γ distribution. Maximum likelihood 
bootstrap proportions were inferred using 1,000 replicates. Phylogenetic trees were 
viewed using FIGTREE (33). 
 
Optical and confocal laser scanning microscopy (CLSM) 
Samples were examined using both a Zeiss Axioplan 2 optical microscope 
customized with a Zeiss Filterset 26 and a Canon PowerShot G5 camera and a Leica 
DM6000B LT customized with a black and white Leica DFC340FX camera. Dry samples 
were also observed using a FluoViewTM FV1000 confocal laser scanning microscope 
with a spectral resolution of 2 nm (Olympus). The FluoViewTM FV1000 was equipped 
with a 405 nm laser diode, and multi-line argon (458 nm, 488 nm, and 515 nm), helium-
neon-green (543 nm) and helium-neon-red (633 nm) lasers. Fluorescence images were 
obtained with concomitant excitation at wavelengths of 405 nm, 488 nm, and 543 nm and 
collection of the emitted fluorescence between 425-475 nm, 500-530 nm, and 560-660 
nm, respectively. Spectral acquisitions were acquired by illuminated illuminating the 
sample with one laser (405, 488, 536, 633 nm) at a time and collected collecting the 
emitted fluorescence in 10 nm windows with a step of 5 nm. After CLSM observation, 
samples were dehydrated in a gradual series of ethanol baths (50%, 70% and 100%) for 
SEM analyses. 
 
Scanning electron microscopy (SEM) and energy dispersive x-ray spectrometry (EDXS)  
Samples previously observed by CLSM were prepared as indicated above. Some 
samples from aquaria and enrichment cultures were observed by SEM only. They were 
filtered on 0.2 µm diameter isopore Millipore filters then dried and coated with carbon. 
Images were collected in backscattered and secondary electron modes using a Zeiss Ultra 
55 FEG-SEM operating at 10 kV, a 30 m aperture and a working distance between 3 
and 8 mm. The lateral resolution achieved by the microscope is 1.1 nm at 20 kV and 2.5 
nm at 1 kV. Elemental compositions were determined semi-quantitatively using energy 
dispersive x-ray spectrometry (EDXS) using an EDS QUANTAX system equipped with 
a silicone drift detector XFlash 4010 (Bruker) after copper calibration. Standard-based 
data analyses were performed using the software Esprit (Bruker) following the P/B ZAF 
procedure. The spectral resolution is 129 eV at 100 kcts and the detection limit is 
estimated at ~ 1% atomic concentration. These analyses were performed at 20 keV, using 
a 60 m aperture and a working distance of 7.5 mm. 
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STXM and XANES spectroscopy  
Scanning transmission X-ray microscopy (STXM) and X-ray absorption near-edge 
structure (XANES) spectroscopy measurements were carried out on Molecular 
Environmental Science 11.0.2.2 beamline and the Polymer STXM 5.3.2.2 beamline at the 
Advanced Light Source (ALS, Berkeley, USA) (34). Measurements were performed at 
the C K-edge and the Ca L2,3-edges, following procedures described in Bluhm et al. 
(2006) (35). ALS storage ring was operated at 1.9 GeV and 500 mA current. A 1200 
l/mm grating and 35 m exit slits were used for carbon spectroscopy, providing a 
theoretical energy resolution better that 100 meV. The step size for images was 40 nm. 
Energy calibration was done using the well-resolved 3p Rydberg peak at 294.96 eV of 
gaseous CO2 and the L3 most intense peak of calcite at 349.3 eV (36). Methods used for 
STXM data acquisition and analysis and examples of STXM applications can be found, 
for example, in (16) and (10). AXis2000 software was used to extract XANES spectra 
from image stack measurements and STXM map construction. 
 
Transmission electron microscopy 
TEM observations were carried out on a JEOL2100F (JEOL Ltd, Japan) microscope 
operating at 200 kV, equipped with a field emission gun, a high resolution UHR pole 
piece, and a US4000 GATAN camera. The lateral resolution achieved by the microscope 
is 1.9 Å at 200 kV. Selected area electron diffraction (SAED) was performed using the 
smallest aperture allowing retrieval of diffraction patterns from a 100 nm x 100 nm area.  
 
Water chemistry analysis 
Solution analyses were performed by the Service d’Analyse des Roches et des 
Minéraux (SARM) in Nancy, France. Water samples were filtered (0.2 µm) and acidified 
using suprapur HNO3 (Merck) at 2 mol.L
-1
. Concentrations of major elements (e.g., Mg 
and Ca) were measured using an Inductively Coupled Plasma-Optical Emission 
Spectrometer (ICP-OES) Icap 6500 (Thermo Scientific) after calibration with mono-
element solution. Data were collected using the radial torch mode. Detection limits were  
0.05 mg.L
-1
 for Ca and 0.5 mg.L
-1
 for Mg. Trace element concentrations, including Ba 
and Sr, were measured using an inductively Coupled Plasma-Mass Spectrometer (ICP-
MS) Elan 6000 (Perkin Elmer) after calibration with multi-elements solution. Detection 
limits were 0.015 µg.L
-1
 for Ba and 0.1 µg.L
-1
 for Sr. Control of measurement quality 
was performed every five analysis using the SLRS4 standard (http://www.nrc-
cnrc.gc.ca/obj/inms-ienm/doc/crm-mrc/fra/SLRS-4_f.pdf). More details about sample 
preparation and procedures used by the SARM can be found in (37). Total alkalinity was 
measured by the method described by Gran (38) using the Tiamo control software for 
automatic titrator (Metrohm). Saturation indexes (SI) of aragonite, hydromagnesite and 
strontianite were calculated using the Visual Minteq 3.0 software 
(http://www2.lwr.kth.se/English/OurSoftware/vminteq/ developed by Jon Petter 
Gustafsson at KTH, Sweden), based on the thermodynamic database minteq.tdb.  SI is 
defined as log(IAP/Ksp), where IAP is the ion activity product and Ksp the solubility of 
the phase at a given temperature. The solution is oversaturated with the mineral phase if 
SI>0. Saturation index of the phase forming within Ca G. lithophora cells could not be 
calculated since its solubility is not known.  
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Fig. S1. 
Lake Alchichica sampling site and aquarium cultures of microbialites. (A) Shores of 
Lake Alchichica showing a high amount of microbialites (B) Alchichica microbialite 
shortly after sampling. (C) Microbialite fragment cultured in a laboratory aquarium for 
18 months. Note the green biofilm growing on the aquarium glass wall. Samples of this 
biofilm were studied by microscopy and served as an inoculum for enrichment cultures. 
(D) Light microscopy image of an undisrupted biofilm where Ca G. lithophora cells are 
visible (see arrows) in association with filamentous cyanobacteria and other bacteria. 
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Fig. S2 
Identification of pigments in aquarium Ca G. lithophora cells by CLSM. (A) Lambda 
scan spectral profiles measured using a 405 nm excitation wavelength. Autofluorescence 
of phycoerythrin (PE, first maximum) is detected at ~565 nm; autofluorescence of 
Chlorophyll-a plus other phycobiliproteins (PBS, second maximum) is detected at ~660 
nm. Area 1 (red) and area 3 (orange) correspond to Ca G. lithophora cells, while area 2 
(green) corresponds to round-shaped cyanobacterium cells (blue). These analyses show 
the absence of PE in Ca G. lithophora cells. (B) Lambda scan spectral profiles measured 
using a 515 nm excitation wavelength. Fluorescence peaks of phycoerythrin and 
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chlorophyll appear at approximately the same positions as in (A). Lambda scan spectral 
profile measured on reference benstonite (purple) is shown for comparison. Some narrow 
peaks appear at varying positions depending on the excitation wavelength. (C) and (D): 
SEM and corresponding CLSM images showing Ca G. lithophora cells (area 1) and 
unindentified non-calcifying cyanobacteria (area 2) on which fluorescence spectra were 
measured. (E) and (F): SEM and corresponding CLSM images showing additional Ca G. 
lithophora cells on which fluorescence spectra were measured (area 3). 
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Fig. S3 
STXM analyses of single intracellular inclusions at the C K-edge and the Ca L2,3-edges. 
C K-edge, (Left) 1-6: STXM images showing a cluster of Ca G. lithophora cells. On 
each image, a single inclusion is outlined with a color code similar to that used for 
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XANES spectra shown on the right. C K-edge, (Right) XANES spectra measured at the 
C K-edge on corresponding areas shown on the left. All spectra are similar. Moreover, 
they systematically show a peak at 290.3eV, which is characteristic of 1s- * electronic 
transitions in carbonate groups. Ca L2,3-edges, (Left) 1-6: STXM images showing a 
cluster of Ca G. lithophora cells. On each image, a single inclusion is outlined with a 
color code similar to that used for XANES spectra shown on the right. Ca L2,3-edges, 
(Right) XANES spectra measured at the Ca L2,3-edges on areas shown on the left. All 
spectra are similar and show high similarity with the XANES spectrum of benstonite (see 
Fig. 2). 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig. S4 
(A) Light microscopy image showing the enrichment culture C6 in liquid BG11 medium; 
(B-D) SEM images (secondary electron mode) of intracellular carbonate inclusion in 
cultured Ca G. lithophora. 
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 Width (µm) Length (µm) 
Number of 
inclusion/cell 
Diameter of 
inclusion (nm) 
Number of measurements 33 cells 33 cells 44 cells 90 inclusions 
Average 1.1 3.9 21 270.3 
Standard deviation 0.1 0.6 5 44 
Maximum value 1.54 5.1 34 525 
Minimum value 0.9 2.72 13 116 
Table S1. 
Size measurements performed on Ca G. lithophora cells and inclusions  
 
 
Element 01 02 03 04 05 06 07 08 09 10 11 12 Average 
carbon 71.72 76.17 78.34 78.41 75.24 76.78 75.74 74.38 76.04 77.56 79.55 78.32 76.52 ±2.15   
oxygen 26.64 22.75 20.32 19.59 23.49 22.49 23.36 24.08 22.89 21.47 19.56 20.84 22.29 ±2.06   
sodium 0.10 0.04 0.06 0.08 0.06 0.05 0.05 0.09 0.06 0.06 0.05 0.06 0.06 ±0.02   
magnesium 0.22 0.14 0.16 0.52 0.17 0.10 0.20 0.26 0.21 0.17 0.14 0.11 0.20 ±0.11 
calcium 0.80 0.56 0.61 1.05 0.72 0.38 0.44 0.72 0.52 0.45 0.45 0.35 0.59 ±0.20  
strontium 0.08 0.05 0.05 0.15 0.15 0.08 0.10 0.12 0.10 0.06 0.06 0.06 0.09 ±0.04 
barium 0.40 0.27 0.41 0.18 0.15 0.10 0.10 0.34 0.14 0.20 0.18 0.25 0.23 ±0.11 
sulfur 0.02 0.02 0.02 0.02 0.01 0.02 0.01 0.00 0.02 0.03 0.00 0.01 0.01 ±0.01 
potassium 0.02 0.00 0.03 0.00 0.01 0.00 0.01 0.01 0.02 0.02 0.02 0.00 0.01 ±0.01  
Table S2. 
Chemical composition of intracellular inclusion (atom%) measured by SEM-EDXS. 
Measurements were performed after copper calibration. Semi-quantitative analyses were 
processed by the phi-rho-z method using the ESPRIT software. Twelve (1-12) 
independent measurements were performed on distinct inclusions. 100,000 counts were 
recorded for each measurement. Mean and standard deviations σ are indicated in the last 
column. 
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pH Temperature 
Alkalinity Ion concentration Saturation Index (SI) 
(µM HCO3
-
) Ca Mg Sr Ba 
Aragonite Hydromagnesite Strontianite 
CaCO3 (Mg5(CO3)4(OH)2•4(H2O)) SrCO3 
8.9±0.0
8 
24±1.8 °C 13617 
1.9 
mg/l 
169 
mg/l 
1.1 
µg/l 
0.2 
µg/l 
0.158 0.261 -2.426 
Table S3. 
Chemical composition of aquarium solution and saturation index of aragonite, 
hydromagnesite and strontianite. 
 
C K-edge XANES peak 
positions (±0.1 eV) 
Electronic 
Transition 
Functional Groups * 
285 1s→π* Aromatic 
288.2 1s→π* Amides - Peptides NH2-C=O 
289.3 1s→σ* Carbonyl C=O 
290.3 1s→π* Carbonates 
*Peaks labeling based on K. Benzerara et al. (2004), Scanning transmission X-ray microscopy study of 
microbial calcification. Geobiol. 2, 249. 
Table S4. 
Indexation of major C K-edge XANES peaks observed in Figure 2C (vertical dotted 
lines) 
 
Mineral name Ca L2,3-edge XANES peak positions (±0.1 eV) 
Calcite (CaCO3) 346.6 / 347.1 / 347.7 / 349 / 351 / 352.4 
Aragonite (CaCO3) 346.9 / 347.4 / 348.3 / 349 / 351.4 / 352.4 
Strontianite (Sr,Ca)CO3 348.2 / 349 / 351.6 / 352.4 
Benstonite (Sr1.5Ba4.5)Ca6Mg(CO3)13 346.8 / 347.5 / 348 / 349 / 351.4 / 352.4 
Ca.G.lithophora inclusions 346.9 / 347.5 / 348 / 349 / 351.4 / 352.4 
Table S5. Detailed lists of peak positions in XANES spectra of Ca-containing minerals 
(see spectra in Figure 2D). 
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 Formula Molar mass Density 
Benstonite (Sr1.5Ba4.5)Ca6Mg(CO3)13 1794 3.6 
Ca. G.lithophora 
inclusions 
(Sr1Ba2.7Mg1.4Ca0.9)Ca6Mg(CO3)13 1580 3.2 
Table S6. 
Density of benstonite and Ca. G. lithophora intracellular inclusions 
 
 
 Average values 
Width of one cell (W) 1.15 µm 
Length of one cell (L) 3.95 µm 
Radius of one cell (R=W/2) 0.55 µm 
Volume of one cell (considered as a cylinder + 2 hemispheres at the tips) 3.66 µm3  
Radius of one inclusion (r) 133.5 nm 
Volume of one inclusion (considered as a sphere) 9966264 nm3 
Number of inclusions per cell 20 
Cell density (Baldwin 1995*) 1 
Inclusion density  3.2 
Percentage of cell volume filled by inclusions 6% 
Percentage of cell mass increase by presence of intracellular inclusion 12% 
*W Baldwin, R Myer, T Kung, E Anderson, and A L Koch (1995) Growth and buoyant density of 
Escherichia coli at very low osmolarities. J Bacteriol. 177: 235–237  
 
Table S7. 
Calculation of cell mass increase in the presence of intracellular inclusions. The 
width and length of cells and the radius of inclusions (averaged as spheres) are measured. 
The cell volume is calculated by modeling the cell as a cylinder and two hemispheres at 
the tips. The density of a cell with no intracellular inclusion is assessed to be 1. 
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III. Données supplémentaires 
A. Données de CLSM et SEM sur les cultures de Ca. Gloeomargarita 
lithophora 
 
Figure 18 : Observation de Ca. Gloeomargarita lithophora en culture (enrichissement D10). (A) Image 
confocale de la culture superposée à l’image en contraste de phase. On note que certaines cellules 
présentent une fluorescence naturelle quand elles sont excitées simultanément par les lasers 
405/488/543, certaines fluorescent dans le rouge (fausse couleur rouge) alors que d’autres 
fluorescent dans le bleu (fausse couleur bleue). (B, C) Images CLSM de la même culture, certaines 
cellules présentent en plus des taches qui fluorescent dans le vert (fausse couleur verte) intenses dont 
l’origine n’est pas connue. (D) Image en microscope électronique à balayage (mode électron 
secondaire) de l’enrichissement D10. On note que les cellules sont de petite taille en comparaison des 
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mesures faites sur Ca. G. lithophora dans les échantillons de l’aquarium (d’une longueur de 3,9 µm en 
moyenne). 
 
Figure 19 : Acquisition spectrale de la fluorescence émise par les cellules de Ca. G. lithophora en 
culture (enrichissement D10). (A) Image CLSM d’une portion de la culture. (B) Image en microscope 
électronique à balayage (mode électrons secondaires) de la même zone. (C) Image CLSM 
superposée à l’image en contraste de phase de la même zone. Localisation des zones d’acquisition 
spectrale (cercles vert et violet) (A-C). (D) Spectre de la fluorescence émise au niveau des zones 
repérées par des cercles verts et violets lors d’une excitation avec un laser à 405 nm. On note la 
présence d’une bande dans la zone PBS (Chlorophylle, Phycocyanine et Allophycocyanine) et 
l’absence de Phycoerythrine (PE), qui reflète la composition pigmentaire typique de la souche. On 
observe une autre bande centrée autour de 480 nm particulièrement intense dans les cellules qui 
fluorescent dans le bleu et qui correspond à la scytonémine, pigment photoprotecteur. 
171
CHAPITRE 3 
La figure 19 montre que dans les cultures enrichies, les cellules de Ca. G.lithophora ne 
présentent pas toutes le même spectre de fluorescence. Certaines ont une auto-fluorescence 
rouge intense alors que d’autres fluorescent dans le bleu. Par ailleurs la taille et la quantité des 
inclusions intracellulaires varient grandement d’une culture à l’autre, la taille des cellules 
également. Ainsi la souche D10 (figure 18) présentait au moment des observations des 
cellules plutôt petites par rapport aux cellules décrites dans les biofilms de l’aquarium et avec 
des inclusions minérales également plus petites. Ces observations posent la question de la 
dynamique de croissance des inclusions intracellulaires : est-ce que ce sont des structures 
labiles ? Comment sont-elles réparties lors de la division cellulaire ? Leur production dépend-
t-elle de l’activité photosynthétique des cellules ? Une investigation plus poussée sera 
nécessaire pour aborder ces questions.  
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B. Une deuxième souche capable de biominéralisation 
intracellulaire dans l’ordre des Chroococcales 
 
Figure 20 : Images de la culture enrichie G9 appartenant à l’ordre des Chroococcales. (A) photo en 
microscopie optique de la culture. On note la forme des cellules en bâtonnets beaucoup plus allongés 
que chez Ca. G.lithophora. (B-E) Photo en microscopie électronique à balayage (mode électrons 
secondaire). Les flèches en (B) indiquent la présence de structures plus sombres qui sont sans doute 
des carboxysomes. Les flèches en (C) et (E) indiquent des lieux dans la cellule qui semblent 
correspondre à une zone de division, les inclusions sont abondantes et de petite taille au niveau de 
ces interfaces.  
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Figure 21 : Analyse EDX des inclusions de la souche G9. (A) Localisation des points où les spectres 
ont été acquis pour l’analyse semi-quantitative. (B) Pourcentage atomique extrapolé à partir de 
chaque spectre selon la méthode φρz avec le logiciel Esprit. Les valeurs dans les inclusions de Ca. 
G.lithophora dans l’aquarium sont rappelées ici pour comparaison. 
 
Eléments
souche G9
G.lithophora
spectre 3 spectre 4 spectre 5 spectre 6 moyenne
carbone 77,77 77,86 80,96 80,33 79,23 76,52
oxygène 21,39 21,51 18,03 18,78 19,93 22,29
magnésium 0,01 0,01 0,02 0,05 0,02 0,2
calcium 0,81 0,61 0,98 0,84 0,81 0,59
strontium 0,01 0,00 0,00 0,00 0,00 0,09
baryum 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 0,23
4 6
5
3
A
B
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Figure 22 : Position phylogénétique des cyanobactéries provenant de l’enrichissement G9 et de 
l’espèce Ca. Gloeomargarita lithophora dans le phylum des cyanobactéries. Reconstruction 
phylogénétique du marqueur SSU rDNA par maximum de vraisemblance en utilisant 908 positions 
conservées. On observe que l’enrichissement G9 ne groupe pas au sein des Gloeobacterales mais 
est proche de l’espèce Synechoccocus lividus dans l’ordre des Chroococcales. Les chiffres aux 
nœuds indiquent les valeurs de bootstrap. La barre d’échelle indique le nombre de substitutions par 
site par unité de longueur de branche. 
Lors des essais d’enrichissement en culture de Ca. G. lithophora, une autre souche a révélé un 
phénotype assez similaire, la souche G9 (Figure 20). Cette souche avait été sélectionnée sur 
des critères morphologiques, elle présentait également une morphologie en bâtonnets et un 
cytoplasme granuleux. Cependant dans ce cas, les cellules sont plus étroites et plus allongées 
que dans le cas de Ca. G. lithophora. 
Les images réalisées en SEM sur la souche G9 (Figure 20) montrent que les cellules 
présentent des inclusions intracellulaires mais leur répartition est polaire contrairement au cas 
de Ca. G. lithophora où les inclusions sont réparties dans l’ensemble du cytoplasme. De plus 
on observe la présence d’inclusions plus petites au niveau de zones de constriction qui font 
penser à des septums. La dynamique de mise en place des inclusions dans cette souche a donc 
l’air différent de ce qui a été observé chez Ca. G. lithophora. 
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Ensuite les analyses EDX préliminaires (Figure 21) réalisées sur quelques cellules de la 
souche G9 montrent que celles-ci sont plus riches en calcium mais ne contiennent pas ou très 
peu de baryum et de strontium. A ce stade de nos recherches, nous ne pouvons pas savoir si 
les inclusions de la souche G9 ont vraiment des inclusions de minéralogie différente de celle 
de Ca. G. lithophora ou si ce sont seulement les conditions chimiques du milieu de culture 
synthétique plus pauvre en Ba et Sr par rapport à l’eau du milieu naturel qui conditionnent la 
prédominance du calcium dans les inclusions. Des analyses EDX sur les inclusions 
intracellulaires des enrichissements de la souche Ca. G. lithophora seront nécessaires pour 
déterminer si le milieu de culture permet ou non la production d’inclusions riches en Ca, Mg, 
Sr et Ba comme c’est le cas dans le biofilm de l’aquarium. 
Enfin de la même façon que dans le cas de Ca. G. lithophora, le SSU rDNA de la souche G9 a 
été amplifié et séquencé. Ceci a permis d’affilier cette bactérie à l’ordre des Chroococcales 
proche de l’espèce Synechococcus lividus (Figure 22). Cette dernière information tendrait à 
prouver que la biominéralisation intracellulaire chez les cyanobactéries pourrait être un 
processus plus général et pas seulement limité à la souche Ca. G. lithophora décrite parmi les 
Gloeobacterales. Si la biominéralisation intracellulaire n’avait pas été mise en évidence 
auparavant chez les cyanobactéries c’est peut-être que celle-ci est spécifique du milieu où 
elles ont été trouvées, c’est-à-dire un biofilm se développant dans une solution très sursaturée 
vis-à-vis de différents minéraux carbonatés. Il serait alors intéressant de regarder plus 
systématiquement les cyanobactéries associées aux biofilms calcifiants pour savoir s’il y a 
une relation entre l’environnement minéralisateur et la synthèse d’inclusions minérales. Il est 
à noter que Ca. G. lithophora continue à faire des inclusions intracellulaires en culture dans le 
milieu BG11 qui n’est pourtant pas un environnement minéralisateur. Il s’agirait donc d’une 
réelle adaptation physiologique de ces souches et pas d’un phénotype uniquement lié à leur 
milieu naturel. Il n’en demeure pas moins que cette adaptation a pu être selectionnée en 
relation avec leur milieu d’origine fortement sursaturé. 
Si Ca. G. lithophora et la souche G9 font le même type de biominéralisation, alors : (i) soit le 
mécanisme de la biominéralisation intracellulaire est homologue dans les deux souches et a 
été hérité d’un ancêtre commun, c’est-à-dire ici l’ancêtre de toutes les cyanobactéries, (ii) soit 
ce mécanisme est apparu indépendamment dans les deux lignées (par convergence évolutive), 
(iii) soit il a été acquis par transfert horizontal. Il sera passionnant de décrypter les bases 
génétiques et moléculaires du processus de biominéralisation intracellulaire afin d’apporter 
des éléments de réponse à ces questions. 
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Enfin il est possible que les inclusions intracellulaires soient importantes dans la formation 
des microbialites. En effet ces carbonates amorphes s’ils sont libérés dans le milieu seraient 
des germes très efficace pour la cristallisation de phases carbonatées (Addadi et al. 2003; 
Politi et al. 2008). Il faudrait également estimer leur contribution massique potentielle en 
prenant en compte le nombre d’inclusions produites par cellule et le taux de division 
cellulaire. Un point essentiel serait alors de purifier les inclusions intracellulaires et de 
déterminer leur résistance au milieu extérieur. En effet il est connu que les carbonates 
amorphes sont particulièrement instables mais peuvent être stabilisés notamment par 
l’association avec un réseau de molécules organiques (Addadi et al. 2003).  
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Discussion générale et Perspectives 
A. Comment se forment les microbialites du lac d’Alchichica ? 
Les métabolismes des microorganismes associés aux microbialites d’Alchichica 
décrits dans la première partie ont été identifiés en faisant l’hypothèse que deux séquences 
proches correspondent à des organismes ayant des métabolismes similaires. Nous avons ainsi 
mis en évidence que les métabolismes proposés dans le modèle des stromatolites des Bahamas 
(Dupraz et al. 2005; Dupraz et al. 2009) sont également potentiellement présents dans les 
microbialites d’Alchichica. Ainsi le modèle établi sur les communautés marines des Bahamas 
pourrait au premier ordre être appliqué au cas d’Alchichica.  
Il semblerait que dans le cas des microbialites modernes, les grands groupes 
métaboliques et phylogénétiques soient les mêmes en milieu marin et en milieu lacustre. Le 
fait d’être associé à un microbialite, c’est-à-dire un milieu minéralisateur, serait donc un 
élément plus structurant des communautés que la différence chimique/dynamique du milieu 
eau de mer versus eau douce, du point de vue des métabolismes dominants. Ceci demeure 
hypothétique et il est vrai qu’il est très difficile d’aborder ce genre de question à une échelle 
phylogénétique plus fine et donc plus pertinente tant la diversité microbienne est grande dans 
ces systèmes. Cependant il est apparu clairement dans le cas des cyanobactéries, que certains 
phylotypes étaient typiquement associés à divers milieux minéralisateurs ; entre autres le 
phylotype CyanoOTU35 dont le plus proche voisin est un phylotype associé aux microbialites 
du lac Van (Turquie) (Lopez-Garcia et al. 2005), le phylotype CyanoOTU13 proche d’un 
phylotype trouvé dans les stromatolites de Ruidera Pools (Santos et al. 2010) , le phylotype 
CyanoOTU30 proche d’un phylotype des stromatolites de Shark Bay (Allen et al. 2009) ou 
encore le phylotype CyanoOTU03 proche d’un phylotype provenant d’un travertin 
(Takashima et al. 2011). Cette observation bien que qualitative pour l’instant irait dans le 
même sens que celle faite à l’échelle des phylums, c’est-à-dire que le caractère minéralisateur 
du milieu est un élément qui sélectionne au moins en partie la diversité microbienne dans ces 
systèmes. 
Si le modèle de formation des stromatolites des Bahamas semble être un modèle 
compatible avec nos données, il est à noter que nos analyses de diversité microbienne ont 
également souligné l’importance d’autres groupes fonctionnels de microorganismes. 
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Notamment ceux réalisant la photosynthèse anoxygénique ou encore les hétérotrophes 
capables de dégrader les molécules organiques complexes qui peuvent également contribuer à 
la précipitation de carbonate de calcium/magnésium. La photosynthèse anoxygénique peut 
induire de façon directe la précipitation (Bosak et al. 2007) et l’hétérotrophie, par la 
production de petite molécules organiques qui favoriseraient l’activité des bactéries sulfato-
réductrices et donc la précipitation de carbonate, agirait de façon indirecte également dans le 
sens de la précipitation (Baumgartner et al. 2006). 
La mesure in-situ des conditions physico-chimiques sera un point clé pour valider le 
modèle de formation et également accéder à des variations temporelles d’activité dans le 
biofilm. On pourra envisager d’instrumenter les microbialites maintenus en aquariums avec 
des microsondes encapsulées (l’électrode peut être protégée dans une capsule en métal ce qui 
évite qu’elle se casse au contact du microbialite) pour suivre l’évolution du pH, de la teneur 
en O2, en HS
-
 dans le biofilm. En effet la variation quotidienne du pH est notamment un 
paramètre fondamental à mesurer pour pouvoir mieux contraindre le modèle de précipitation 
des carbonates.  
 Il sera également important de visualiser les micro-organismes que l’on considère 
importants dans le processus de biominéralisation et de mesurer leur activité. Pour cela 
l’approche FISH (fluorescent in situ hybridisation) et l’utilisation de fluorophores sensibles à 
la concentration intracellulaire en calcium apparaissent prometteuses. Des tests de mise en 
évidence de certains métabolismes clés comme la sulfato-réduction avec le test colorimétrique 
de Pachmayr (1960) pourront également être envisagés.  
  Il sera sans doute nécessaire de travailler sur un système simplifié pour essayer de 
mieux comprendre son fonctionnement. Pour cela, on pourrait envisager une approche « top-
down », en partant d’une fraction de la diversité microbienne et en caractérisant son potentiel 
minéralisateur. On pourrait à l’inverse essayer dans une approche « bottom-up » d’assembler 
des souches pures de microorganismes que nous avons identifié comme importants dans le 
processus de biominéralisation (par exemple une Pleurocapsales et une sulfato-réductrice) 
pour essayer de mieux comprendre leur relation et leur contribution respective à la 
précipitation minérale. 
Nous avons démontré que les cyanobactéries sont capables d’induire la précipitation 
de carbonate de façon extracellulaire (Chapitre 2) et intracellulaire (Chapitre 3), il serait alors 
intéressant d’élargir l’étude à d’autres types métaboliques, par exemple la sulfato-réduction. 
179
DISCUSSION & PERSPECTIVES 
En effet des bactéries sulfato-réductrices ont été détectées (Chapitre1) et la prise en compte de 
leur activité pourrait permettre d’avancer sur la question de la contribution relative de la 
photosynthèse oxygénique et de la sulfato-réduction dans la précipitation effective de 
carbonate dans le cas des microbialites d’Alchichica. Par ailleurs, les carbonates formés à 
proximité ou dans les cyanobactéries ne représentent qu’une part minoritaire en masse des 
microbialites et la question du lieu de précipitation et du mode d’accrétion de 
l’hydromagnésite, qui est la phase majoritaire, reste entière.  
Pour répondre à cette question il faudrait localiser le lieu de précipitation de 
l’hydromagnésite. La mesure du rapport des isotopes 12 et 13 du carbone dans 
l’hydromagnésite pourrait peut-être nous permettre de trancher entre une origine dans la 
colonne d’eau (avec la signature de l’eau) ou dans les biofilms (dans une solution 
relativement enrichie en 
13
C). On pourrait également envisager un marquage en utilisant les 
isotopes stables du magnésium (
25
Mg ou 
26
Mg) pour essayer de mieux comprendre la 
dynamique du magnésium et de voir comment se fait l’accrétion de l’hydromagnésite. Il 
faudrait ensuite mieux caractériser les liens génétiques potentiels qui existent entre 
hydromagnésite et aragonite. En effet il serait intéressant de voir si l’on peut reproduire au 
laboratoire une transformation diagénétique d’aragonite en hydromagnésite comme cela à été 
proposé pour les microbialites d’Alchichica (Kaźmierczak et al. 2011). Une meilleure 
compréhension de ce processus sera nécessaire pour déterminer sa contribution effective à la 
formation d’hydromagnésite dans les microbialites d’Alchichica.  
Enfin, il faudra estimer de façon plus précise la part relative du modèle biologique de 
précipitation des carbonates proposé ici, par rapport aux effets abiotiques, tels que 
l’évaporation et les apports sédimentaires dans l’accrétion effective des microbialites 
d’Alchichica.  
B. Apports pour la recherche et la reconnaissance des 
biosignatures 
Un des objectifs de cette thèse était de déterminer grâce à un exemple moderne ce qui peut 
être enregistré de l’interaction entre le vivant et le minéral dans la formation des microbialites. 
Pour cela il s’agit d’identifier des éléments spécifiquement liés au vivant et à son activité qui 
peuvent être préservés dans les microbialites. 
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Dans ce sens le chapitre 2 fournit des perspectives prometteuses. En effet, nous avons décrit 
un type de microfossiles de cyanobactéries dont l’identification repose essentiellement sur une 
analyse texturale à nano-échelle des phases minérales associées. Ce type de microfossile est 
une cible intéressante à rechercher dans le registre fossile puisque a priori, ce type de 
microfossile totalement minéralisé pourrait être moins sensible à la diagénèse qu’un 
microfossile en partie organique. Notre étude a été faite sur une étape précoce de la 
taphonomie et nécessiterait également une meilleure prise en compte des processus ultérieurs 
(diagénèse et métamorphisme) qui pourraient effacer ces « signatures » de la vie ou les 
générer de façon purement abiotique. 
Nous avons également mis en évidence qu’il existait un énorme biais entre la diversité que 
l’on peut décrire sur le biofilm vivant (chapitre 1) et la part de cette diversité que l’on est 
capable de reconnaître préservé dans la roche (chapitre 2). Dans ce cadre là, il apparaît délicat 
de proposer un modèle métabolico-géochimique de formation d’un microbialite à partir 
uniquement de l’étude des microfossiles qu’il contient. Cependant, la partie fossile du 
microbialite peut fournir d’autres types d’informations (contexte de dépôt, rapports 
isotopiques, minéralogie) qui, associées entre elles permettent si ce n’est de résoudre, au 
moins de circonscrire le champ des mécanismes possibles.  
Enfin dans le chapitre 3, nous avons montré que certaines cyanobactéries étaient capables de 
contrôler la formation de phases carbonatées de façon intracellulaire. Certains auteurs 
proposent que les magnétosomes, s’ils sont préservés dans les sédiments, pourraient être des 
nano-signatures du vivant (Vali et al. 1989); de même les minéraux formés par les 
cyanobactéries, puisque leur minéralogie est exotique par rapport aux minéraux formés dans 
le même milieu de façon extracellulaire, pourraient être des marqueurs d’une l’activité 
biologique. Une première étape serait de tester la stabilité des phases intracellulaires produites 
par les cyanobactéries lorsqu’elles sont exposées dans le milieu extracellulaire. 
C. Précipitation extracellulaire vs. intracellulaire de minéraux 
carbonatés par les cyanobactéries 
Les résultats présentés dans les chapitres 2 et 3 mènent naturellement à se demander s’il y a 
un lien entre le mécanisme de précipitation extracellulaire et le mécanisme de précipitation 
intracellulaire de phases carbonatées par les cyanobactéries. L’hypothèse la plus instinctive 
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serait de proposer que l’alcalinité produite par la photosynthèse, au lieu d’être exportée 
comme c’est proposé dans le cas de la biominéralisation extracellulaire (Riding 2006a; 
Jansson et al. 2010) resterait dans la cellule et induirait la précipitation de carbonates à 
l’intérieur de celle-ci (Figure 23). Les bases moléculaires de l’export de l’alcalinité dans le cas 
de la biominéralisation extracellulaire n’étant pas connues il est difficile de faire des 
hypothèses plus précises sur le mécanisme inverse de stockage de l’alcalinité. La relation 
spatiale entre l’activité anhydrase carbonique au niveau du carboxysome et la précipitation 
intracellulaire de carbonates pourrait être suivie grâce à l’utilisation de CO2 marqué 
radioactivement dans une série d’expériences de type pulse-chase. En effet il serait ainsi 
possible de suivre l’incorporation du carbone marqué dans la matière organique et dans les 
carbonates. On pourrait alors savoir si les ions carbonates qui participent à la précipitation des 
inclusions intracellulaires viennent directement du CO2 prélévé dans le milieu, s’il y a une 
étape au niveau du carboxysome ou si le mécanisme est plus long et fait intervenir plus 
d’étapes. 
Il est a été proposé que la biominéralisation extracellulaire par les cyanobactéries est 
une conséquence de la sélection des mécanismes de concentration du carbone en relation avec 
la diminution du CO2 atmosphérique au cours des temps géologiques (Altermann 2006). On 
pourrait proposer que (i) la biominéralisation intracellulaire et extracellulaire soient deux 
mécanismes ayant évolués de façon indépendante, la biominéralisation serait alors une 
convergence évolutive. On pourrait également proposer que (ii) la biominéralisation 
intracellulaire soit le mécanisme ancestral puisqu’il ne requiert pas l’export de l’alcalinité. En 
effet l’export de l’alcalinité peut être vu comme une étape supplémentaire du processus qui 
aurait été sélectionnée plus tard. Certaines lignées auraient alors gardé le mécanisme 
ancestral. Enfin, on pourrait à l’inverse proposer que (iii) le mécanisme ancestral est la 
biominéralisation extracellulaire. Alors, l’acquisition de la biominéralisation intracellulaire 
par certaines lignées garantirait à celles-ci de ne pas mourir par encroûtement. Dans ce cadre 
la biominéralisation intracellulaire peut être considérer comme une stratégie augmentant la 
fitness de la lignée portant ce caractère, celui-ci aurait alors été sélectionné. Ceci est à nuancer 
par le fait qu’il existe de nombreuses lignées de cyanobactéries qui ne font ni 
biominéralisation intracellulaire ni extracellulaire, la précipitation de carbonate n’est donc pas 
nécessairement associée à la réalisation de la photosynthèse. Or si l’activité photosynthétique 
augmente localement l’alcalinité et déplace l’équilibre de précipitation des carbonates, la 
question est alors de savoir quel est le mécanisme qui permet à certaines cyanobactéries de ne 
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pas induire la précipitation de carbonate. Pour avancer sur cette question il faudra déterminer 
l’extension taxonomique de la capacité de biominéralisation intracellulaire chez les 
cyanobactéries, et mettre en regard ce caractère avec la phylogénie des organismes. Il sera 
également essentiel de mieux comprendre le/les mécanisme(s) de la biominéralisation chez les 
cyanobactéries. Pour cela il faudrait identifier les protéines et en particulier les enzymes 
impliquées et reconstruire leurs histoires évolutives au sein du phylum des cyanobactéries. 
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Figure 23 : Modèles hypothétiques de précipitation de carbonate par une cyanobactérie. (A) Modèle 
de précipitation extracellulaire d’après (Jansson et al. 2010). L’alcalinité issue de l’activité de 
l’anhydrase carbonique (AC) est exportée dans la gaine et induit la précipitation dans celle-ci. (B) 
Modèle de précipitation intracellulaire. L’alcalinité ne serait dans ce cas pas exportée et induirait la 
précipitation de carbonate à l’intérieur de la cellule. 
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L’exploration de la voie de biominéralisation intracellulaire par les cyanobactéries sera 
un enjeu majeur visant à mieux comprendre le niveau de contrôle de la cellule sur la 
précipitation, le mécanisme de la précipitation incluant la séquestration active de cations et le 
contexte évolutif de ce processus.  
Une meilleure caractérisation de la souche G9, de la nature des inclusions intracellulaires 
qu’elle contient et de leur distribution sera nécessaire pour la comparer avec la souche Ca. G. 
lithophora. 
Le séquençage du génome de chaque souche (G9 et Ca. G. lithophora) nous apportera 
sans doute des informations cruciales, permettant une affiliation sans ambiguïté des souches et 
révélant les voies métaboliques et les éléments de structures cellulaires potentiellement 
présents dans les souches et qui pourraient être importants dans la biominéralisation 
intracellulaire. Comme dans le cas des bactéries magnétotactiques, il existe peut-être un îlot 
génomique dédié à la fonction biominéralisation intracellulaire.  
L’expérimentation sur les cultures de cyanobactéries réalisant la biominéralisation 
intracellulaire permettra de déterminer si les inclusions sont ou non entourées par une 
membrane plasmique ou encore comment le pH/la lumière/la concentration en cations du 
milieu influencent leur formation. Il sera également important de comprendre la dynamique 
de mise en place des inclusions intracellulaires dans la cellule, de déterminer si ce sont des 
structures labiles. Enfin il faudra évaluer la stabilité des phases formées intracellulairement 
lorsqu’elles sont exposées au milieu extérieur. Ceci afin de déterminer si la minéralisation 
intracellulaire peut contribuer à l’accrétion du microbialite, en fabriquant des germes 
amorphes qui favorisent la croissance des minéraux vis-à-vis desquels la solution du milieu 
extérieur est sursaturée. 
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Conclusions  
A. Minéralogie des microbialites d’Alchichica 
Les microbialites d’Alchichica sont composés essentiellement d’hydromagnésite 
(Mg5(CO3)4(OH)2•4(H2O)) et d’aragonite (CaCO3). En plus de ces deux phases, on trouve un 
silicate de fer de façon très minoritaire souvent à l’interface entre hydromagnésite et 
aragonite. La distribution de l’aragonite est soit périphérique associée aux biofilms, soit 
centrale souvent associée à la présence d’organismes endolithiques. 
B. Diversité microbienne associée aux microbialites 
Notre étude a révélé une grande diversité des microorganismes au sein des domaines 
bactérien (344 phylotypes répartis dans 21 phylums) et eucaryote (58 phylotypes répartis dans 
9 phylums) par rapport à celle des archées (2 phylotypes).  
La diversité des bactéries est associée à une grande diversité de types métaboliques. 
Les groupes majeurs identifiés sont les photosynthétiques oxygéniques (Cyanobacteria), 
anoxygéniques (certains membres des Alphaproteobacteria, Chloroflexi), mais aussi beaucoup 
d’hétérotrophes spécialisés dans la dégradation de molécules organiques complexes 
(Verrucomicrobia, Planctomycetales, Bacteroidetes). Nous avons également identifié de façon 
minoritaire des bactéries dégradant typiquement les petites molécules organiques (telles que 
les bactéries sulfato-réductrices identifiées parmi les Deltaproteobacteria et les Firmicutes). 
La diversité des eucaryotes est quant à elle dominée par les Chlorophyta (plus 
particulièrement un phylotyope d’Ulvophyceae unicellulaire), les straménopiles (plus 
particulièrement les diatomées), les alveolés (plus particulièrement les ciliés) et les 
champignons (Fungi). 
En se basant sur les métabolismes connus de représentants cultivés des groupes en 
question et sur les effets connus de ces métabolismes sur la précipitation/dissolution des 
carbonates, on peut proposer le modèle suivant de formation : la photosynthèse oxygénique 
(réalisée par les cyanobactéries, les algues vertes et les diatomées) et la photosynthèse 
anoxygénique favorisent la précipitation des carbonates pendant le jour. Les hétérotrophes 
186
CONCLUSIONS 
capables de dégrader les molécules organiques complexes de type EPS (Verrucomicrobia, 
Bacteroidetes, Planctomycetales et Fungi) favorisent de deux façons la précipitation de 
carbonate : (i) d’une part en libérant les cations chélatés par les EPS et en dévoilant des 
patrons organiques favorisant la nucléation minérale et (ii) d’autre part en produisant des 
petites molécules organiques qui favorisent l’activité des bactéries sulfato-réductrices. La 
sulfato-réduction favorise la précipitation des carbonates néanmoins sa contribution pourrait 
être assez faible dans les microbialites d’Alchichica étant donné que les lignées 
potentiellement impliquées ont été détectées de façon minoritaire. Par ailleurs l’activité des 
organismes endolithiques (certains Fungi et certaines Cyanobacteria) pourrait contribuer à 
déstabiliser la partie indurée du microbialite. C’est donc un équilibre entre les processus qui 
favorisent la précipitation et ceux qui favorisent la destruction du système qui contraint la 
croissance effective du microbialite. 
C. Fossilisation des Pleurocapsales dans l’aragonite 
Nous avons observé une association préférentielle entre les colonies de cyanobactéries 
appartenant à l’ordre des Pleurocapsales et l’aragonite. Nous avons décrit le gradient de 
fossilisation des Pleurocapsales dans l’aragonite. Nous avons vu qu’il existe deux types 
d’aragonite de morphologie différente. Le premier type de texture fibreuse constitué de nano-
baguettes remplit l’espace intercellulaire de la colonie de Pleurocapsales. Ce premier type est 
organisé en couches successives et l’orientation des baguettes est perpendiculaire à la surface 
des cellules de Pleurocapsales. Le second type d’aragonite localisé à l’intérieur des cellules de 
Pleurocapsales est formé de cristaux plus massifs présentant tous la même orientation au sein 
d’une même cellule. Le devenir de la matière organique lors de la fossilisation a été suivi par 
spectroscopie XANES. Ceci a montré qu’au début, la matière organique reste associée aux 
corps cellulaires, puis à la paroi des cellules uniquement, enfin elle est dispersée et sa 
distribution ne renseigne plus sur la distribution initiale des cellules. 
Ces observations nous ont conduits à proposer un modèle séquentiel de la formation 
de microfossiles de Pleurocapsales dans le cas des microbialites d’Alchichica. L’alcalinité 
produite par la cellule en relation avec l’activité photosynthétique est exportée au niveau de la 
gaine. Ceci entraine la précipitation d’une première génération d’aragonite qui nuclée à partir 
de la surface des cellules sous forme de nano-baguette. La texture de cette première 
génération d’aragonite est sans doute contrôlée par le fait que la croissance cristalline a lieu 
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dans un réseau dense d’EPS. La matière organique du corps cellulaire est dégradée, peut-être 
par des bactéries hétérotrophes, et l’espace central de la cellule est le lieu de la précipitation 
d’une seconde génération d’aragonite. La texture plus massive de celle-ci nous renseigne sur 
le fait que la croissance cristalline a eu lieu avec moins de contraintes stériques que dans le 
cas du premier type d’aragonite. Finalement, ce qui nous permet de reconnaître le 
microfossile de Pleurocapsales c’est le fait que la morphologie de la cellule a été préservée 
par la mise en place de deux générations successives d’aragonite, une extracellulaire et une 
intracellulaire. Ainsi la présence et la distribution de la matière organique ne sont pas, dans ce 
cas, des critères pertinents pour la reconnaissance de ce genre de microfossile.  
D. Biominéralisation intracellulaire chez Ca. Gloeomargarita 
lithophora 
Nous avons décrit, chez la souche que nous avons nommée Candidatus 
Gloeomargarita lithophora, la présence d’inclusions intracellulaires de carbonate de Ca-Mg-
Sr-Ba. Cette souche a été décrite et enrichie à partir des biofilms associés aux microbialites 
d’Alchichica. Les inclusions intracellulaires sont amorphes, relativement sphériques, elles 
font en moyenne 270 nm de diamètre. Les inclusions représentent en moyenne 6 % du volume 
de la cellule et augmentent sa masse d’environ 12 % par rapport à une cellule qui ne les 
contiendrait pas. La mise en culture de la souche et le séquençage de son SSU rDNA a permis 
d’affilier cette souche à l’ordre basal de cyanobactéries des Gloeobacterales.  
Ces observations ont mis en lumière qu’il existe un type de biominéralisation 
intracellulaire contrôlé chez les cyanobactéries, dont le mécanisme reste à identifier. 
L’existence de la biominéralisation intracellulaire chez les cyanobactéries éclaire sous un jour 
nouveau l’absence de calcimicrobes à l’Archéen. En effet si la biominéralisation 
intracellulaire est un caractère ancestral dans la lignée des cyanobactéries calcifiantes, alors 
les cyanobactéries n’auraient pas pu être fossilisées avant l’émergence dans la lignée de la 
biominéralisation extracellulaire.  
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ANNEXES 
Annexe 1 : Composition du milieu 539 – BG11 (Fiche collection Institut 
Pasteur) 
 
Sodium nitrate         1.5 g   (Merck 106537) 
Di-potassium hydrogenophosphate trihydrate     0.04 g   (Merck 105099) 
Magnesium sulfate heptahydrate       0.075 g   (Merck 105886) 
Calcium chloride dihydrate       0.036 g   (Merck 102382) 
Ammonium iron(III) citrate/Citric acid monohydrate solution - AS00005*  5 ml 
Magnesium titriplex dihydrate solution - AS00006**     5 ml 
Sodium carbonate        0.04 g   (Merck 106392) 
Trace metal "A5 + Co" - AS00008***      1 ml 
Distilled water make up to       1000 ml   
Autoclave at 120°C for 20 minutes. 
  
*Ammonium iron(III) citrate/Citric acid monohydrate solution - AS00005 
Ammonium iron(III) citrate  300 mg  (Merck 103761) 
Citric acid monohydrate  300 mg  (Merck 100244) 
Distilled water make up to  250 ml   
Weigh the quantity indicated of each product and dissolve separetly the 
products in 75 ml of sterile water. Mix the solutions and adjust to 
final volume. Conservation 10 days in darkness. 
  
**Magnesium titriplex dihydrate solution - AS00006 
Magnesium titriplex dihydrate  0.1 g  (Merck 108409) 
Distilled water make up to  500 ml   
Keep 3 months at 4°C. 
  
***Trace metal "A5 + Co" - AS00008 
Boric acid     2.86 g   (Merck 100165) 
Manganese chloride tetrahydrate   1.81 g   (Merck 105927) 
Zinc sulfate heptahydrate    0.222 g   (Merck 108883) 
Sodium molybdate dihydrate   0.39 g   (Merck 106521) 
Copper(II) sulfate pentahydrate   0.079 g   (Merck 102790) 
Cobalt(II) nitrate hexahydrate   0.049 g   (Merck 102554) 
Distilled water make up to   1000 ml   
Dissolve each component in a small volume of sterile water. 
Mix the solutions in the order indicated. 
Keep 6 months at 4°C. 
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Annexe 2 : Protocole d’amplification PCR pour la création de banque de clone 
et la vérification de la présence d’insert avant séquençage 
 
PCR pour clonage 
 
PCR  Test insert 
 
Pour 1 
tube 
Pour 5 
tubes 
Pour 7 
tubes   
Pour 1 
tube 
Pour 50 
tubes  
MasterMix 20 100 140 
 
MasterMix 20 1000 
 
Primer-F 
(20µM) 
0,5 2,5 3,5 
 
Primer-F (100µM) T7 10pmol 0,1 5 
 
Primer-R 
(20µM) 
0,5 2,5 3,5 
 
Primer-R M13R (100µM) 
10pmol 
0,1 5 
 
GoTaq (5U/µl) 0,2 1 1,4 
 
GoTaq (5U/µl) 0,1 5 
 
ADN 0,5µL 
 
ADN (lysat cellulaire) 5 
  
         
Programme 55-35 
   
Programme 55-35 
  
 
94°C 2min 
   
94°C 2min 
 
 
94°C 15s 
× 35 cycles 
  
94°C 15s 
× 35 
cycles 
 
55°C 30s 
  
55°C 30s 
 
72°C 2min 
  
72°C 2min 
 
72°C 7min 
  
72°C 7min 
 
10°C ∞ 
   
10°C ∞ 
 
 
→ end 
   
→ end 
 
         
Amorces 
1B (bact) 
F B-27F 
 
Amorces plasmide 
Topo TA 
F T7 
 
R 1492R 
  
R M13R 
 
1C 
(cyanoB) 
F Cya 106F 
     
 
R 23S30R 
     
 
1A 
(Archae) 
F 21FQ 
     
 
R 1492R 
     
 
2A 
(Archae) 
F Ar109 
     
 
R 1492R 
     
 
3A 
(Archae) 
F w36 
     
 
R 1492R 
     
 
4A 
(Archae) 
F AMNEF 
     
 
R 1492R 
     
 5E (Euk) 
F 82F 
     
 
R UNonMet 
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Annexe 3 : Protocole d’amplification PCR avant migration DGGE 
 
PCR  DGGE - Bactéries 
 
PCR  DGGE – Eucaryotes 
 
Pour 1 
tube 
Pour 10 
tubes    
Pour 1 
tube 
Pour 10 
tubes  
Eau 19 190 
  
Eau 19 190 
 
Buffer 10x (TaqPlat) 2,5 25 
  
Buffer 10x (TaqPlat) 2,5 25 
 
dNTP (200µM) 0,5 5 
  
dNTP (200µM) 0,5 5 
 
MgCl2 (50mM) 1,5 15 
  
MgCl2 (50mM) 1,5 15 
 
Primer-F (10µM) 
341F-GC 
0,75 7,5 
3mM 
final 
 
Primer-F (10µM) 
1209F-GC 
0,75 7,5 
1,5mM 
final Primer-R (10µM) 534 
R 
0,75 7,5 
 
Primer-R (10µM) 1520 
R 
0,75 7,5 
GoTaq (5U/µl) 0,125 1,25 
  
GoTaq (5U/µl) 0,125 1,25 
 
ADN (lysat cellulaire) 
2,5 PCR direct / 1+1µL PCR 
nichée  
ADN (lysat cellulaire) 1,5 PCR direct 
 
         
Programme < > TD655550 
  
Programme < > TD655550 
 
 
94°C 3min 
   
94°C 3min 
 
 
94°C 15s Touch 
Down 10 
cycles 
(65°C > 
55°C) 
  
94°C 15s Touch 
Down 10 
cycles 
(65°C > 
55°C) 
 
65°C > 
55°C 
30s 
  
65°C > 
55°C 
30s 
 
72°C 1min30 
  
72°C 1min30 
 
94°C 15s 20 
cycles à 
55°C 
  
94°C 15s 
20 cycles 
à 55°C  
55°C 30s 
  
55°C 30s 
 
72°C 1min30 
  
72°C 1min30 
 
72°C 1h 
   
72°C 1h 
 
 
10°C ∞ 
   
10°C ∞ 
 
 
→ end 
   
→ end 
 
         
Amorces 16S 
(193pdb) 
F 
341F-
GC  
Amorces 18S   
(311pdb) 
F 1209F-GC 
 
R 534R 
  
R 1520R 
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Annexe 4 : Résumé des données issues du clonage du SSU rDNA des 
bactéries avec des amorces générales de bactéries (1B) et ciblant les 
cyanobactéries (1C)  
OTU ID 
Reference 
sequence 
Taxonomy 
Clonage 1B 
Nombre de clones 
par banque 
Clonage 1C 
Nombre de clones 
par banque 
 BLAST 
Phylum Order 
A
Q
1
 
A
Q
2
 
A
L
3
1
 
A
L
6
7
 
A
L
5
2
 
A
Q
1
 
A
Q
2
 
A
L
3
1
 
A
L
6
7
 
A
L
5
2
 
to
ta
l First Hit 
Accession 
number 
Cyano_
OTU123 
Contig 
AL31_1B_2_139 
Cyanobacteria Gloeobacterales 1
 
0
 
1
1
 
5
 
0
 
9
 
0
 
3
 
1
 
0
 
3
0
 
EF205557 
Cyano_
OTU4 
Contig 
AQ2_1C_1_38 
Cyanobacteria Oscillatoriales 0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
6
 
0
 
0
 
0
 
6
 
EF205455 
Cyano_
OTU5 
Contig 
AL52_1C_1_07 
Cyanobacteria Prochlorales 0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
2
 
DQ269094 
Cyano_
OTU6 
Contig 
AL64_1B_1_03 
Cyanobacteria Oscillatoriales 0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
1
 
FJ425596 
Cyano_
OTU7 
Contig 
AQ1_1B_2_46 
Cyanobacteria Acaryochlorales 3
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
 
1
 
7
 
AM710386 
Cyano_
OTU8 
Contig 
AQ1_1B_2_148 
Cyanobacteria Oscillatoriales 2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
8
 
1
8
 
0
 
0
 
0
 
2
8
 
FJ902632 
Cyano_
OTU9 
Contig 
AL52_1C_1_14 
Cyanobacteria Acaryochlorales 0
 
0
 
0
 
0
 
4
 
0
 
0
 
0
 
0
 
9
 
1
3
 
DQ917811 
Cyano_
OTU10 
Contig 
AQ1_1C_1_09 
Cyanobacteria Oscillatoriales 0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
4
 
0
 
0
 
0
 
6
 
EU753633 
Cyano_
OTU11 
Contig 
AQ2_1C_1_39 
Cyanobacteria Oscillatoriales 0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
5
 
0
 
0
 
0
 
5
 
AJ007374 
Cyano_
OTU12 
Contig 
AL52_1B_2_11 
Cyanobacteria Oscillatoriales 0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
3
 
1
 
0
 
0
 
3
 
8
 
EF429296 
Cyano_
OTU13 
Contig 
AL33_1B_1_32 
Cyanobacteria Oscillatoriales 0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
AB257773 
Cyano_
OTU14 
Contig 
AQ2_1C_1_15 
Cyanobacteria Oscillatoriales 1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
 
2
7
 
0
 
0
 
0
 
3
1
 
AB257773 
Cyano_
OTU15 
Contig 
AL52_1B_2_115 
Cyanobacteria Pleurocapsales 0
 
0
 
0
 
0
 
4
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
5
 
DQ293994 
Cyano_
OTU16 
Contig 
AL52_1B_1_42 
Cyanobacteria Pleurocapsales 0
 
0
 
0
 
0
 
7
 
0
 
0
 
0
 
0
 
5
 
1
2
 
DQ293994 
Cyano_
OTU17 
Contig 
AL52_1B_2_148 
Cyanobacteria Pleurocapsales 1
 
0
 
5
 
0
 
5
2
 
2
0
 
0
 
5
 
1
 
7
1
 
1
5
5
 
DQ302417 
Cyano_
OTU18 
Contig 
AL52_1C_1_26 
Cyanobacteria Pleurocapsales 0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
2
 
1
 
0
 
0
 
1
 
6
 
AY642585 
Cyano_
OTU19 
Contig 
AQ2_1C_1_56 
Cyanobacteria Pleurocapsales 0
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
0
 
0
 
1
 
5
 
CP001287 
Cyano_
OTU20 
Contig 
AQ2_1C_2_41 
Cyanobacteria Pleurocapsales 0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
 
1
 
0
 
0
 
4
 
EF545627 
Cyano_
OTU21 
Contig 
AQ1_1B_2_125 
Cyanobacteria Chroococcales 1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
CP001287 
Cyano_
OTU22 
Contig 
AQ1_1B_2_123 
Cyanobacteria Oscillatoriales 1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
AF445707 
Cyano_
OTU23 
Contig 
AQ2_1C_2_40 
Cyanobacteria Chroococcales 0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
1
 
AB058249 
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Cyano_
OTU24 
Contig 
AQ1_1C_1_12 
Cyanobacteria Chroococcales 0
 
1
 
0
 
0
 
3
 
4
 
6
 
0
 
0
 
4
 
1
8
 
AF132773 
Cyano_
OTU25 
Contig 
AQ2_1C_1_10 
Cyanobacteria Chroococcales 0
 
9
 
0
 
0
 
0
 
0
 
5
 
0
 
0
 
0
 
1
4
 
FJ589716 
Cyano_
OTU26 
Contig 
AQ1_1C_2_16 
Cyanobacteria Nostocales 0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
4
 
3
 
0
 
0
 
0
 
7
 
AB325906 
Cyano_
OTU27 
Contig 
AQ1_1B_1_25 
Cyanobacteria Nostocales 1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
 
2
 
0
 
4
 
AM230673 
Cyano_
OTU28 
Contig 
AQ1_1B_2_30 
Cyanobacteria Oscillatoriales 2
 
1
 
0
 
0
 
0
 
2
 
5
 
0
 
0
 
0
 
1
0
 
DQ786167 
Cyano_
OTU29 
Contig 
AL70_1C_1_01 
Cyanobacteria Oscillatoriales 0
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
2
 
0
 
0
 
0
 
2
4
 
EU255706 
Cyano_
OTU30 
Contig 
AQ1_1B_1_17 
Cyanobacteria Oscillatoriales 1
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
2
 
1
 
0
 
0
 
0
 
4
3
 
EU255706 
Cyano_
OTU31 
Contig 
AL67_1B_2_202 
Cyanobacteria Oscillatoriales 2
 
0
 
6
 
7
 
0
 
2
 
0
 
6
 
5
 
1
 
2
9
 
AJ639893 
Cyano_
OTU32 
Contig 
AL31_1B_2_194 
Cyanobacteria Oscillatoriales 1
4
 
0
 
2
8
 
3
3
 
0
 
3
1
 
1
 
1
0
 
2
9
 
0
 
1
4
6
 
DQ393278 
Cyano_
OTU33 
Contig 
AL33_1B_1_03 
Cyanobacteria Oscillatoriales 0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
EF654067 
Cyano_
OTU34 
Contig 
AL31_1B_2_140 
Cyanobacteria Oscillatoriales 0
 
0
 
4
0
 
2
9
 
3
 
0
 
0
 
3
6
 
2
4
 
1
 
1
3
3
 
AY493589 
Cyano_
OTU35 
Contig 
AQ1_1B_1_84 
Cyanobacteria Gloeobacterales 9
 
8
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
7
 
AF132773 
Cyano_
OTU36 
Contig 
AQ1_1C_1_35 
Cyanobacteria Gloeobacterales 1
1
 
5
 
1
 
0
 
0
 
3
0
 
3
3
 
0
 
0
 
0
 
8
0
 
AF132773 
Chlorop
_OTU1 
Contig 
AL31_1B_2_20 
Chloroplastes Chloroplaste 0
 
0
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
AB491827 
Chlorop
_OTU2 
Contig 
AL31_1B_2_119 
Chloroplastes Chloroplaste 0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
FJ516796 
Chlorop
_OTU3 
Contig 
AQ1_1B_2_164 
Chloroplastes Chloroplaste 1
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
 
FJ002157 
Chlorop
_OTU4 
Contig 
AQ1_1B_1_02 
Chloroplastes Chloroplaste 6
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
6
 
FJ002224 
Alpha_
OTU01 
Contig 
AL31_1B_2_13 
Alpha-
proteobacteria  
3
 
0
 
1
0
 
0
 
0
      
1
3
 
FM242433 
Alpha_
OTU02 
Contig 
Al52_1B_2_100 
Alpha-
proteobacteria  
9
 
0
 
4
 
1
3
 
2
      
2
8
 
FM242433 
Alpha_
OTU03 
Contig 
AQ1_1B_1_74 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AY555804 
Alpha_
OTU04 
Contig 
AL67_1B_2_138 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
1
 
0
      1
 
FM873449 
Alpha_
OTU05 
Contig 
AL52_1B_2_74 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
DQ413135 
Alpha_
OTU06 
Contig 
AQ1_1B_2_72 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FM253627 
Alpha_
OTU07 
Contig 
AL67_1B_2_60 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
1
 
0
      1
 
FM253627 
Alpha_
OTU08 
Contig 
AQ1_1B_2_194 
Alpha-
proteobacteria  
3
 
0
 
0
 
0
 
0
      3
 
DQ130024 
Alpha_
OTU09 
Contig 
AL67_1B_2_62 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
1
 
0
      1
 
EF133556 
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Alpha_
OTU11 
Contig 
AQ2_1B_1_04 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU861921 
Alpha_
OTU12 
Contig 
AQ1_1B_2_152 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
AY795769 
Alpha_
OTU13 
Contig 
AL52_1B_1_01 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
FJ205185 
Alpha_
OTU14 
Contig 
AQ1_1B_1_30 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
2
 
0
 
1
      4
 
FJ516937 
Alpha_
OTU15 
Contig 
AQ1_1B_2_06 
Alpha-
proteobacteria  
5
 
0
 
0
 
0
 
0
      5
 
DQ413127 
Alpha_
OTU16 
Contig 
AQ1_1B_2_31 
Alpha-
proteobacteria  
8
 
0
 
1
 
0
 
2
      
1
1
 
EF208679 
Alpha_
OTU17 
Contig 
AL52_1B_2_67 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AJ890098 
Alpha_
OTU18 
Contig 
AQ1_1B_2_12 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU440692 
Alpha_
OTU19 
Contig 
AQ1_1B_2_17 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU592393 
Alpha_
OTU20 
Contig 
AQ1_1B_2_102 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
2
 
0
      3
 
AY945873 
Alpha_
OTU21 
Contig 
AQ2_1B_1_39 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ535474 
Alpha_
OTU22 
Contig 
AL67_1B_2_178 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
2
 
0
      2
 
AJ639893 
Alpha_
OTU23 
Contig 
AQ2_1B_2_17 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
EF445287 
Alpha_
OTU24 
Contig 
AL31_1B_2_126 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
FJ009391 
Alpha_
OTU25 
Contig 
AL31_1B_2_73 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
DQ103632 
Alpha_
OTU26 
Contig 
AL31_1B_2_71 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
3
 
0
 
0
      3
 
EF125408 
Alpha_
OTU27 
Contig 
AQ1_1B_2_199 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AY957911 
Alpha_
OTU28 
Contig 
AL52_1B_2_13 
Alpha-
proteobacteria  
2
 
0
 
0
 
0
 
1
      3
 
EF632942 
Alpha_
OTU29 
Contig 
AL52_1B_2_12 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
2
      2
 
FJ152576 
Alpha_
OTU30 
Contig 
AL52_1B_2_31 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
DQ404752 
Alpha_
OTU31 
Contig 
AL52_1B_2_98 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
FJ152767 
Alpha_
OTU32 
Contig 
AQ1_1B_1_73 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ517108 
Alpha_
OTU33 
Contig 
AL31_1B_2_171 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
2
 
0
 
0
      2
 
EU735674 
Alpha_
OTU34 
Contig 
AQ2_1B_1_61 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
AY957935 
Alpha_
OTU35 
Contig 
AL52_1B_2_64 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
FJ152772 
Alpha_
OTU36 
Contig 
AQ2_1B_1_38 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
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Alpha_
OTU37 
Contig 
AL31_1B_2_02 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
5
 
1
 
0
      6
 
EU662567 
Alpha_
OTU38 
Contig 
AQ1_1B_2_176 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU753663 
Alpha_
OTU39 
Contig 
AL31_1B_2_114 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
2
 
1
 
0
      3
 
EU753663 
Alpha_
OTU40 
Contig 
AQ1_1B_1_90 
Alpha-
proteobacteria  
3
 
0
 
3
 
0
 
0
      6
 
EU753663 
Alpha_
OTU41 
Contig 
AL31_1B_2_128 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
1
0
 
0
 
0
      
1
1
 
EU753663 
Alpha_
OTU42 
C02 
AL52_1B_133 
(partial) 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
3
      3
 
EU753663 
Alpha_
OTU43 
Contig 
AQ1_1B_2_124 
Alpha-
proteobacteria  
2
 
0
 
0
 
0
 
0
      2
 
EU753663 
Alpha_
OTU44 
Contig 
AQ1_1B_2_181 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FM200984 
Alpha_
OTU45 
Contig 
AL67_1B_2_194 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
1
 
0
      1
 
AM990830 
Alpha_
OTU46 
Contig 
AL52_1B_2_174 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
2
      2
 
EF540362 
Alpha_
OTU47 
Contig 
AQ1_1B_2_80 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AM176848 
Alpha_
OTU48 
Contig 
AL31_1B_2_101 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
Y09609 
Alpha_
OTU49 
Contig 
AQ2_1B_1_10 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ346506 
Alpha_
OTU50 
Contig 
AQ2_1B_2_140 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ152890 
Alpha_
OTU51 
Contig 
AL67_1B_2_53 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
1
 
0
      1
 
FJ516790 
Alpha_
OTU52 
Contig 
AL67_1B_2_87 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
5
 
0
      5
 
FJ516816 
Alpha_
OTU53 
Contig 
AL31_1B_2_123 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
AF445668 
Alpha_
OTU54 
Contig 
AL64_1B_1_14 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
AJ315683 
Alpha_
OTU55 
Contig 
AL52_1B_2_84 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AY258094 
Alpha_
OTU56 
Contig 
AL52_1B_2_136 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AY345479 
Alpha_
OTU57 
Contig 
AL52_1B_2_143 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
2
 
0
 
1
      3
 
AB355069 
Alpha_
OTU58 
Contig 
AL52_1B_2_128 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
DQ342319 
Alpha_
OTU59 
Contig 
AQ1_1B_2_106 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
1
 
0
 
0
 
0
      2
 
EU799556 
Alpha_
OTU60 
Contig 
AL64_1B_1_37 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
DQ376570 
Alpha_
OTU61 
Contig 
AQ1_1B_2_39 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AY145582 
Alpha_
OTU62 
Contig 
AL31_1B_2_163 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
4
 
0
 
0
      4
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Alpha_
OTU63 
Contig 
AL52_1B_1_34 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
2
0
 
1
7
 
     
3
7
 
EF157114 
Alpha_
OTU64 
Contig 
AQ1_1B_2_76 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU097279 
Alpha_
OTU65 
Contig 
AL52_1B_1_32 
Alpha-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
1
0
 
     
1
1
 
EU735614 
Alpha_
OTU66 
Contig 
AL52_1B_2_119 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
3
 
     
1
3
 
DQ401091 
Alpha_
OTU67 
Contig 
AL67_1B_2_34 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
3
 
6
      9
 
FJ463255 
Alpha_
OTU68 
Contig 
AL52_1B_2_81 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
3
 
0
 
0
 
1
      4
 
EU491219 
Alpha_
OTU69 
Contig 
AL52_1B_2_161 
Alpha-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AY345437 
beta_OT
U01 
Contig 
AQ2_1B_1_57 
Beta-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
CP001392 
beta_OT
U02 
Contig 
AL67_1B_2_104 
Beta-
proteobacteria  
0
 
2
1
 
1
 
3
8
 
3
      
6
3
 
AY959107 
beta_OT
U03 
Contig 
AL31_1B_2_148 
Beta-
proteobacteria  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
AF487435 
beta_OT
U04 
Contig 
AQ1_1B_2_166 
Beta-
proteobacteria  
4
 
0
 
0
 
0
 
0
      4
 
EF032746 
beta_OT
U05 
Contig 
AQ1_1B_1_01 
Beta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ517015 
beta_OT
U06 
Contig 
AQ2_1B_1_01 
Beta-
proteobacteria  
0
 
2
 
0
 
0
 
1
      3
 
AJ536815 
beta_OT
U07 
Contig 
AQ1_1B_2_165 
Beta-
proteobacteria  
9
 
0
 
0
 
0
 
0
      9
 
EF192884 
beta_OT
U08 
Contig 
AQ2_1B_1_45 
Beta-
proteobacteria  
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
AY830778 
beta_OT
U09 
Contig 
AQ2_1B_1_53 
Beta-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ516907 
beta_OT
U10 
Contig 
AQ2_1B_2_182 
Beta-
proteobacteria  
0
 
1
0
 
0
 
0
 
0
      
1
0
 
EF654714 
beta_OT
U11 
Contig 
AQ1_1B_2_187 
Beta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU735692 
beta_OT
U12 
Contig 
AQ1_1B_2_14 
Beta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ517019 
beta_OT
U13 
Contig 
AQ1_1B_2_173 
Beta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ535025 
beta_OT
U14 
Contig 
AQ1_1B_2_118 
Beta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ479588 
beta_OT
U15 
Contig 
AQ1_1B_2_29 
Beta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EF612412 
Gamma
_OTU01 
Contig 
AQ2_1B_1_72 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ213024 
Gamma
_OTU02 
Contig 
AQ1_1B_2_69 
Gamma-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AR255939 
Gamma
_OTU04 
Contig 
AQ2_1B_2_132 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
5
 
0
 
0
 
1
      6
 
AM743169 
Gamma
_OTU05 
Contig 
AL52_1B_2_170 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
2
      2
 
FJ152597 
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ANNEXES 
Gamma
_OTU06 
Contig 
AL31_1B_2_32 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
DQ532277 
Gamma
_OTU07 
Contig 
AQ1_1B_2_111 
Gamma-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
1
      2
 
AB478683 
Gamma
_OTU09 
Contig 
AL31_1B_2_19 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
0
 
1
 
0
 
2
      3
 
DQ302442 
Gamma
_OTU10 
Contig 
AL31_1B_2_37 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
0
 
2
 
0
 
1
      3
 
DQ302442 
Gamma
_OTU11 
Contig 
AL52_1B_2_85 
Gamma-
proteobacteria  
5
 
0
 
2
 
2
 
1
      
1
0
 
EF612422 
Gamma
_OTU12 
Contig 
AQ1_1B_2_200 
Gamma-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ264749 
Gamma
_OTU13 
Contig 
AQ1_1B_2_180 
Gamma-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ230893 
Gamma
_OTU14 
Contig 
AQ1_1B_1_34 
Gamma-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ230893 
Gamma
_OTU15 
Contig 
AQ2_1B_1_58 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ230893 
Gamma
_OTU16 
Contig 
AQ1_1B_1_07 
Gamma-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EF999376 
Gamma
_OTU17 
Contig 
AQ1_1B_2_109 
Gamma-
proteobacteria  
7
 
0
 
0
 
0
 
0
      7
 
EF580955 
Gamma
_OTU18 
Contig 
AQ2_1B_2_235 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ152572 
Gamma
_OTU19 
Contig 
AL52_1B_2_166 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
2
      2
 
FJ152997 
Gamma
_OTU20 
Contig 
AQ1_1B_1_14 
Gamma-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ205335 
Gamma
_OTU21 
Contig 
AQ1_1B_1_72 
Gamma-
proteobacteria  
1
 
3
 
0
 
1
 
0
      5
 
FM208850 
Gamma
_OTU22 
Contig 
AL67_1B_2_66 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
2
 
0
      2
 
DQ327699 
Gamma
_OTU23 
Contig 
AL52_1B_2_68 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AM183347 
Gamma
_OTU24 
Contig 
AL52_1B_2_163 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
EU491392 
Gamma
_OTU25 
Contig 
AL52_1B_2_175 
Gamma-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
2
      2
 
AY225632 
Gamma
_OTU26 
Contig 
AQ1_1B_2_18 
Gamma-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ823220 
Gamma
_OTU27 
Contig 
AQ1_1B_1_36 
Gamma-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AF424122 
Delta_O
TU01 
Contig 
AQ1_1B_2_10 
Delta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU734976 
Delta_O
TU02 
Contig 
AQ1_1B_1_61 
Delta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU881182 
Delta_O
TU03 
Contig 
AQ2_1B_1_12 
Delta-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU234198 
Delta_O
TU04 
Contig 
AQ2_1B_1_59 
Delta-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ125908 
Delta_O
TU05 
Contig 
AQ1_1B_1_26 
Delta-
proteobacteria  
3
 
0
 
0
 
0
 
0
      3
 
FJ207003 
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ANNEXES 
Delta_O
TU06 
Contig 
AQ1_1B_1_20 
Delta-
proteobacteria  1
5
 
0
 
1
 
0
 
4
      
2
0
 
FJ207003 
Delta_O
TU07 
Contig 
AQ1_1B_2_41 
Delta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ873368 
Delta_O
TU08 
Contig 
AQ1_1B_1_77 
Delta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AF407700 
Delta_O
TU09 
Contig 
AL52_1B_1_24 
Delta-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
FM242397 
Delta_O
TU10 
Contig 
AQ2_1B_2_157 
Delta-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ479050 
Delta_O
TU11 
Contig 
AQ2_1B_2_66 
Delta-
proteobacteria  
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
FJ479235 
Delta_O
TU12 
Contig 
AQ1_1B_2_110 
Delta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AB286618 
Delta_O
TU13 
Contig 
AQ2_1B_2_248 
Delta-
proteobacteria  
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
FJ479170 
Delta_O
TU14 
Contig 
AQ1_1B_1_81 
Delta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AB252740 
Delta_O
TU15 
Contig 
AQ1_1B_2_98 
Delta-
proteobacteria  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EF632754 
Delta_O
TU16 
Contig 
AQ2_1B_2_245 
Delta-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
AB110542 
Delta_O
TU17 
Contig 
Al52_1B_2_45 
Delta-
proteobacteria  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AY897123 
Delta_O
TU18 
Contig 
AL31_1B_2_54 
Delta-
proteobacteria  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
DQ129144 
Delta_O
TU19 
Contig 
AQ2_1B_1_30 
Delta-
proteobacteria  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU335166 
Firmi_O
TU1 
Contig 
AQ2_1B_2_100 
Firmicutes 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
AB486566 
Firmi_O
TU10 
Contig 
AQ2_1B_2_215 
Firmicutes 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
AF129867 
Firmi_O
TU11 
Contig 
AQ2_1B_2_188 
Firmicutes 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AM162329 
Firmi_O
TU12 
Contig 
AQ1_1B_1_86 
Firmicutes 
 
0
 
7
 
0
 
0
 
0
      7
 
AJ617805 
Firmi_O
TU13 
Contig 
AL52_1B_2_54 
Firmicutes 
 
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
EF516461 
Firmi_O
TU14 
Contig 
AQ2_1B_2_107 
Firmicutes 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
      2
 
AB237717 
Firmi_O
TU16 
Contig 
AQ2_1B_2_192 
Firmicutes 
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
      3
 
AB237717 
Firmi_O
TU17 
Contig 
AQ2_1B_2_117 
Firmicutes 
 
0
 
3
6
 
0
 
0
 
0
      
3
6
 
AY538171 
Firmi_O
TU18 
Contig 
AQ2_1B_2_142 
Firmicutes 
 
0
 
1
1
 
0
 
0
 
0
      
1
1
 
AB478010 
Firmi_O
TU19 
Contig 
AQ2_1B_2_60 
Firmicutes 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AB267054 
Firmi_O
TU2 
Contig 
AL52_1B_2_201 
Firmicutes 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
AB486679 
Firmi_O
TU3 
Contig 
AQ2_1B_2_141 
Firmicutes 
 
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
FJ535043 
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ANNEXES 
Firmi_O
TU4 
Contig 
AQ2_1B_2_125 
Firmicutes 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ129560 
Firmi_O
TU5 
Contig 
AL52_1B_2_76 
Firmicutes 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AY753402 
Firmi_O
TU6 
Contig 
AQ2_1B_2_147 
Firmicutes 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
AF349758 
Firmi_O
TU7 
Contig 
AQ2_1B_2_103 
Firmicutes 
 
0
 
5
 
0
 
0
 
0
      5
 
DQ643978 
Firmi_O
TU8 
Contig 
AQ2_1B_2_164 
Firmicutes 
 
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
AY682207 
Firmi_O
TU9 
Contig 
AL52_1B_2_35 
Firmicutes 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
AY167932 
Actino_
OTU01 
Contig 
AL67_1B_2_117 
Actinobacteria 
 
0
 
0
 
0
 
4
 
0
      4
 
AB476281 
Actino_ 
OTU02 
Contig 
AL64_1B_1_24 
Actinobacteria 
 
0
 
0
 
1
 
0
 
3
      4
 
FJ203576 
Actino_ 
OTU03 
Contig 
AL52_1B_2_16 
Actinobacteria 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AB360344 
Actino_ 
OTU04 
Contig 
AL52_1B_2_169 
Actinobacteria 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
      3
 
AB360344 
Actino_ 
OTU05 
Contig 
AL52_1B_2_156 
Actinobacteria 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AY093455 
Actino_ 
OTU06 
Contig 
AL52_1B_2_204 
Actinobacteria 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AY093455 
Actino_ 
OTU07 
Contig 
AL52_1B_2_104 
Actinobacteria 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
EF632945 
Actino_ 
OTU08 
Contig 
AL52_1B_1_18 
Actinobacteria 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
3
      4
 
EF540358 
Actino_ 
OTU09 
Contig 
AL52_1B_2_126 
Actinobacteria 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
EU328001 
Actino_ 
OTU10 
Contig 
AL67_1B_2_95 
Actinobacteria 
 
0
 
0
 
0
 
5
 
6
      
1
1
 
EU735677 
Actino_ 
OTU11 
Contig 
AQ2_1B_1_35 
Actinobacteria 
 
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
AM911348 
Actino_ 
OTU12 
Contig 
AQ2_1B_2_173 
Actinobacteria 
 
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
EU214943 
Actino_ 
OTU13 
Contig 
AQ2_1B_2_75 
Actinobacteria 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ152655 
Actino_ 
OTU14 
Contig 
AL52_1B_1_22 
Actinobacteria 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
4
      4
 
EU016408 
Actino_ 
OTU15 
Contig 
AL31_1B_2_105 
Actinobacteria 
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
AY642541 
Actino_ 
OTU16 
Contig 
AQ2_1B_2_136 
Actinobacteria 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU812978 
Actino_ 
OTU17 
Contig 
AQ2_1B_2_161 
Actinobacteria 
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
      3
 
U65647 
Verruco
_OTU01 
Contig 
AL31_1B_2_147 
Verruco-
microbia  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
DQ648945 
Verruco
_OTU02 
Contig 
AL52_1B_2_53 
Verruco-
microbia  
0
 
1
 
0
 
0
 
1
      2
 
DQ648945 
Verruco
_OTU03 
Contig 
AQ1_1B_2_189 
Verruco-
microbia  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ648945 
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ANNEXES 
Verruco
_OTU04 
Contig 
AQ1_1B_2_99 
Verruco-
microbia  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ479434 
Verruco
_OTU05 
Contig 
AQ2_1B_1_51 
Verruco-
microbia  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU803358 
plancto
_OTU01 
Contig 
AQ1_1B_2_66 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AM902596 
plancto
_OTU02 
Contig 
AQ1_1B_1_70 
Plancto-
mycetales  
2
 
0
 
0
 
0
 
0
      2
 
DQ514037 
plancto
_OTU03 
Contig 
AQ2_1B_1_47 
Plancto-
mycetales  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ514037 
plancto
_OTU04 
Contig 
AQ1_1B_2_03 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AY168744 
plancto
_OTU05 
Contig 
AQ1_1B_1_37 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ207109 
plancto
_OTU06 
Contig 
AQ1_1B_1_38 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU335417 
plancto
_OTU07 
Contig 
AQ2_1B_1_11 
Plancto-
mycetales  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
AB473908 
plancto
_OTU08 
Contig 
AQ1_1B_1_80 
Plancto-
mycetales  
2
 
0
 
0
 
0
 
0
      2
 
AB473908 
plancto
_OTU09 
Contig 
AQ2_1B_1_07 
Plancto-
mycetales  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ232665 
plancto
_OTU10 
Contig 
AQ1_1B_1_15 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU160057 
plancto
_OTU11 
Contig 
AQ1_1B_2_26 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU044298 
plancto
_OTU12 
Contig 
AQ2_1B_2_71 
Plancto-
mycetales  
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
EF516397 
plancto
_OTU13 
Contig 
AL52_1B_1_09 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AB430337 
plancto
_OTU14 
Contig 
AQ1_1B_1_06 
Plancto-
mycetales  
2
 
0
 
0
 
0
 
0
      2
 
EU083504 
plancto
_OTU15 
Contig 
AL31_1B_2_83 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
FJ516934 
plancto
_OTU16 
Contig 
AL31_1B_2_15 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
4
 
0
 
0
      4
 
EU735645 
plancto
_OTU17 
Contig 
AQ1_1B_2_159 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AB491915 
plancto
_OTU18 
Contig 
AQ1_1B_1_63 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ517063 
plancto
_OTU19 
Contig 
AL31_1B_2_09 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
EU917921 
plancto
_OTU20 
Contig 
AQ2_1B_1_70 
Plancto-
mycetales  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ517063 
plancto
_OTU21 
Contig 
AL31_1B_2_100 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
1
 
0
 
2
      3
 
FJ202945 
plancto
_OTU22 
Contig 
AL31_1B_2_166 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
FJ516934 
plancto
_OTU23 
Contig 
AQ1_1B_2_48 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ516934 
plancto
_OTU24 
Contig 
AQ1_1B_2_171 
Plancto-
mycetales  
2
 
0
 
0
 
0
 
0
      2
 
AB286397 
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ANNEXES 
plancto
_OTU25 
Contig 
AQ2_1B_2_83 
Plancto-
mycetales  
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
AB491859 
plancto
_OTU26 
Contig 
AL52_1B_2_160 
Plancto-
mycetales  
0
 
1
 
0
 
0
 
1
      2
 
EF522841 
plancto
_OTU27 
Contig 
AL52_1B_2_131 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
0
 
2
      2
 
EU491354 
plancto
_OTU28 
Contig 
AQ1_1B_2_82 
Plancto-
mycetales  
2
 
0
 
0
 
0
 
0
      2
 
AM935485 
plancto
_OTU29 
Contig 
AQ1_1B_2_94 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AY921932 
plancto
_OTU30 
Contig 
AQ1_1B_2_84 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ710707 
plancto
_OTU31 
Contig 
AQ1_1B_2_117 
Plancto-
mycetales  
1
 
1
 
1
 
0
 
0
      3
 
EF520616 
plancto
_OTU32 
Contig 
AQ2_1B_2_197 
Plancto-
mycetales  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ228400 
plancto
_OTU33 
Contig 
AL31_1B_2_22 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
2
 
0
 
0
      2
 
DQ228400 
plancto
_OTU34 
Contig 
AQ1_1B_1_16 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AY266450 
plancto
_OTU35 
Contig 
AL52_1B_2_59 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
DQ513078 
plancto
_OTU36 
Contig 
AQ2_1B_1_09 
Plancto-
mycetales  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
AF407728 
plancto
_OTU37 
Contig 
AQ1_1B_1_33 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ269110 
plancto
_OTU38 
Contig 
AL67_1B_2_16 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
3
 
0
      3
 
EU491279 
plancto
_OTU39 
Contig 
AL52_1B_1_28 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AF317785 
plancto
_OTU40 
Contig 
AQ1_1B_1_75 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ516830 
plancto
_OTU41 
Contig 
AQ2_1B_1_40 
Plancto-
mycetales  
1
 
6
 
0
 
0
 
0
      7
 
EF516837 
plancto
_OTU42 
Contig 
AL67_1B_2_160 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
3
 
0
      3
 
FJ872532 
plancto
_OTU43 
Contig 
AL67_1B_2_195 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
1
 
0
      1
 
DQ376578 
plancto
_OTU44 
Contig 
AQ1_1B_1_32 
Plancto-
mycetales  
1
 
1
 
1
 
0
 
1
      4
 
FJ542870 
plancto
_OTU45 
Contig 
AQ2_1B_1_32 
Plancto-
mycetales  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
AB257645 
plancto
_OTU46 
Contig 
AL31_1B_2_179 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
AJ231190 
plancto
_OTU47 
Contig 
AL52_1B_2_146 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
EU979049 
plancto
_OTU48 
Contig 
AQ1_1B_1_19 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ811897 
plancto
_OTU49 
Contig 
AL52_1B_2_206 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
FJ543000 
plancto
_OTU50 
Contig 
AL52_1B_2_99 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
EU491748 
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plancto
_OTU51 
Contig 
AL31_1B_2_172 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
1
 
0
 
1
      2
 
DQ270660 
plancto
_OTU52 
Contig 
AL31_1B_2_208 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
3
 
0
 
0
      3
 
FJ203446 
plancto
_OTU53 
Contig 
AQ1_1B_2_160 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU135192 
plancto
_OTU54 
Contig 
AL52_1B_2_05 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
1
      2
 
FJ542957 
plancto
_OTU55 
Contig 
AQ1_1B_1_13 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EF530681 
plancto
_OTU56 
Contig 
AQ2_1B_1_21 
Plancto-
mycetales  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ479541 
plancto
_OTU57 
Contig 
AL67_1B_2_128 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
1
 
0
      1
 
FJ624378 
plancto
_OTU58 
Contig 
AL52_1B_2_172 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
0
 
5
      5
 
AM176894 
plancto
_OTU59 
Contig 
AQ1_1B_2_208 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ256553 
plancto
_OTU60 
Contig 
AL52_1B_1_41 
Plancto-
mycetales  
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
FJ542976 
plancto
_OTU61 
Contig 
AQ1_1B_2_95 
Plancto-
mycetales  
2
 
0
 
0
 
0
 
0
      2
 
FJ203554 
plancto
_OTU62 
Contig 
AQ1_1B_1_50 
Plancto-
mycetales  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AM902598 
chlofl_O
TU01 
Contig 
AL67_1B_2_105 
Chloroflexi 
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
      1
 
DQ329894 
chlofl_O
TU02 
Contig 
AL67_1B_2_154 
Chloroflexi 
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
      1
 
FJ152675 
chlofl_O
TU03 
Contig 
AQ2_1B_1_67 
Chloroflexi 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
AF234705 
chlofl_O
TU04 
Contig 
AL31_1B_2_07 
Chloroflexi 
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
EF126227 
chlofl_O
TU05 
Contig 
AQ1_1B_1_10 
Chloroflexi 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EF205529 
chlofl_O
TU06 
Contig 
AL31_1B_2_142 
Chloroflexi 
 
0
 
0
 
2
 
0
 
0
      2
 
EF141855 
chlofl_O
TU07 
Contig 
AL52_1B_2_51 
Chloroflexi 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
EU735629 
chlofl_O
TU08 
Contig 
AL52_1B_2_94 
Chloroflexi 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
      2
 
DQ297988 
chlofl_O
TU09 
Contig 
AQ1_1B_2_115 
Chloroflexi 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ710669 
chlofl_O
TU10 
Contig 
AL67_1B_2_187 
Chloroflexi 
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
      1
 
EF208677 
chlofl_O
TU11 
Contig 
AL31_1B_2_35 
Chloroflexi 
 
0
 
0
 
3
 
0
 
0
      3
 
DQ424601 
gemma
_OTU01 
Contig 
AQ2_1C_2_12 
Gemmatimona
detes  
0
 
3
 
0
 
0
 
0
      3
 
AF268993 
gemma
_OTU02 
Contig 
AQ1_1B_2_153 
Gemmatimona
detes  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU803543 
gemma
_OTU03 
Contig 
AQ1_1B_2_74 
Gemmatimona
detes  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ839330 
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gemma
_OTU04 
Contig 
AL31_1B_2_154 
Gemmatimona
detes  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
FJ152644 
gemma
_OTU05 
Contig 
AQ2_1B_2_50 
Gemmatimona
detes  
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ125655 
gemma
_OTU06 
Contig 
AQ1_1B_2_143 
Gemmatimona
detes  
2
 
0
 
0
 
0
 
0
      2
 
FJ152768 
gemma
_OTU07 
Contig 
AQ1_1B_1_60 
Gemmatimona
detes  
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ479166 
acido_O
TU01 
Contig 
AQ2_1B_2_167 
Acidobacteria 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FM877548 
acido_O
TU02 
Contig 
AQ1_1B_1_47 
Acidobacteria 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
1
      2
 
FJ152577 
acido_O
TU03 
Contig 
AL64_1B_1_21 
Acidobacteria 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
FJ660500 
acido_O
TU04 
Contig 
AQ1_1B_1_27 
Acidobacteria 
 
1
 
1
 
0
 
0
 
0
      2
 
EF095002 
acido_O
TU05 
Contig 
AQ2_1B_1_68 
Acidobacteria 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU244033 
acido_O
TU06 
Contig 
AQ1_1B_2_38 
Acidobacteria 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AB179692 
acido_O
TU07 
Contig 
AQ1_1B_2_139 
Acidobacteria 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AY945875 
acido_O
TU08 
Contig 
AQ1_1B_2_44 
Acidobacteria 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ478495 
acido_O
TU09 
Contig 
AQ1_1B_2_97 
Acidobacteria 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AM935295 
acido_O
TU10 
Contig 
AQ1_1B_2_179 
Acidobacteria 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ984565 
acido_O
TU11 
Contig 
AQ1_1B_1_29 
Acidobacteria 
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
      2
 
EU287178 
acido_O
TU12 
Contig 
AQ2_1B_2_112 
Acidobacteria 
 
0
 
4
 
0
 
0
 
0
      4
 
FJ516981 
bact_OT
U01 
Contig 
AQ2_1B_2_246 
Bacteroidetes 
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
      3
 
AY739663 
bact_OT
U02 
Contig 
AL67_1B_2_44 
Bacteroidetes 
 
1
 
0
 
0
 
6
 
0
      7
 
AB078054 
bact_OT
U03 
Contig 
AL31_1B_2_86 
Bacteroidetes 
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
FJ623342 
bact_OT
U04 
Contig 
AQ1_1B_2_85 
Bacteroidetes 
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
      2
 
FJ623342 
bact_OT
U05 
Contig 
AQ2_1B_2_89 
Bacteroidetes 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ710659 
bact_OT
U06 
Contig 
AQ1_1B_2_135 
Bacteroidetes 
 
3
 
0
 
0
 
0
 
0
      3
 
FJ516813 
bact_OT
U07 
Contig 
AQ2_1B_2_82 
Bacteroidetes 
 
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
FJ716039 
bact_OT
U08 
Contig 
AQ2_1B_2_121 
Bacteroidetes 
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
      3
 
EU104288 
bact_OT
U09 
Contig 
AQ2_1B_1_36 
Bacteroidetes 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU589303 
bact_OT
U10 
Contig 
AQ1_1B_1_35 
Bacteroidetes 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
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bact_OT
U11 
Contig 
AQ1_1B_2_37 
Bacteroidetes 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
FM866274 
bact_OT
U12 
Contig 
AL31_1B_2_34 
Bacteroidetes 
 
1
 
0
 
1
 
0
 
0
      2
 
FJ665202 
bact_OT
U13 
Contig 
AL31_1B_2_161 
Bacteroidetes 
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
FJ516770 
bact_OT
U14 
Contig 
AQ1_1B_2_155 
Bacteroidetes 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ516770 
bact_OT
U15 
Contig 
AL67_1B_2_14 
Bacteroidetes 
 
0
 
0
 
0
 
1
 
1
      2
 
FJ545565 
bact_OT
U16 
Contig 
AL31_1B_2_76 
Bacteroidetes 
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
DQ993343 
bact_OT
U17 
Contig 
AQ2_1B_2_119 
Bacteroidetes 
 
0
 
2
 
0
 
0
 
0
      2
 
EF659422 
bact_OT
U18 
Contig 
AQ2_1B_2_145 
Bacteroidetes 
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
      3
 
EF516898 
bact_OT
U19 
Contig 
AL31_1B_2_56 
Bacteroidetes 
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
FJ644613 
bact_OT
U20 
Contig 
AL31_1B_2_156 
Bacteroidetes 
 
0
 
0
 
2
 
0
 
0
      2
 
CU922258 
bact_OT
U21 
Contig 
AQ1_1B_2_113 
Bacteroidetes 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU177744 
bact_OT
U22 
Contig 
AQ1_1B_2_101 
Bacteroidetes 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU431772 
bact_OT
U23 
Contig 
AL31_1B_2_14 
Bacteroidetes 
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
AY533663 
bact_OT
U24 
Contig 
AL52_1B_2_90 
Bacteroidetes 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
      2
 
EU283594 
bact_OT
U25 
Contig 
AQ2_1B_2_199 
Bacteroidetes 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU925913 
bact_OT
U26 
Contig 
AQ2_1B_1_43 
Bacteroidetes 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
DQ890437 
bact_OT
U27 
Contig 
AQ1_1B_1_92 
Bacteroidetes 
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
      2
 
DQ890437 
chlorobi
_OTU1 
Contig 
AQ1_1B_2_156 
Chlorobi 
 
3
 
0
 
0
 
0
 
0
      3
 
EU283596 
BRC1_
OTU01 
Contig 
AQ1_1B_1_64 
BRC1 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AF445671 
BRC1_
OTU02 
Contig 
AQ1_1B_2_65 
BRC1 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU328038 
DeiTh_
OTU01 
Contig 
AL31_1B_2_168 
Deinoccocales-
Thermus  
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
DQ129340 
Nitro_O
TU01 
Contig 
AQ1_1B_2_28 
Nitrospirae 
 
4
 
0
 
0
 
0
 
1
      5
 
DQ058676 
NKB1_0
1 
Contig 
AQ1_1B_1_95 
NKB1 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU245335 
NKB1_0
2 
Contig 
AQ2_1B_2_206 
NKB1 
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
      1
 
CU926624 
NKB1_0
3 
Contig 
AQ1_1B_2_177 
NKB1 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EU245335 
NKB1_0
4 
Contig 
AQ1_1B_2_92 
NKB1 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
FJ205199 
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OP11_O
TU01 
Contig 
AL52_1B_2_113 
OP11 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
      2
 
AF419659 
OP11_O
TU02 
Contig 
AL52_1B_2_58 
OP11 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AB252964 
OP11_O
TU03 
Contig 
AQ2_1B_2_127 
OP11 
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
      3
 
FJ516948 
OP11_O
TU04 
Contig 
AQ1_1B_2_91 
OP11 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
AF507713 
OP3_OT
U01 
Contig 
AQ1_1B_2_42 
OP3 
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
      2
 
AJ390463 
SBR1_O
TU01 
Contig 
AQ1_1B_1_87 
SBR1 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
      1
 
EF157196 
Spiro_O
TU01 
Contig 
AL31_1B_2_01 
Spirochaetes 
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
AJ565434 
Spiro_O
TU02 
Contig 
AL31_1B_2_94 
Spirochaetes 
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
      1
 
DQ028376 
Spiro_O
TU03 
Contig 
AL52_1B_2_123 
Spirochaetes 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
EU245996 
TM6_OT
U01 
Contig 
AL52_1B_2_208 
TM6 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
      1
 
AB425065 
WS6_O
TU01 
Contig 
AQ2_1B_2_191 
WS6 
 
0
 
8
 
0
 
0
 
0
      8
 
EF032771 
   
total 
2
6
7
 
2
4
7
 
1
9
7
 
1
9
6
 
2
3
6
 
1
5
8
 
1
4
5
 
6
1
 
6
2
 
1
0
0
 
1
6
6
9
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Annexe 5 : Résumé des données issues du clonage du SSU rDNA des 
eucaryotes avec des amorces ciblant les protistes (5E) 
 
Reference 
Sequence Taxonomy 
Number of clones in each library 
BLAST (First Hit) 
A
Q
1
 
A
Q
1
 b
 
A
Q
1
 o
 
A
Q
2
 
A
Q
2
b
 
A
Q
2
o
 
A
L
3
1
 
A
L
6
7
 
A
L
5
2
 
T
o
ta
l 
Contig 
AQ2_5E_31 
amoebozoa 
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|AB510393.1|  Uncultured 
eukaryote gene for 18S rRNA, 
partial sequence 
Contig 
AQ2_5E_20 
amoebozoa 
 
0
 
0
 
0
 
7
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
9
 
|AB425950.1|  Lobosea sp. 
Mb_5C gene for 18S 
ribosomal RNA 
Contig 
AQ1o_5E_22 
amoebozoa 
 
0
 
4
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
5
 
|GU923112.1|  Uncultured 
eukaryote clone 
F5K2Q4C04I9VCV 18S 
ribosomal RNA gene 
Contig 
AQ1o_5E_13 
amoebozoa 
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|FJ577818.1|  Uncultured 
Amoebozoa clone Orly11 18S 
ribosomal RNA gene 
Contig 
AQ2b_5E_39 
amoebozoa 
 
0
 
0
 
0
 
3
 
3
 
0
 
0
 
0
 
0
 
6
 |AB521581.1|  Uncultured 
eukaryote gene for 18S rRNA 
Contig 
AQ1b_5E_11 
amoebozoa 
 
0
 
3
 
0
 
2
 
3
 
3
 
0
 
0
 
0
 
1
1
 |EU087280.1|  Uncultured 
eukaryote clone 9_69 18S 
Contig 
AQ1b_5E_17 
choanoflagellida 
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
 
|AF084231.1|  Desmarella 
moniliformis 18S ribosomal 
RNA gene 
Clone 
AQ1_5E_68 
choanoflagellida 
 
3
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
 
|EF023370.1|  Codonosigidae 
environmental sample clone 
Amb_18S_701 18S 
Contig 
AQ1_5E_40 
choanoflagellida 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|FN690482.1|  Uncultured 
eukaryote partial 18S rRNA 
gene, clone 3c-C 
Contig 
AQ1_5E_44 
choanoflagellida 
 
4
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
6
 
|FN690482.1|  Uncultured 
eukaryote partial 18S rRNA 
gene, clone 3c-C 
Contig 
AQ1b_5E_30 
choanoflagellida 
 
0
 
2
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
 
|AY821949.1|  Uncultured 
choanoflagellate clone 
CV1_B2_17 
Contig 
AQ2_5E_37 
fungi 
 
0
 
0
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
 
|HM030909.1|  Uncultured 
eukaryote clone Th260208_1 
18S 
Contig 
AQ2_5E_47 
fungi 
 
0
 
0
 
0
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
|EU647044.1|  Uncultured 
Pucciniomycotina clone 
D0735_42_M small subunit 
ribosomal 
Contig 
AL52_5E_20 
fungi 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
1
 |AB451532.1|  Uncultured 
fungus gene for 18S rRNA 
Contig 
AQ2o_5E_11 
fungi 
 
0
 
0
 
0
 
2
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
 
5
 
|AF082856.1|AF082856  
Stereum ostrea small subunit 
ribosomal RNA gene 
Clone 
AQ1b_5E_36 
fungi 
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
 
|AB214655.1|  Verticillium 
insectorum genes for 18S 
rRNA 
Contig 
AQ2o_5E_07 
fungi 
 
0
 
2
 
0
 
0
 
1
 
2
 
0
 
0
 
0
 
5
 
|AY392130.1|  Acremonium 
sp. Dh3 18S ribosomal RNA 
gene 
Contig 
AQ1b_5E_13 
fungi 
 
0
 
3
 
0
 
1
 
8
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
2
 |DQ401104.1|  Paecilomyces 
sp. 080834 18S ribosomal 
RNA gene 
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Contig 
AL31_5E_26 
fungi 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
1
 
|AB028190.1|  Penicillium 
namyslowskii gene for 18S 
rRNA 
Contig 
AQ1b_5E_32 
fungi 
 
0
 
7
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
7
 |EU940031.1|  Fungal sp. 
M133 isolate M133 18S 
Contig 
AQ1_5E_30 
fungi 
 
5
 
0
 
0
 
0
 
6
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
1
 |GU214564.1|  Cf. Passalora 
sp. CPC 11876 18S small 
subunit ribosomal RNA gene 
Contig 
AQ1b_5E_51 
LKM11 
 
0
 
2
 
2
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
5
 |FJ577832.1|  Uncultured 
eukaryote clone Joinv23 18S 
Contig 
AQ1b_5E_42 
LKM11 
 
0
 
5
 
1
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
7
 
|EU162635.1|  Uncultured 
fungus clone PFB7SP2005 
18S ribosomal RNA gene 
Contig 
AQ1o_5E_48 
LKM11 
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|FJ577832.1|  Uncultured 
eukaryote clone Joinv23 18S 
ribosomal RNA gene 
Contig 
AQ1_5E_59 
LKM11 
 
1
 
1
 
1
1
 
1
1
 
1
1
 
4
 
0
 
0
 
0
 
3
9
 |FJ577832.1|  Uncultured 
eukaryote clone Joinv23 18S 
ribosomal RNA gene 
Contig 
AQ2o_5E_13 
metazoa 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|DQ297701.1|  Lepadella 
patella 18S ribosomal RNA 
gene 
Contig 
AQ1o_5E_06 
nuclearia 
 
0
 
1
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
|AB433328.1|  Nuclearia 
thermophila gene for 18S 
ribosomal RNA 
Contig 
AQ1_5E_58 
nuclearia 
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
|AY496008.1|  Nuclearia sp. 
2H small subunit ribosomal 
RNA gene 
Contig 
AQ1_5E_46 
uncertain 
 
2
 
3
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
7
 
|AY179990.1|  Uncultured 
dinoflagellate clone CCA32 
18S small subunit ribosomal 
Contig 
AQ1_5E_45 
uncertain 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|DQ995807.1|  Lagenoeca sp. 
antarctica 18S ribosomal RNA 
gene 
Contig 
AQ2o_5E_66 
uncertain 
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|GU920036.1|  Uncultured 
eukaryote clone 
F5K2Q4C04IGIGS 18S 
Contig 
AQ1_5E_65 
uncertain 
 
3
 
7
 
0
 
1
5
 
3
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
8
 |AF123596.1|  Bolidomonas 
mediterranea 18S ribosomal 
RNA gene 
Contig 
AQ2_5E_135 
uncertain 
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|GU214551.1|  
Mycosphaerella parkii strain 
CPC 353 18S 
Contig 
AQ1_5E_73 
uncertain 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|GQ995386.1|  Uncultured 
Chytridiomycota clone 
T6P1AeE05 18S 
Contig 
AQ1_5E_60 
uncertain 
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|AY303599.1|  Bolbocoleon 
piliferum strain MA3-1b1 18S 
ribosomal RNA gene 
Contig 
AQ1b_5E_01 
alveolata ciliophora 0
 
1
0
 
1
 
2
4
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
5
 |AY835672.2|  Uncultured 
oligohymenophorean clone 
IAFDv1 18S 
Contig 
AQ1o_5E_20 
alveolata ciliophora 0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|U80313.1|ESU80313  
Enchelyodon sp. 16S 
ribosomal RNA gene 
Clone 
AQ2_5E_45 
alveolata ciliophora 0
 
0
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
3
 
|EF024775.1|  Oxytrichidae 
environmental sample clone 
Elev_18S_1277 18S 
Contig 
AQ1o_5E_44 
alveolata ciliophora 0
 
0
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
|EU264563.1|  Aristerostoma 
sp. ATCC 50986 small subunit 
ribosomal RNA gene 
Contig 
AQ2b_5E_57 
alveolata ciliophora 0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|DQ103844.1|  Uncultured 
marine eukaryote clone 
M2_18E08 small 
Contig 
AQ1o_5E_33 
alveolata ciliophora 0
 
1
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
|AY821923.1|  Uncultured 
oligohymenophorid ciliate 
clone CV1_2A_17 small 
subunit 
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Contig 
AQ1o_5E_41 
alveolata ciliophora 0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|AY821923.1|  Uncultured 
oligohymenophorid ciliate 
clone CV1_2A_17 small 
subunit 
Contig 
AQ1o_5E_45 
alveolata ciliophora 3
 
0
 
1
5
 
0
 
2
 
1
 
0
 
0
 
0
 
2
1
 |EU032356.1|  Cyclidium 
glaucoma small subunit 
ribosomal RNA gene 
Contig 
AL52_5E_48 
alveolata dynophyceae 0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
 
2
 
|EF058253.1|  Woloszynskia 
pascheri strain CCAC0075 
small subunit ribosomal 
Contig 
AQ2_5E_73 
strameno bacillabiophyta 7
 
5
 
0
 
9
 
2
 
0
 
0
 
0
 
0
 
2
3
 |AY179994.1|  Uncultured 
stramenopile clone CCA42 
18S small subunit 
Contig 
AQ1_5E_110 
strameno bacillabiophyta 9
 
0
 
1
 
5
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
1
6
 |FJ640068.1|  Navicula 
phyllepta strain AP-02-05 18S 
ribosomal RNA gene 
Contig 
AQ1_5E_90 
strameno chrysophycea 2
 
1
 
1
5
 
1
 
1
7
 
3
4
 
0
 
0
 
0
 
7
0
 |Z28335.1|  P.vestita (SOTON 
1) gene for 18S 
Contig 
AQ1b_5E_14 
strameno oomycetes 0
 
3
 
1
1
 
1
 
2
 
1
2
 
0
 
0
 
0
 
2
9
 |AY486144.1|  Pythium 
insidiosum 18S ribosomal 
RNA gene 
Contig 
AQ1_5E_26 
strameno labyrinthulida 2
 
0
 
0
 
3
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
5
 |AY916582.1|  Uncultured 
eukaryote clone Zeuk76 18S 
Contig 
AQ1o_5E_52 
strameno unclassified 0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|AY642710.1|  Uncultured 
eukaryotic picoplankton clone 
P34.6 18S 
Contig 
AQ1_5E_56 
strameno bacillabiophyta 1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|AY179994.1|  Uncultured 
stramenopile clone CCA42 
18S 
Contig 
AQ2_5E_100 
viridiplantae chlorophyta 0
 
0
 
0
 
1
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
1
 |EU647128.1|  Uncultured 
streptophyte clone 
D0810_18_M small 99% 
Contig 
AQ2o_5E_54 
viridiplantae chlorophyta 0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
 
0
 
0
 
0
 
1
 
|GQ122353.1|  Nannochloris 
sp. KMMCC C-179 18S 
ribosomal RNA gene 
Contig 
AQ2b_5E_10 
viridiplantae chlorophyta 0
 
2
 
0
 
0
 
1
1
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
3
 
|AY197639.1|  
Scenedesmaceae sp. Tow 
9/21 P-14w 18S ribosomal 
RNA gene 
Contig 
AQ2b_5E_48 
viridiplantae chlorophyta 0
 
2
 
0
 
0
 
1
6
 
0
 
0
 
0
 
0
 
1
8
 |AJ249514.1|  Scenedesmus 
subspicatus 18S rRNA gene 
Contig 
AL52_5E_37 
viridiplantae chlorophyta 0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
  0
 
6
 
6
 
|AB256042.1|  Rhizoclonium 
hieroglyphicum gene for 18S 
rRNA 
Contig 
AL52_5E_36 
viridiplantae chlorophyta 0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
0
 
4
 
4
 
|AB183573.1|  Filamentous 
ulvophyte sp. MBIC10030 
gene for 18S rRNA 
Contig 
AL31_5E_01 
viridiplantae chlorophyta 4
5
 
0
 
0
 
8
 
0
 
0
 
4
7
 
3
8
 
3
1
 
1
6
9
 |AB058346.1|  Unicellular 
ulvophyte sp. MBIC10461 
gene for 18S rRNA 
  
Total 9
3
 
7
3
 
6
8
 
1
1
6
 
8
8
 
6
3
 
4
9
 
3
8
 
4
3
 
6
3
1
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ANNEXES 
Annexe 6 : Résumé des données issues du clonage du SSU rDNA des archées 
avec des amorces générales des archées (2A) 
Reference 
sequence 
Taxonomy Blast (First hit) 
Contig AQ1 2A 05 
(1 clone) 
Archaea 
| EF444633.1|  Uncultured archaeon clone Thp_A_75 16S 
ribosomal RNA gene, partial sequence 
Contig AQ1 2A 31 
(13 clones) 
Archaea; 
Thaumarchaeota 
| AB113625.1|  Uncultured crenarchaeote gene for 16S rRNA, 
partial sequence, clone: HAuD-MA13 
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